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1 Einleitung 
1.1 Kohlenhydrate und Glykokonjugate  
1.1.1 Biologische Relevanz von Kohlenhydraten und Glykokonjugaten 
Kohlenhydrate sind die große Naturstoffklasse der Hydroxyaldehyde oder Hydroxyketone 
sowie davon abgeleitete Verbindungen und deren Oligo- und Polykondensate. Sie machen 
unter den auf der Erde vorkommenden organischen Naturstoffen mengenmäßig den größten 
Teil aus und stellen eine der vier Hauptklassen (Nucleobasen, Aminosäuren, Membranbe-
standteile und Kohlenhydrate) der Biomoleküle dar. Kohlenhydrate haben meist die Brutto-
formel CnH2nOn, oder Cn(H2O)n, und lassen sich formal als „Hydrate des Kohlenstoffs“ auf-
fassen, was Karl Schmidt 1844 zur Namensgebung „Kohlenhydrate“ veranlasste. Obwohl die 
Bezeichnung bereits für den Desoxyzucker Rhamnose (C6H12O5, Desoxy-Mannose) nicht 
mehr zutrifft und man inzwischen auch Kohlenhydrate kennt, die außer Kohlenstoff, Wasser-
stoff und Sauerstoff auch Stickstoff (z.B. Aminozucker) oder Schwefel enthalten, hat man die 
Bezeichnung beibehalten (Falbe und Regitz 1995). Kohlenhydrate stellen zusammen mit den 
Fetten und Proteinen den größten Anteil der Nahrung und dienen sowohl als Energiequelle in 
Form von Polysacchariden (Stärke, Glykogen), Disacchariden (Lactose, Maltose, Saccharose) 
oder Monosacchariden (Glucose, Fructose) als auch als Stützsubstanz in Zellwänden von 
Arthropoden (Chitin), Pflanzen (Cellulose) oder Bakterien (Peptidoglykan) (Lis und Sharon 
1993; Hokke et al. 1996; Koolman und Röhm 1998). Eine sehr bedeutende Rolle kommt den 
Kohlenhydraten als Bestandteil von Glykokonjugaten zu. Mit Glykokonjugaten wird die Ge-
samtheit aus Glykoproteinen, Proteoglycanen und Glykolipiden zusammengefasst (Abbildung 
1), jedoch können auch weitere glykosylierte Verbindungen, z.B. glykosylierte Naturstoffe, 
zu den Glykokonjugaten gezählt werden. Die Glykokonjugate spielen eine wichtige Rolle in 
der inter- und intrazellulären Kommunikation, und die Diversität der Kohlenhydrate macht 
die Glykokonjugate zu außerordentlich effizienten Trägern von Informationen (Lis und Sha-
ron 1993; Varki 1997; Gagneux und Varki 1999). Oligosaccharide auf der Zelloberfläche sind 
an der Zell-Zell-Erkennung und -Wechselwirkung (Metastasenentwicklung, Befruchtung, 
Entzündungsprozesse, Blutgruppen) sowie der Zellwachstumskontrolle beteiligt. Glykokon-
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jugate dienen als spezifische Rezeptoren für Viren und Bakterien sowie als Bindungsstellen 
für Antikörper, Enzyme, Hormone, Bakterien, Viren und determinieren Immunreaktionen 
(Varki 1993; Dwek 1996; Leroy et al. 1997; Piepersberg 1994). Die zahlreichen Funktionen 
der Glykokonjugate sind der außerordentlichen strukturellen Diversität zuzuschreiben, die 
von der Multifunktionalität der Kohlenhydrate herrührt. Eine Vielzahl von verschiedenen 
Monosaccharidbausteinen mit der Möglichkeit der unterschiedlichen Verknüpfung zwischen 
jeweils zwei Kohlenhydraten führt zu einer außerordentlichen Komplexität. Darüber hinaus 
kann die Kettenlänge von Monosacchariden über Oligosaccharide, bestehend aus mehr als 30 
Bausteinen, bis hin zu Polysacchariden mit mehreren tausend Bausteinen variieren. Die damit 
gebildeten Strukturen sind erheblich komplexer als Strukturen von Proteinen bestehend aus 
den 20 natürlich vorkommenden Aminosäuren oder von DNA bzw. RNA, die aus den 4 
Nukleotiden bestehen. Die biologische Information in den Glykokonjugaten ist nicht nur in 
der Sequenz begründet, sondern auch in der Art der glykosidischen Verknüpfung sowie in der  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Konfiguration und Verzweigung der Monosaccharidbausteine. Die große Vielfalt macht die 
direkte Synthese eines bestimmten Oligosaccharids zu einem schwierigen Problem (Gambert 
und Thiem 1997), auch wenn ein Gerät zur automatisierten Oligosaccharid Synthese entwi-
ckelt werden konnte, welches die Synthese erheblich beschleunigt (Plante et al. 2001).   
Cytoplasma
(innen)
Glycolipid
Glycopeptid
Protein
= Lipidmolekül
Glycocalix
(außen)
= Monosaccharid
Plasmamembran
 
Abbildung 1: Schematische Darstellung der Lipid-Doppelschicht einer eukaryontischen 
Zelle. Oligosaccharidstrukturen sind kovalent an Lipide und an Transmembranproteine 
gebunden. Glykolipide und Glykoproteine exponieren ihre Zuckeranteile auf der extra-
zellulären Seite der Plasmamembran (nach Lindhorst 2000). 
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Der Kohlenhydrat-Mantel, der eine Zelle umgibt (Glycocalix) ist für eine bestimmte Spezies, 
Zelltyp und Entwicklungsstand spezifisch. Änderungen der Glycocalix konnten mit patholo-
gischen Zuständen wie z.B. Krebs oder Infektionen wie z.B. Tuberkulose in Verbindung ge-
bracht werden (Seeberger und Werz 2005). Daher sind tumorassoziierte Oligosaccharide auch 
diagnostisch für die Testung von Krebszellen anwendbar (Lindhorst 2000). Darüber hinaus 
bieten vollsynthetische Kohlenhydrat-Impfstoffe neue Möglichkeiten gegen Krebs und Infek-
tionskrankheiten (Tuberkulose, Leishmanniose, Malaria und HIV). Der Malaria-Parasit Plas-
modium falciparum exprimiert Glycosylphosphatidyl-inositol (GPI) an der Zelloberfläche, 
welches die Entzündungskaskade triggert und damit hauptverantwortlich für die Krankheits-
ziffer und Sterblichkeit ist. Zur Antigenherstellung wurde das synthetische Hexasaccharid 
Malaria-Toxin (Hewitt et al. 2002) mit einem Linker und einem Carrier Protein konjugiert. 
Mäuse, die mit chemisch synthetisiertem GPI behandelt wurden, hatten eine Überlebensrate 
von 60-75%, während ungeimpfte Mäuse nur eine Überlebensrate von 0-9% hatten.  
1.1.2 Glykokonjugate  
Glykokonjugate spielen aber nicht nur eine wesentliche Rolle bei der intra- und interzellulä-
ren Kommunikation, sondern die Oligosaccharide auf Proteinen beeinflussen auch deren Sek-
retion, Faltung, Funktionalität und Stabilität und stellen Kontroll- und Schutzmechanismen 
für den proteolytischen Abbau dar (Lis und Sharon 1993). Die Oligosaccharidstrukturen kön-
nen bis zu 85% der Masse von Glykoproteinen einnehmen. Interessanterweise basieren die 
vielfältigen molekularen und zellulären Erkennungsprozesse in Eukaryonten, an denen Zu-
ckermoleküle beteiligt sind, nur auf 8 Grundmolekülen: D-Glucose, N-Acetyl-D-Glucosamin, 
D-Galactose, N-Acteyl-D-Galactosamin, D-Mannose, L-Fucose, D-Glucuronsäure und N-
Acetylneuraminsäure (Fukuda 1994; Palcic und Hindsgaul 1996; Dwek 1996; Van den Steen 
et al. 1998; Palcic 1999). Glykokonjugate in eukaryontischen Zellen lassen sich in N- und O-
Glykoproteine sowie Glykolipide einteilen.  
Auch in Prokaryonten kommen Glykoproteine vor, wobei das Peptidoglykan Murein das am 
weitesten verbreitete Glykokonjugat der Prokaryonten darstellt. Es besteht aus Wiederho-
lungseinheiten des Disaccharids GlcNAc(β1-4)MurNAc, welches bei den grampositiven Bak-
terien immerhin 50% und bei den gramnegativen Bakterien 10% der Zellwandmasse aus-
macht. Die Mureinhülle ist nach außen mit einer vielschichtigen Lipoprotein- und Lipopoly-
saccharid-Schicht bedeckt. Charakteristisch für die äußeren Zellwände der gramnegativen 
Bakterien (z.B. E. coli) sind die Lipopolysaccharide. Die Lipopolysaccharide (LPS) sind aus 3 
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Komponenten zusammengesetzt: dem Lipid A, dem Kern-Oligosaccharid und dem O-
spezifischen Antigen (Abbildung 2). Das Lipid A besteht aus phosphorylierten Aminozu-
ckern, die mit langkettigen Fettsäuren verestert sind und fungiert als hydrophober Anker der 
LPS in der äußeren Membran. Es ist als Endotoxin für die pyrogene Wirkung der gramnegati-
ven Bakterien verantwortlich. Die Kern-(core)-Region besteht aus Zuckern und Zuckerderiva-
ten. Das O-Antigen hingegen besteht aus sich wiederholenden Oligisaccharideinheiten, die 
meist aus drei bis sechs verschiedenen Zuckern bestehen.  
 
Abbildung 2: Beispiel für ein Lipopolysaccharid aus der Zellwand eines gramnegativen Bakteriums (modifiziert 
nach (Lehmann 1996)). 
Die innenliegende Bereiche aus Lipid A und Kern-Oligosaccharid ähneln sich zwischen den 
verschiedenen Bakterienstämmen, während die äußeren Bereiche des O-Antigens mit den 
Polysaccharidketten von außerordentlicher Vielfalt sind. Allein bei Salmonellen können ca. 
1000 verschiedene serologisch erfassbare Typen unterschieden werden. Die strukturelle Viel-
falt entsteht nicht nur durch Anzahl und Verknüpfung der Monosaccharide in den Wiederho-
lungseinheiten, sondern auch durch Einbau von seltenen, in der belebten Welt sonst nicht an-
zutreffenden Monosacchariden (Lehmann 1996). Das O-Antigen bestimmt die serologische 
Spezifität der gramnegativen Bakterien. Die Synthese des O-Antigens erfolgt mit spezifischen 
Glykosyltransferasen, wobei nukleotid-aktivierte Desoxyzucker als Substrate verwendet wer-
den (Abbildung 3). Am besten untersucht, bezogen auf Struktur und Biosynthese, sind die O-
Antigene aus Salmonella und Escherichia coli. Im so genannten rfb-Gencluster sind die an 
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der Biosynthese der O-Antigene beteiligten Enzyme codiert. Viele rfb-Cluster verschiedener 
Stämme wurden inzwischen sequenziert, so wurde z.B. das gesamte rfb-Cluster von Salmo-
nella typhimurium LT2 analysiert (Brahmbhatt et al. 1988; Reeves 1993). Die im Cluster ent-
haltenen Gene kodieren für Enzyme, die zur Biosynthese von GDP-D-Mannose, CDP-D-
Abequose und dTDP-β-L-Rhamnose (Abbildung 3) sowie für Glykosyltransferasen, die für 
den Transfer der aktivierten Zucker benötigt werden (Liu et al. 1995; Liu et al. 1993).  
Abbildung 3: Biosyntheseweg für die Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose mit den Enzymen RmlA (E.C. 
2.7.7.24), RmlB (E.C. 4.2.1.46), RmlC (E.C. 5.1.3.13) und RmlD (E.C. 1.1.1.133) (Marumo et al. 1994). 
Die Synthese der dTDP-β-L-Rhamnose erfolgt mit den 4 Enzymen RmlA (dTDP-α-D-
Glucose Pyrophosphorylase, α-D-Glucose-1-phosphat Thymidylyltransferase, E.C. 2.7.7.24), 
RmlB (dTDP-α-D-Glucose-4,6-Dehydratase, dTDP-Glucose Oxidoreduktase, E.C. 4.2.1.46), 
RmlC (dTDP-4-Dehydro-L-rhamnose-3,5-Epimerase, dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose-3,5-
Epimerase, E.C. 5.1.3.13) und RmlD (dTDP-4-Dehydro-L-rhamnose-Reduktase, dTDP-4-
keto-L-rhamnose-Reduktase, E.C. 1.1.1.133) (Marumo et al. 1992). Die Rml-Gene sind am 
5´-Ende des rfb-Clusters lokalisiert. Sequenzvergleiche zwischen den rfB-Clustern verschie-
dener Stämme (z.B. Leptospira interrogans, Shigella flexneri und dysenteriae, Xanthomonas 
campestris, Yersinia enterocolitica, Streptococcus mutans, E. coli K-12, O111 und VW187 
und Azotobacter vinelandii) ergaben, dass die Biosynthesegene für dTDP-β-L-Rhamnose 
hochkonserviert vorliegen.  
In Erweiterung der klassischen Definition der Glykokonjugate nach Montreuil könnten in 
diesem Kapitel auch Verbindungen genannt werden, deren Kohlenhydratanteil an andere 
Strukturen als Proteine und Lipide geknüpft sind (Montreuil et al. 1995). Hierzu zählen neben 
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einer Reihe von pflanzlichen Inhaltsstoffen (z.B. Herzglykoside) die Antibiotika als mikro-
bielle Sekundärmetabolite. Aufgrund der Bedeutung von Antibiotika für diese Arbeit, werden 
die Antibiotika aber im Folgenden in einem separaten Kapitel behandelt. 
1.2 Kohlenhydrate in Naturstoffen – Antibiotika 
Die Desoxyzucker bilden eine spezielle Klasse von Kohlenhydraten, die nicht nur in Glyko-
konjugaten (Williams und Wander 1980) und Herzglykosiden (Reichstein und Weiss 1962), 
sondern auch in vielen Antibiotika vorkommen (WeymouthWilson 1997). Der Einbau von 
Desoxyzuckern ist eine in der Natur häufig gebrauchte Methode, um die Oberflächeneigen-
schaften von Verbindungen oder Organismen zu verändern. Desoxyzucker verändern die 
Wechselwirkungen mit der Umgebung in einem überwiegend hydrophilen Milieu (Thorson et 
al. 2001). Durch die Elimination von einer oder mehrer Hydroxylgruppen wird die biologi-
sche Funktion und damit auch der Metabolismus der Zuckerkomponente meist drastisch ver-
ändert. Damit hat sich auch die traditionelle Betrachtung von Zuckerresten als Moleküle, die 
nur die Pharmakokinetik eines bestimmten Wirkstoffs bestimmen, gewandelt, da einige kürz-
lich erschienen Publikationen hervorgehoben haben, dass die Desoxyzuckerreste als Erken-
nungselemente am Reaktionsmechanismus bestimmter Wirkstoffe beteiligt sind (Menninger 
1995; Poulsen et al. 2000; Schlunzen et al. 2001; Schlunzen et al. 2003; Hansen et al. 2002; 
Gaynor und Mankin 2003; Bechthold et al. 2005). Interessanterweise basieren einer aktuellen 
Schätzung zufolge ca. 70% aller in der aktuellen Pharmaforschung untersuchten Leitstruktu-
ren auf Naturstoffen, von denen viele in den Bereich der glykosylierten bakteriellen Sekun-
därmetabolite gehören. Die meisten dieser biologisch aktiven Endprodukte sind Ergebnis ei-
nes komplexen Biosyntheseweges im Prokaryontenstoffwechsel. Insbesondere Bodenbakteri-
en wie z.B. Streptomyceten oder Myxobakterien produzieren eine Vielzahl von glykosylierten 
Naturstoffen. Über 75% aller bekannten bioaktiven Substanzen werden von der Familie der 
Actinomyceten und dort insbesondere von der Gattung der Streptomyceten produziert 
(Demain 1999). Einzelne Arten produzieren zum Beispiel Polyene, Makrolide, Tetracycline, 
Chloramphenicol oder Aminoglykoside wie z.B. Streptomycin. Die kommerziell bedeut-
samsten Polyketide sind Antibiotika (Rifampicin, Erythromycin, Oleandomycin und Tetra-
cycline), Immunsupressiva (z.B. Rapamycin), Antitumormedikamente (z.B. Doxorubicin, 
Elloramycin), Insektizide (z.B. Spinosyn) und Antiparasitika (z.B. Avermectine) (Mendez 
und Salas 2001). Ein Beispiel für die Bedeutung der Glykosylierung für die Produktion bioak-
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1910  1920      1930     1940      1950     1960     1970   1980      1990      2000     2010 
1910 Salvarsan
1936 Sulfonamide
1962 Chinolone
1962 Streptogramine
1958 Glykopeptide
1952 Erythromycin A
1949 Tetracycline
1949 Chloramphenicol
1940 Penicilline
Ketolide 2001
Oxazolidinone 2000
1987 Makrolide
tiver Naturstoffe liefert Erythromycin A, dessen nicht glykosylierter Vorläufer keinerlei Bio-
aktivität besitzt.   .                                               
Die Verwendung von Antibiotika gegen Infektionskrankheiten begann mit der Entdeckung 
der Heilwirkung der Sulfonamide durch Domagk 1935 (obwohl Sulfonamide nicht natürli-
chen Ursprungs sind und daher streng genommen Chemotherapeutika sind) und mit der Ver-
wendung des Penicillins 1941 (Fleming 1922, Fleming 1945). Die U.S.A. begannen im 2. 
Weltkrieg die Massenproduktion des Penicillins, wobei es zunächst zur Behandlung verletzter 
Soldaten mit Wundinfektionen eingesetzt wurde, da die Produktionskapazitäten anfangs bei 
weitem nicht ausreichten. Im Jahr 1952 wurde nach Isolierung aus dem Stamm Saccharopo-
lyspora erythrea das klinisch bedeutende Antibiotikum Erythromycin A entdeckt, welches 
eine hohe Aktivität gegen grampositive Bakterien aufwies. In den folgenden Jahrzehnten wur- 
   Abbildung 4: Entwicklung der verschiedenen Antibiotika-Klassen (Grafik modifiziert nach: Initiative Zünd- 
   stoff Antibiotika-Resistenz). 
den zahlreiche weitere Antibiotika-Klassen entdeckt, wobei in den 40er-60er Jahren des letz-
ten Jahrhunderts die meisten Antibiotika-Klassen entdeckt wurden (Abbildung 4). Seitdem 
konnten trotz steigender Gefahr durch Resistenzen (Kapitel 1.2.3) nur die Makrolide/Ketolide 
sowie die Oxazolidone als neue Antibiotika-Klassen entdeckt werden. Heute zählen Antibio-
tika zu den weltweit am häufigsten verschriebenen Wirkstoffen und mit dreizehn Prozent 
Marktanteil bilden sie den größten Einzelbereich im gesamten Arzneimittelverbrauch. Von 
den heute etwa 8.000 bekannten antibiotischen Substanzen werden nur etwa 80 therapeutisch 
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verwendet. In Deutschland waren 2005 laut Bundesinstitut für Arzneimittel und Medizinpro-
dukte insgesamt 2775 Antibiotika-Präparate zugelassen. Im Folgenden werden einige wichti-
ge Sekundärmetabolite der Actinomyceten und Myxobakterien betrachtet, die Kohlenhydrate 
in ihrer Struktur aufweisen. 
1.2.1 Sekundärmetabolite der Actinomycten 
1.2.1.1 Glycopeptid- Antibiotika 
Bei den Glycopeptid-Antibiotika handelt es sich um glykosylierte zyklische oder polyzykli-
sche nichtribosomale Peptide. In der Therapie wird neben dem Teicoplanin, welches aus ei-
nem tetrazyklischen Heptapeptid besteht, das glykosidisch mit 3 Zuckermolekülen verknüpft 
ist, insbesondere das Vancomycin eingesetzt. Bei Vancomycin handelt es sich um ein trizykli-
sche Heptapeptid, welches als Kohlenhydratanteil einen Glucoserest sowie den Aminozucker 
L-Vancosamin enthält (Abbildung 5). Es wurde 1956 aus Amycolatopsis orientalis (vormals  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
                        Abbildung 5: Struktur des „last line of defense“-Antibiotikums Vancomycin. 
Streptomyces orientalis) isoliert (Auterhoff 1999). Obwohl die beiden Zuckerreste nicht di-
rekt an der Bindung an die Zellwandbestandteile beteiligt sind, sind sie vermutlich doch für 
die Dimerisierung des Vancomycins verantwortlich, was offensichtlich einen großen Einfluss 
auf die antibiotische Aktivität besitzt (Gerhard et al. 1993). Durch Kombination von enzyma-
tischer in vitro Glykosylierung mit weiterer chemischer Modifikation konnten kürzlich Van-
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comycin-Analoga hergestellt werden, die teilweise verbesserte antibiotische Wirkung gegen 
Staphylococcus aureus und Enterococcus faecalis zeigten (Fu et al. 2003; Fu et al. 2005). 
1.2.1.2 Oligosaccharid-Antibiotika 
Zur Gruppe der Orthosomycine gehören die 1959 aus Streptomyces viridochromogenes Tü57 
isolierten Avilamycine (Buzzetti et al. 1968). Sie bestehen aus einem Dichloroisoeverninsäu-
rerest, der esterglykosidisch mit einer Heptasaccharidkette verbunden ist (Trefzer et al. 1999). 
Ein charakteristisches Merkmal der Orthosomycine sind ungewöhnliche Orthoester-
Gruppierungen (Abbildung 6). Orthosomycine inhibieren die ribosomale Proteinbiosynthese 
und besitzen aufgrund ihres einzigartigen Angriffspunktes an der ribosomalen 30S Unterein-
heit eine sehr gute Aktivität gegen multiresistente Bakterien. Dies konnte durch präklinische 
Untersuchungen mit Evernimicin (aus der Gruppe der Everninomycine), das dem Avilamycin 
sehr ähnliche ist, gezeigt werden (Ganguly et al. 1999).  
    Abbildung 6: Struktur des Oligosaccharid-Antibiotikums Avilamycin A. 
1.2.1.3 Aromatische Polyketide 
Polyketid-Antibiotika lassen sich in zwei strukturelle Klassen aufteilen, die komplexen und  
die aromatischen Polyketide. Die Biosynthese der Polyketide verläuft durch sukzessive Kon-
densation kurzer Carboxylsäuren über Poly-β-Ketide mit einem der Fettsäuresynthese ähnli-
chen Mechanismus (Katz 1997; McDaniel et al. 1993). Bis heute wurden mehr als 500 aroma-
tische Polyketide charakterisiert, welche als Pharmazeutika in den unterschiedlichsten Berei-
chen verwendet werden (Bechthold et al. 2005).   
Zur Aureolsäuregruppe gehört das Zytostatikum Mithramycin, an dessen Polyketidgerüst ein 
Disaccharid- sowie ein Trisaccharidrest gebunden sind. Es wird von Streptomyces argillaceus 
gebildet und zeigt Aktivität gegen zahlreiche Tumorzelllinien (Wohlert, Kunzel et al. 1999; 
Lombo et al. 2006). Ein weiterer Vertreter der Aureolsäuregruppe ist das Chromomycin 
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(Abbildung 7), welches wie die anderen Vertreter dieser Gruppe durch die Inhibition der 
RNA-Polymerase wirkt. Anders als die Anthracycline, interkalieren die Antibiotika der Aure-
olsäuregruppe aber nicht die DNA, sondern binden an GC-reiche-DNA Regionen und inhibie-
ren dadurch Replikations- und Translationsprozesse (WeymouthWilson 1997). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                 Abbildung 7: Chromomycin A3 ist ein Antibiotikum der Aureolsäuregruppe. 
Kürzlich konnte gezeigt werden, dass 4 Glykosyltransferasen (cmmGI-IV) an der glykosylie-
rung des Chromomycin A3 Antibiotikums beteiligt sind und ein Biosyntheseweg der Chro-
momycin A3 Glykosylierung vorgeschlagen werden (Menendez et al. 2006).    
Antibiotika vom Angucyclintyp wie die Landomycine sowie die Urdamycine gehören zur 
Gruppe der p-chinoiden Polyketide. Landomycin A enthält ein Dekaketid-Aglykon, an das 
eine Oligosaccharidkette (Hexasaccharid) phenylglykosidisch gebunden ist. Die Aktivität 
gegen Prostata-Tumorzelllinien beruht auf der DNA-Interaktion der Oligosaccharidkette 
(Wohlert, Bechthold et al. 1999; Kirschning et al. 1999). Urdamycine enthalten O-
glykosidisch gebundene L-Rhodinose sowie eine an das Aglykon C-C-gebundene Trisaccha-
rid-Seitenkette. Obwohl die Struktur des Polyketid-Restes großen Variationen unterliegt, ist 
der Saccharidrest stark konserviert (Bechthold und Rohr 1999). 
1.2.1.4 Enediyne-Antibiotika 
Zu den Enediyne-Antibiotika gehören Calicheamycin, Esperamicin sowie Neocarzinostatin. 
Die Enediyne entfalten ihre Wirkung durch DNA-Spaltung und die aus Micromonospora  
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echinospora isolierte Familie der Calicheamycine wirkt gegen grampositive- und gramnegati-
ve Bakterien sowie spezielle Tumorzelllinien. Die Struktur von Calicheamycin zeigt unge-
wöhnliche strukturelle Eigenschaften, insbesondere den iodierten Aromaten, den Thiozucker 
sowie die auf Hydroxylamin basierende glykosidische Verbindung (WeymouthWilson 1997) 
(Abbildung 8). Die Zucker am Calicheamycin sind von lipophiler Natur, wodurch dem Anti-
biotikum neben den ebenfalls notwendigen lipophilen Eigenschaften des Aglykons die selek-
tive DNA Bindung ermöglicht wird.  
 
      
      Abbildung 8: Struktur des Enediyne Antibiotikums Calicheamycin γ1. 
Die Entfernung der Rhamnose reduziert die Bioaktivität, da der Zuckerrest offensichtlich 
wichtig für die Bindung an die DNA ist (Paloma et al. 1994). Aufgrund der sehr hohen Potenz 
von Calicheamycin blieb die Frage ungeklärt, wie sich der Wirtsorganismus gegen Calichea-
mycin schützen kann. Kürzlich konnte der neuartige Resistenzmechanismus entdeckt werden. 
Hierbei kann das im Wirtsorganismus exprimierte Protein CalC durch „Selbstaufopferung“ 
Calicheamycin in die inerte ε-Form überführen, zerfällt dabei allerdings selbst in 2 Fragmente 
(Biggins et al. 2003). Dieser Mechanismus könnte ein allgemeiner Schutzmechanismus von 
Wirtsorganismen gegenüber Metaboliten von extrem hoher Potenz sein, auch wenn weitere 
Beispiele bisher nicht bekannt wurden.   
1.2.1.5 Makrolid-Antibiotika 
Antibiotika mit einem makrozyklischen Lactonring sind nach Robert B. Woodward Makroli-
de (Woodward 1957). Sie gehören zu den komplexen Polyketiden und enthalten meist Ami-
no-desoxy- und neutrale Desoxyzucker. Sie werden anhand der Größe des Lacton-Ringes (12, 
14 oder 16 Ringatome) in Gruppen unterteilt (WeymouthWilson 1997). Auch die Makrolide 
werden aus Streptomyceten gewonnen. Makrolide wirken bakteriostatisch, da sie die bakteri-
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elle Proteinbiosynthese inhibieren, indem sie an die ribosomale 50S-Untereinheit in der Do-
mäne V der 23S-rRNA binden und dadurch eine vorzeitige Ablösung des unfertigen Proteins 
bei der Translation auslösen (Nilius und Ma 2002).  
   Abbildung 9: Die Struktur von Erythromycin A und die Interaktionen zwischen dem Antibiotikum und der 
   ribosomalen 23S-rRNA sind mit Pfeilen gekennzeichnet (nach (Walsh, Freel Meyers et al. 2003)). 
Ein typischer Vertreter der Makrolide ist das Erythromycin A, welches ein weites Wirkspekt-
rum gegen grampositive Erreger besitzt. Von den Zuckerkomponenten ist das Desosamin mit 
der Dimethylaminofunktion an C-3 und der Hydroxylgruppe an C-2 für die Bindung an das 
Ribosom essentiell (Abbildung 9). Die Cladinose ist nicht essentiell für die antibiotische Wir-
kung, was sich auch an den Ketoliden, einer neuen Klasse von semi-synthetischen Erythro-
mycinderivaten zeigte (Nilius und Ma 2002). Bei den Ketoliden wurde die L-Cladinose von 
der C-3 Position des Erythromycin A entfernt und durch eine Ketofunktion mittels Oxidation 
der Hydroxylgruppe ersetzt. Inzwischen konnten eine Reihe von Resistenzen gegen Erythro-
mycin nachgewiesen werden. Hierbei sind besonders Resistenzen aufgrund der Erm-
Methylase (Leclercq und Courvalin 1991; Roberts et al. 1999), Ribosomen-Mutationen (Tait-
Kamradt et al. 2000; Shortridge et al. 2002) und Efflux-Pumpen (Weisblum 1998; Lina et al. 
1999) bewiesen. Bei der Erm-Methylase und den Ribosomen-Mutationen führen Veränderun-
gen am Ribosom dazu, dass die Makrolide nicht mehr oder nur noch wesentlich schlechter 
interagieren können. Bei den Efflux Pumpen werden durch einen spezifischen aktiven Trans-
port die Makrolide wieder aus der Zelle transportiert. Interessant ist insbesondere, dass die 
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semisynthetischen Ketolide in der Lage sind, die verschiedenen Resistenzmechanismen zu 
unterwandern, und auch sehr gut wirksam gegen multiresistente Erreger wie z.B. Streptococ-
cus pneumoniae (Nilius und Ma 2002) sind. Klinisch werden neben Erythromycin insbeson-
dere Oleandomycin, Spiramycin, Josamycin und Midecamycin verwendet (WeymouthWilson 
1997). Auch die Ansamycin Antibiotika, die anstelle der Lacton- eine Lactam-Gruppe enthal-
ten, werden zu den Makroliden gezählt. Ein bekannter Vertreter ist das Rifampicin, das als 
Inhibitor der RNA-Polymerase insbesondere gegen Mycobakterien eingesetzt wird (Kapitel 
1.2.2). Die Epothilone, eine neue Klasse der Zytostatika, werden im folgenden Kapitel vorge-
stellt, da sie aus Myxobakterien isoliert wurden, auch wenn es sich bei ihnen strukturell um 
16er-Makrolide handelt. 
1.2.2 Sekundärmetabolite der Myxobakterien  
Myxobakterien gehören zu den gramnegativen Proteobakterien und besitzen sehr große Ge-
nome. Die Art Sorangium cellulosum hat mit 12,2 Millionen Basenpaaren das größte aller 
bekannten Bakteriengenome (Pradella et al. 2002). Bei Nahrungsmangel können Myxobakte-
rien durch Chemotaxis zusammenströmen und Fruchtkörper ausbilden, die Myxosporen ent-
halten. In den letzten beiden Dekaden wuchs das Interesse an Myxobakterien, da man sie als 
vielfältige Produzenten von Naturstoffen mit Bioaktivität erkannte. Auch wenn Actinomyce-
ten bislang die ertragreichsten Produzenten an Sekundärmetaboliten sind, so sinken inzwi-
schen doch die Chancen aus dieser Klasse noch neue Leitstrukturen zu isolieren, da sie bereits 
sehr intensiv sowohl von universitären als auch industriellen Forschungsgruppen untersucht 
wurden (Gerth et al. 2003). Aus diesem Grunde wurde und wird den Naturstoffen aus Myxo-
bakterien eine wachsende Aufmerksamkeit zuteil. Die isolierten Verbindungen gehören zu 
den unterschiedlichsten Verbindungsklassen, wie z.B. Makrolactamen und -lactonen, Polye-
nen, Heterocyclen, Aromaten, Alkaloiden und Peptiden, sowie Kombinationen aus ihnen. Bis 
zum Jahr 2000 konnten 80 Sekundärmetabolit-Basisstrukturen mit 450 Varianten aus Myxo-
bakterien isoliert werden (Reichenbach 2001). Hierbei ist die Fähigkeit, einen bestimmten 
Strukturtyp zu produzieren, stammspezifisch und nicht auf eine bestimmte Art beschränkt. 
Unter den Myxobakterien besitzt der Genus Sorangium besondere Bedeutung, da ca. 90% der 
Isolate biologische Aktivität besitzen und knapp 50% aller neu entdeckten Naturstoffe der 
GBF Braunschweig (früher Gesellschaft für Biotechnologische Forschung, heute Helmholtz-
Zentrum für Infektionsforschung) aus Sorangium cellulosum-Kulturbrühe oder Zellen isoliert 
wurden. Hierbei produziert Sorangium typischerweise nicht einen einzigen Sekundärmetabo-
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liten, sondern häufig eine ganze Familie verwandter Strukturen. So konnte z.B. gezeigt wer-
den, dass S. cellulosum So ce 90 mehr als 30 verschiedene Epothilone produziert. Außerdem 
gibt es Sorangium-Stämme, die mehrere vollkommen unterschiedliche Sekundärmetabolite 
produzieren. So produziert z.B. S. cellulosum So ce 1525 Chivosazole (Irschik et al. 1995; 
Jansen et al. 1997), Disorazole (Irschik et al. 1995), Sorangicine (Irschik et al. 1987), So-
raphen, Sulfangolide (Höfle 1996), Sorangiolide (Irschik et al. 1995) sowie drei weitere noch 
unbekannte Verbindungen simultan (Gerth et al. 2003). Die gefundenen Sekundärmetabolite 
zeigen meist Bioaktivität gegen Pilze (54% der isolierten Verbindungen) oder Bakterien (29% 
der isolierten Verbindungen) und dies verdeutlicht den Wettbewerbsdruck im natürlichen my-
xobakteriellen Biotop. So konkurrieren Cellulose-Verwerter (z.B. Sorangium) mit holzzerstö-
renden Pilzen um ihr Substrat und setzen ihre Sekundärmetabolite ein, um sich einen Wett-
bewerbsvorteil zu verschaffen. Die isolierten neuen Verbindungen haben insgesamt große 
biotechnologische und ökonomische Relevanz und besitzen häufig ungewöhnliche oder sogar 
neue Reaktionsmechanismen.  
1.2.2.1 Epothilone,  Soraphen A und die Chivosazole 
Ein interessante Leitstruktur, die aus Sorangium cellulosum isoliert werden konnte, sind die 
Epothilone (Höfle et al. 1996). Es handelt sich um 16er Makrolide, die eine vergleichbare 
Wirkungsweise und auch Aktivität wie das Taxol besitzen und auch gegen Taxol-resistente 
Zelllinien aktiv sind (Tang et al. 2000). Gegen einige Tumorzelllinien war die Aktivität deut-
lich höher als die von Taxol und durch die Möglichkeit der Kultivierung von Sorangium cel-
lulosum ist die Zugänglichkeit nahezu unbegrenzt. Die Wirkung beruht wie auch bei Taxol 
auf der Bindung an α,β-Tubulin und damit der Induktion der Polymerisation, wodurch die 
Mikrotubili stabilisiert werden, so dass sich keine funktionalen Mitosespindeln mehr bilden 
können (Nettles et al. 2004; Tang et al. 2000; Reichenbach 2001).    
Ein weiteres vom Myxobakterium Sorangium cellulosum produzierte Polyketid ist das ant-
fungizide Soraphen A (Zirkle et al. 2004; Bedorf et al. 1993). Dieses Polyketid ist besonders 
interessant aufgrund seiner Aktivität gegen phytopathogene Pilze z.B. Venturia inaequalis 
(apple scab disease), und seine Wirkung beruht auf der Inhibition der AcetylCoA-
Carboxylase (Gerth et al. 1994; Reichenbach 2001). Das Wirkungsspektrum ist sehr breit und 
durch Verbesserungen von Stamm und biotechnologischem Prozess konnte die Soraphen-
Ausbeute von 3 mg/L auf 1,5 g/L verbessert werden (Gerth et al. 2003). Die heterologe Pro-
duktion von Sorangium cellulosum konnte sogar in Streptomyces lividans verlagert werden, 
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das sich in Fermentationen besser handhaben lässt (Zirkle et al. 2004).  
Die Chivosazole wurden ebenfalls in Sorangium cellulosum So ce 12 entdeckt und es handelt 
sich um glykosylierte 31-zählige Makrolidringe, die ein Oxazol in ihrer Ringstruktur enthal-
ten (Abbildung 10).  
 
 
 
 
        
Abbildung 10: Das an Position 11 glykosylierte makrozyklische Polyketid Antibiotikum Chivosazol F 
ist zytotoxisch und fungizid. 
Bei den Zuckerstrukturen handelt es sich um 6-Desoxyhexosen (Derivate der Quinovose), die 
bei den verschiedenen Varianten an C-4 und C-2 teilweise Methoxyfunktionen besitzen. Die 
Chivosazole besitzen zytotoxische und fungizide Eigenschaften und zeigen im Vergleich zu 
den strukturell ähnlichen Sorangicinen im glykosylierten Zustand starke Bioaktivität (Jansen 
et al. 1997). Die Sorangicine werden im Folgenden ausführlicher behandelt. 
1.2.2.2 Sorangicin 
Im Rahmen eines Screeningprogrammes zur Isolierung und Strukturaufklärung biologisch 
aktiver Sekundärmetabolite von Mikroorganismen konnte aus dem Kulturüberstand des My-
xobakteriums Sorangium cellulosum So ce 12 das Makrolid Polyether Antibiotikum Sorangi-
cin isoliert werden. Der Produktionsorganismus konnte 1978 aus einer Bodenprobe aus Xca-
ret, Mexiko isoliert werden. Es konnten zwei strukturelle Varianten, Sorangicin A und B 
(Abbildung 11) sowie deren Glucoside Sorangiosid A und B isoliert werden (Jansen et al. 
1985; Irschik et al. 1987; Jansen et al. 1989). Die Glucosylierung erfolgte bei allen bisher 
entdeckten Sorangiosiden in der β-Konfiguration an Position 21 (Abbildung 11).    
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Abbildung 11: Sorangicin A und B sind Makrolid Polyether Antibiotika, die an Position 21 glykosyliert 
werden können. 
Sorangicin A ist ein hochaktives Antibiotikum mit einer minimalen Hemmkonzentration 
(MHK) von 2-30 μg/mL gegen gramnegative und 0,004-0,1 μg/mL gegen grampositive Bak-
terien. Sorangicin B zeigt sogar noch höhere antibiotische Aktivität und besitzt außerdem 
noch eine antivirale Wirkung, z.B. gegen Hepatitis B-Viren (Galle und Theilmann 1990). Die 
glucosylierten Sorangicine zeigen hingegen nur eine geringe antibiotische Wirkung (Irschik et 
al. 1987). In vitro hemmt Sorangicin außerdem verschiedene Tumorzelllinien (IC50 = 15-25 
μg/mL), die reverse Transkriptase des „Maloney murine Leukemia Virus“ (IC50 = 7 μg/mL) 
und transplantierte humane Lungenkrebszelllinien in Mäusen (10 mg/kg b.i.d.) (Jansen et al. 
1989). Selbst in hoher Dosierung (z.B. 0,3 g/kg Maus) konnte in Tierversuchen bisher keine 
akute Toxizität von Sorangicin A beobachtet werden. Sorangicin wirkt bakterizid bei 2-4 fa-
cher Konzentration der MHK und die Wirkung beruht auf der Inhibition der eubakteriellen 
DNA-abhängigen RNA-Polymerase. Der Start der RNA-Synthese wird damit wirkungsvoll 
durch Sorangicin verhindert. Interessanterweise reagieren mehrere Myxobakterien inklusive 
S. cellulosum (obwohl gramnegativ) sehr sensibel auf Sorangicin A, wobei der Produzenten-
stamm selbst erst bei sehr hohen Konzentrationen (50 μg/mL) beeinflusst wird (Irschik et al. 
1987). Die Bioaktivität von Sorangicin ist vergleichbar mit der des Ansamycin-Antibiotikums 
Rifampicin, obwohl weder strukturelle noch chemische Gemeinsamkeiten vorhanden sind. 
Rifampicin wird als halbsynthetisches Antibiotikum aus Amycolatopsis mediterranei gewon-
nen und als RNA-Polymerase-Inhibitor besonders zur Behandlung von Mycobakterien (Tu-
berkulose und Lepra) verwendet. Auch bei der Therapie von Methicillin-resistenten Staphy-
lokokken wird es angewandt. Trotz aller strukturellen Unterschiede zwischen Sorangicin und 
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Rifampicin binden beide an die gleiche RNA-Polymerase-β-Untereinheit-Tasche (Xu et al. 
2005) und inhibieren die Transkription durch Blockierung des sich verlängernden Transkrip-
tes (Campbell et al. 2005). Genetische Analysen zeigten, dass die Bindung des Rifampicin 
sehr sensibel gegenüber Mutationen der Bindungstasche ist, was das rasche Auftreten von 
Resistenzen bei der Monotherapie erklärt, während die Sorangicin-Bindung deutlich weniger 
empfindlich ist (Campbell et al. 2005). Es wird vermutet, dass die Flexibilität der Sorangicin 
Konformation auch die Anpassung an eine veränderte Bindungstasche ermöglicht, was bei der 
starren Konformation des Rifampicin nicht möglich ist. Die Verwendung der gleichen Bin-
dungstasche führt allerdings auch zu Kreuzresistenzen zwischen Sorangicin und Rifampicin, 
wobei alle Sorangicin-resistenten Stämme eine Rifampicin-Resistenz zeigten, während umge-
kehrt 50% der Rifampicin resistenten Stämme keine Resistenz gegenüber Sorangicin zeigten 
(Rommele et al. 1990). Gerade die flexible Konformation und/oder Repositionie-
rung/Reorientierung eines Inhibitors in seiner Bindungstasche sind kritische Voraussetzungen 
für die Potenz gegen eine Vielzahl von resistenten Mutanten, wie es kürzlich für reverse-
Trankriptase-Inhibitoren gegen wirkstoffresistente HIV-1-Varianten gezeigt werden konnte 
(Das et al. 2004). Die konformative Flexibilität der Antibiotika-Bindung am Wirkort ist von 
Bedeutung für das wachsende Problem der Antibiotikaresistenzen und zeigt eine Überlegen-
heit von Sorangicin A gegenüber Rifampicin. Die Sorangicine sind damit gute Kandidaten für 
eine mögliche klinische Anwendung. 
1.2.3 Antibiotikaresistenzen 
In der Mitte des letzten Jahrhunderts wurde das Kapitel der Infektionskrankheiten als abge-
schlossen betrachtet. Viele Antibiotika-Klassen waren aus Bodenbakterien (Actinomyceten 
etc.) isoliert worden und viele Infektionen gut therapierbar. Im vergangenen Jahrzehnt hinge-
gen waren insbesondere der Methicillin-resistente Staphylococcus aureus (MRSA), der Van-
comycin-resistente Enterokokkus faecalis (VRE), der multiresistente Streptokokkus pneumo-
niae, der Mycobakterium tuberculosis-Stamm sowie der multiresistente Pseudomonas aerugi-
nosa kaum mehr therapierbar (Neu 1992; Shlaes et al. 1997; Sievert 2002). Auch die Ent-
wicklung der mit 3,5 Millionen Toten jährlich weltweit tödlichsten Infektionskrankheit, der 
Lungenentzündung, hat mit bis zu 70% resistenten Pathogenen ein bedrohliches Ausmaß er-
reicht. Zudem zeigt das Reserveantibiotikum Vancomycin Schwächen, indem es mehrfach bei 
der Therapie von MRSA-Stämmen scheiterte (Sievert 2002).   
Die Antibiotikaresistenz allgemein kann in natürliche und erworbene Resistenz unterteilt 
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werden. Antibiotika werden vielfach von Bakterien gebildet, um sich gegen konkurrierende 
Arten einen Selektionsvorteil zu verschaffen. Gleichzeitig besitzen die Antibiotikaproduzen-
ten aber auch Resistenzgene, um sich vor den eigenen Stoffwechselprodukten zu schützen. So 
schützen Actinomycten ihre eigene ribosomale rRNA durch Methylierung bestimmter Nukelo-
tide vor den eigenen am bakteriellen Ribosom bindenden Antibiotika (z.B. Avilamycin) 
(Treede et al. 2003). Andere Bakterienarten im Lebensraum des Antibiotikaproduzenten ent-
wickelten ebenfalls Resistenzen, um sich einen Selektionsvorteil in einer für andere Bakterien 
tödlichen Umgebung zu verschaffen. Durch zufällige Mutationen können ebenfalls resistente 
Erreger entstehen, indem z.B. eine einfache Mutation in gyrA (Gyrase) ausreicht, um Resis-
tenz gegen Fluorchinolone zu erlangen (Shlaes et al. 1997). Allerdings führen diese geringen 
Mutationen (low-level) im Allgemeinen nur zu einer geringen Resistenzzunahme. Die bereits 
erwähnten hochresistenten Stämme hingegen enthalten Mutationen in mehreren Zielstruktu-
ren. Der MRSA zeichnet sich im Allgemeinen nicht nur durch eine Methicillin-Resistenz, 
sondern auch durch Resistenz gegen Tetrazykline und Aminoglykoside aus (Simon und Stille 
2000) und kann darüber hinaus auch schneller weitere Resistenzen entwickeln (z.B. gegen 
Ciprofloxacin) als ein Staphylococcus aureus ohne Methicillin-Resistenz (Coronado et al. 
1995).   
Infolge des mit breitem therapeutischen Einsatz von Antibiotika einhergehenden Selektions-
drucks haben sich Resistenzgene durch Mutationen des Bakteriengenoms oder durch extrach-
romosale Übertragung in großem Maße auch auf pathogene Erreger ausgebreitet (Heisig 
2004). Den engen Zusammenhang zwischen Antibiotikagebrauch und Resistenzentwicklung 
zeigt sich auch darin, dass resistente Erreger in Krankenhäusern und hier besonders in den 
Abteilungen mit hohem Antibiotikaverbrauch gehäuft auftreten (McGowan 1983). Ein weite-
res Anzeichen ist die Makrolidresistenz von Pneumokokken in Europa (Abbildung 12), wo 
insbesondere Italien, Frankreich und Ungarn durch sehr starken Makrolidgebrauch nun ein 
ernstes Resistenzproblem in der heimischen Pneumokokkenpopulation haben. Häufig trägt 
auch die Unterdosierung der Antibiotika zu einer Resistenzentwicklung bei, da in einem Kon-
zentrationsbereich unterhalb der MHK, aber oberhalb eines Grenzwertes, der keinen Stress 
auf das Bakterium ausübt, die Mutationsrate stark erhöht ist (Baquero 1999). Wenn dann ver-
schiedene „low level“ Mutationen auftreten, die durch horizontalen Gentransfer Resistenzge-
ne austauschen, können hochresistente Keime entstehen, die auch durch hohe Antibiotikakon-
zentrationen nicht mehr therapierbar sind (Martinez und Baquero 2000). 
1 Einleitung  19 
0
10
20
30
40
50
60
M
ak
ro
lid
re
si
st
en
z 
[%
]
1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12
Auf molekularere Ebene basiert die Resistenz meist auf erhöhter Aktivität von Enzymen, die  
Abbildung 12: Die Makrolidresistenz von Pneumokokken in verschiedenen europäischen Ländern (Grafik modi-
fiziert nach Initiative Zündstoff Antibiotika Resistenz, mit CH: Schweiz, GB: Großbritannien, Ö:Österreich, D: 
Deutschland, P: Portugal, PSK: Polen, IR: Irland, E: Spanien, B: Belgien, I: Italien, HU: Ungarn, F: Frankreich). 
das Antibiotikum deaktivieren, auf Veränderungen der Membranfunktion oder auf Verände-
rung der Zielstruktur. Resistenz aufgrund von erhöhter Aktivität inaktivierender Enzyme 
spielt insbesondere bei der beschleunigten Hydrolyse der β-Lactamstruktur z.B. von Benzyl-
penicillin oder durch das Blockieren funktioneller Gruppen von Antibiotika durch Acylie-
rung, Acetylierung oder Phosphorylierung eine Rolle. Die Resistenz durch Veränderung der 
Membranfunktion tritt ebenfalls häufig auf. Hierbei wird insbesondere der Efflux, der Aus-
strom von Stoffen aus der Zelle, erhöht. Der Mechanismus beruht auf einem erhöhten Einbau 
von ATP-abhängigen „multidrug efflux pumps“ in die Zellmembran, wodurch das Antibioti-
kum direkt wieder aus der Bakterienzelle ausgeschleust wird, ohne Schaden anrichten zu 
können. Die Resistenz durch Veränderung des Targets spielt ebenfalls eine große Rolle. 
Durch Veränderung des Zielmoleküls wird die Bindung des Antibiotikums unmöglich ge-
macht, so dass keinerlei Bioaktivität mehr möglich ist. Diese Antibiotikainaktivierung ge-
schieht meist durch Hydrolyse, Gruppentransfer oder Redoxmechanismen, wobei die Hydro-
lyse besondere klinische Bedeutung für die β-Lactam Antibiotika hat. Resistenz aufgrund von 
           CH     GB      Ö       D       P     PSK    IR       E       B        I       HU      F 
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Gruppentransfer besitzt im Gegensatz dazu die höchste Diversität, da die Modifizierung durch 
Acyltransfer, Phosphorylierung, Glykosylierung, Nukleotidylierung, Ribosylierung und Thi-
ol-Transfer stattfinden kann (Wright 2005). Ein typischer Vertreter der Resistenz durch Grup-
pentransfer tritt beim Reserveantibiotikum Vancomycin auf (Abbildung 5). Vancomycin 
wirkt antibiotisch, da es bei Prokaryonten die Quervernetzung der Zellwandbestandteile ver-
hindert, indem es über Wasserstoffbrückenbindung an den terminalen D-Ala-D-Ala-Rest der 
Zellwandbestandteile bindet und so die Zellwandbiosynthese unterbricht. Das resistente Bak-
terium ändert die terminale Struktur bei der Zellwandbiosynthese in D-Ala-D-Lactat und durch 
diese Änderung geht eine Wasserstoffbrückenbindung der Vancomycin-Bindung verloren. 
Die Bindung des Vancomycin an das Pentapeptid der Zellwandbestandteile ist jetzt tausend-
fach schwächer und kann damit keine bakterizide Wirkung mehr entfalten. Ein ähnlicher Re-
sistenzmechanismus ändert die terminale Struktur der Zellwandsynthese in D-Ala-D-Ser, wo-
bei nur eine 6-fach schwächere (low level) Resistenz gegenüber Vancomycin erreicht wird 
(Reynolds und Courvalin 2005). Besonders in Form der Vancomycin-resistenten Enterokok-
ken (VRE) erreichte damit das Resistenzproblem auch das Reserveantibiotikum Vancomycin 
(Arthur et al. 1993). Daher sind die Einführung einer neuen Antibiotika-Klasse, wie die Oxa-
zolidinone, oder die Entdeckung des Platensimycin (Wang et al. 2006) bedeutende Schritte in 
die richtige Richtung, denn bei beiden Antibiotika gibt es (noch) keine solchen Resistenzen 
aufgrund der neuen Wirkmechanismen. Auch die Modifikation der Makrolide zu den Ketoli-
den führte zu antibiotischen Verbindungen mit einer hohen Stabilität gegenüber bekannten 
Resistenzmechanismen (Heisig 2004). Aufgrund der schnellen Anpassung der Erreger an den 
jeweiligen Selektionsdruck gibt es einen stetig wachsenden Bedarf an neuen Antibiotika mit 
höherer Aktivität gegenüber resistenten Erregern. Gleichzeitig sinkt aber weltweit die Bereit-
schaft in der Pharmaindustrie Antibiotika zu entwickeln, da die Entwicklung neuer Antibioti-
ka-Klassen schwierig und damit extrem kostenintensiv ist. Darüber hinaus ist eine Antibioti-
kabehandlung nach mehrtägiger Therapie beendet, wohingegen Dauerpräparate wie 
Blutdrucksenker oder die Diabetesbehandlung (Insulin) über lange Zeiträume eingenommen 
bzw. durchgeführt werden müssen, was aus ökonomischer Sicht für die Pharmaindustrie von 
größerem Interesse ist (Albrecht 2006). Trotzdem gibt es weiterhin aufgrund der bedrohlichen 
Resistenzentwicklung einiger zuvor beschriebener Organismen ein großes Interesse an neuen 
Antibiotika und an neuen Techniken zu deren Entdeckung (Walsh 2000; Coates et al. 2002). 
In den folgenden Kapiteln wird der Beitrag der kombinatorischen Biosynthese und insbeson-
dere der kombinatorischen Biokatalyse zur Entwicklung neuer Leitstrukturen beschrieben.  
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1.3 Neue glykosylierte Naturstoffe durch Kombinatorische Bio-
synthese und Kombinatorische Biokatalyse 
1.3.1 Synthese von dTDP-aktivierten Desoxyzuckern 
1.3.1.1 Bedeutung und Biosynthese von dTDP-aktivierten Desoxyzuckern 
Die D- und L-Desoxyhexosen sind Kohlenhydratverbindungen, die entscheidende biologische 
Funktionen in Tieren, Pflanzen und Mikroorganismen vermitteln (Hanessian 1966; Williams 
und Wander 1980). Um diese Glykokonjugate zu synthetisieren werden Leloir Glykosyltrans-
ferasen benötigt, die den Transfer der Glykosyleinheit in Form eines Nukleosid-mono- oder -
diphosphat-aktivierten Monosaccharids auf ein Akzeptorsubstrat (Protein, Lipid, Aglykon 
oder Saccharid) katalysieren. Einen Überblick über die Biosynthesewege, die chemischen und 
biokatalytischen Synthesen geben Rupprath, Schumacher und Elling (Rupprath et al. 2005). 
Die Gene der Biosyntheseenzyme für die Bildung von Sekundärmetaboliten sind in Clustern 
organisiert (Salah-Bey et al. 1998), allerdings geschieht die Biosynthese der nukleotidakti-
vierten Zucker getrennt von der Synthese des jeweiligen Aglykons. Mit über 70 Vertretern 
sind die Desoxyhexosen besonders verbreitet als Kohlenhydratbestandteile bei bioaktiven 
Verbindungen (Piepersberg 1994; Trefzer et al. 1999). Für die Synthese der Desoxyhexosen-
enthaltenden Glykokonjugate werden neben den Aglyka und den Glykosyltransferasen (1.3.2) 
auch nukleotidaktivierte Desoxyzucker (Nukleotidzucker) als Substrate benötigt. Primäre 
Nukleotidzucker entstehen in vivo durch Umwandlung eines Nukleosidtriphosphates und ei-
nes Zucker-1-phosphates mit einer NDP-Hexose-Pyrophosphorylase (Nukleotidylyltransfera-
se, EC 2.7.7) unter Freisetzung von Diphosphat (Pyrophosphat) (Ginsburg 1964). Alle weite-
ren enzymatischen Modifizierungen der primären Nukleotidzucker, wie. z.B. Desoxygenie-
rungen, Isomerisierungen, Methylierungen, Reduzierungen oder Aminierungen ergeben die 
sekundären Nukleotidzucker (Abbildung 13). Der Typ der Base hingegen (Uracil, Adenin, 
Thymidin, Cytosin) ist charakteristisch für den Organismus, in dem die Synthese der Nukleo-
tidzucker abläuft. Während UDP-aktivierte Zucker in Pflanzen, Hefezellen und Säugetieren, 
CDP-aktivierte in Bakterien und GDP-aktiverte Zucker ebenfalls in Säugetieren vorkommen, 
kommen dTDP-aktivierte Zucker in Bakterien vor und sind die Substrate der bakteriellen 
Glykosyltransferasen (Piepersberg 1994; Rupprath et al. 2005).  
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Abbildung 13: Biosynthese der primären und sekundären Nukleotiddesoxyzucker. Die Anzahl der Pfeile zwi-
schen zwei Zuckern entsprechen der Zahl an erforderlichen Enzymen für den Syntheseschritt {Kopp, 2007 
#2717}. 
Im Falle der dTDP-aktivierten Zucker erfolgt die Aktivierung von α-D-Glucose-1-phosphat 
mit dTTP zur dTDP-D-Glucose mithilfe der Pyrophosphorylase RmlA (Thymidylyltransfera-
se, EC 2.7.7.24) unter Abspaltung von Diphosphat (Pyrophosphat, PPi)(Abbildung 13). Das 
als Substrat benötigte Glucose-1-phosphat stammt aus dem Primärstoffwechsel des Organis-
mus (Piepersberg 1994). Die Pyrophosphorylase RmlA, deren Kristallstruktur mehrfach be-
stimmt wurde, arbeitet nach einem „ordered Bi-Bi“ Mechanismus (Blankenfeldt et al. 2000; 
Zuccotti et al. 2001; Lindquist et al. 1993; Barton et al. 2001). Von dem primären Nukleotid-
zucker dTDP-D-Glucose erfolgt die Umwandlung mit der dTDP-D-Glucose-4,6-Dehydratase 
RmlB (EC 4.2.1.46]) unter Wasserabspaltung zum zentralen Intermediat dTDP-6-Desoxy-4-
keto-D-glucose. Dieses ist der Verzweigungspunkt bei der Synthese aller weiteren sekundären 
Nukleotiddesoxyzucker. Mit einer weiteren 5- oder 3,5-Epimerase erfolgt der Übergang zu 
den 6-Desoxy-L-Hexosen (Abbildung 13). So wird z.B. die dTDP-β-L-Rhamnose mit einer 
3,5-Epimerase (RmlC) und einer 4-Ketoreductase (RmlD) synthetisiert (Abbildung 3). Alter-
nativ kann ausgehend von der dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose die Desoxygenierung an C-2 
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durchgeführt und damit der Zugang zu den Didesoxyzuckern (2,6-Didesoxy-D-Hexosen) ge-
schaffen werden (Abbildung 13). Weitere Desoxygenierungen an C-3 und C-4 erlauben dann 
den Zugang zu den Tridesoxyhexosen. Durch die Einführung weiterer funktioneller Gruppen 
z.B. durch Aminierung oder C-, N- oder O-Methylierung, kann eine außerordentliche Diversi-
tät an Zuckern erreicht werden (Abbildung 13) (Mendez und Salas 2001; Rupprath et al. 
2005).  
Durch Kombinatorische Biosynthese und Kombinatorische Biokatalyse wird versucht neue 
glykosylierte Naturstoffe herzustellen. Während bei der kombinatorischen Biosynthese die 
Gene für die Synthese von aktivierten Desoxyzuckern, die beteiligten Glykosyltransferasen 
oder die Synthese der Aglyka in vivo manipuliert, d.h. neu kombiniert werden, wird bei der 
kombinatorischen Biokatalyse diese Neukombination in vitro durchgeführt. Außerdem erlaubt 
die kombinatorische Biokatalyse die Synthese von NDP-aktivierten Desoxyzuckern. Mit bei-
den Kombinatorischen Methoden kann die Synthese neuer glykosylierter Naturstoffe erreicht 
werden. Allerdings müssen für diese Methoden bestimmte Voraussetzungen erfüllt sein, um 
sie erfolgversprechend anwenden zu können. Insbesondere die Biosynthesewege der NDP-
Desoxyzucker müssen charakterisiert und aufgeklärt sein (Tabelle 1). Nur mit dem Wissen 
über den Ablauf und die Reihenfolge der NDP-Zucker Biosynthese lässt sich diese bei der 
kombinatorische Biosynthese in vivo manipulieren (Kapitel 1.3.2) und sich bei der kombina-
torischen Biokatalyse in vitro rekonstituieren und kombinieren (Kapitel 1.3.4), wobei Tabelle 
1 anschaulich zeigt, wie gering das Wissen über die Biosynthesewege aufgrund von in vitro 
Daten ist. Die Biosynthesewege der komplexen aktivierten Desoxyzucker (Didesoxy- und 
Tridesoxyzucker) sind bislang nur in geringem Umfang charakterisiert. Die Stereochemie 
einiger enzymatischer Umsetzungen in den Desoxyzucker Biosynthesewegen konnte aufge-
klärt werden (He et al. 2000; Chen et al. 2000; Kirkpatrick et al. 2000; Chen et al. 2001; Zhao 
et al. 2001; Chen et al. 2002), aber häufig muss die genaue Reihenfolge der Biosynthese-
schritte, sowie die in vitro Kinetiken und das Substratspektrum der einzelnen Enzyme noch 
bestimmt werden (Rupprath et al. 2005). Gerade das Detailwissen über den genauen Ablauf 
der Biosynthese der verschiedenen aktivierten Desoxyzucker ist meist gering und beruht häu-
fig nur auf Datenbankvergleichen mit bereits charakterisierten Enzymen.  
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 Tabelle 1: Aufgeklärte dTDP-Zucker Biosynthesewege in vivo und in vitro, wobei in vitro immer 
auch die Expression und Aufreinigung von Enzymen und Charakterisierung von Produkten impliziert, 
während bei in vivo Methoden entweder nur Datenbankvergleiche oder Experimente zur kombinatori-
schen Biosynthese durchgeführt wurden. 
Biosynthecluster 
bzw. Herkunft 
dTDP-Zucker  
(Endprodukt) 
in vitro oder 
in vivo 
Literatur 
rfb-Cluster (Rml- 
Enzyme) aus dem 
LPS 
dTDP-L-Rhamnose in vitro (Reeves et al. 1996; Wang 
und Gabriel 1969; Marumo 
et al. 1992) 
Serotypspezifisches 
Polysaccharid Anti- 
gen 
dTDP-D-Fucose in vitro (Yoshida et al. 1999) 
Zellwandbestandteil 
einiger Prokaryonten 
dTDP-L-Pneumose in vitro (Nakano et al. 1999) 
Avilamycin dTDP-D-Olivose in vivo (Weitnauer et al. 2001) 
Chloroeremomycin dTDP-L-
Epivancosamin 
in vitro (Chen et al. 2000) 
Daunorubicin dTDP-L-Daunosamin in vivo (Otten et al. 1997; Madduri 
und Hutchinson 1995) 
Erythromycin dTDP-L-Mycarose* 
dTDP-D-Desosamin* 
in vivo (Gaisser et al. 1997; Sum-
mers et al. 1997;  Gaisser 
et al. 1998; Chen et al. 
2002; Chen et al. 2001) 
Granaticin dTDP-D-Olivose* 
dTDP-L-Rhodinose 
in vivo (Dräger et al. 1999) 
Landomycin dTDP-D-Olivose 
dTDP-L-Rhodinose 
in vivo (Bechthold und Rohr 1999) 
Lincomycin A dTDP-D-Methylthio-
lincosaminid 
in vivo  (Peschke et al. 1995) 
Midecamycin dTDP-D-Mycaminose in vivo (Cong 2000) 
Oleandomycin dTDP-L-Oleandrose 
dTDP-D-Desosamin 
in vivo (Olano et al. 1998)  
Pikromycin /  
Methymicin 
dTDP-D-Desosamin* in vivo (Chen et al. 2002) 
Mithramycin dTDP-D-Olivose* 
dTDP-D-Oliose 
dTDP-D- Mycarose 
in vivo (Lombo et al. 1997) 
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Biosynthecluster 
 
dTDP-Zucker  
(Endprodukt) 
in vitro oder 
in vivo 
Literatur 
Spinosyn A/D dTDP-D-Forosamin* in vivo (Gaisser et al. 2002; Zhao 
et al. 2005) 
Tylosin dTDP-D-Mycaminose 
dTDP-L-Mycarose 
dTDP-D-Mycinose+ 
in vitro (Gandecha et al. 1997 ;  
Takahashi et al. 2005 ;  
Chen et al. 2002 ; Melan-
con et al. 2005 ; Takahashi 
et al. 2006) 
Urdamycin A dTDP-D-Olivose 
dTDP-L-Rhodinose 
in vivo (Hoffmeister et al. 2000; 
Hoffmeister et al. 2003) 
*teilweise in vitro charakterisiert +nicht in vitro charakterisiert 
 
Aus diesem Grund kommt der Synthese von NDP-Desoxyzuckern eine besondere Bedeutung 
zu, da sie für die Charakterisierung der Enzyme aus Biosynthesewegen benötigt werden. Dar-
über hinaus werden die NDP-aktivierten Zucker auch für die die in vitro Synthese glykosy-
lierter Naturstoffe benötigt. Aufgrund der Bedeutung der dTDP-aktivierten Desoxyzucker für 
die beiden kombinatorischen Methoden werden im folgenden Kapitel die chemischen und 
enzymatischen Synthesen der dTDP-aktivierten Desoxyzucker genauer geschildert.  
1.3.1.2 Chemische Synthese der dTDP-aktivierten Desoxyzucker 
Für die chemische Synthese der nukleotidaktivierten Desoxyzucker konnten verschiedene 
Synthesestrategien entwickelt werden, die sich insbesondere im entscheidenden Aktivierungs-
schritt unterscheiden. Bei der von Moffat und Khorana entwickelten Methode wird dTMP-
Morpholidat mit einem Glykosylphosphat zu einem dTDP-aktivierten Zucker gekoppelt (Ab-
bildung 14) (Moffat und Khorana 1959; Moffat und Khorana 1961; Moffat 1966). Bei der 
Gesamtausbeute der Reaktion werden 30% meist nicht überschritten. Die Moffat-Methode ist 
allerdings unbeliebt aufgrund der anspruchsvollen Gesamtsynthese, dem trägen Morpholidat-
Reagenz, welches zu überlangen Reaktionszeiten neigt, den geringen Ausbeuten durch die 
Bildung der Diphosphatbrücke und der darauf folgenden aufwändigen Reinigung des ge-
wünschten dTDP-aktivierten Zuckers von einer großen Zahl polarer Nebenprodukte, die sich  
nur schlecht abtrennen lassen. Die Moffat Methode wurde durch Wittmann und Wong verbes-
sert, indem 1H-Tetrazol als Lösungsmittel verwendet wurde  (Baisch und Ohrlein 1997),  
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Abbildung 14: Chemische Synthese der dTDP-aktivierten Zucker durch Kopplung mit dTMP-Morpholidat 
(A,Moffat, Moffat und Khorana 1959; Moffat und Khorana 1961; Moffat 1966), durch Kopplung mit dTMP-
Imidazolid (B, Cramer, Cramer et al. 1961; Cramer et al. 1962) oder nach Arlt und Hindsgaul (C, Arlt und 
Hindsgaul 1995).  
 
welches als Säure und als nukleophiler Katalysator bei der Bildung der Diphosphatbrücke 
fungiert (Wittmann und Wong 1997). Damit verkürzte sich die Reaktionszeit von 5 Tagen auf 
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1-2 Tage und die Ausbeute der Kopplung steigt auf 76-91% anstelle von <70%. Die zweite 
Methode für die Synthese von dTDP-aktivierten Desoxyzuckern wurde von Cramer entwi-
ckelt und basiert auf der Kopplung eines hochreaktiven dTMP-Imidazolid mit einem Glyko-
syl-phosphat (Abbildung 14). Die Ausbeuten sind hoch und reproduzierbar zwischen 50-90%. 
Das dTMP-Imidazolid wird durch die Reaktion des Triethylammoniumsalzes des dTMP mit 
1,1´-Carbonyldiimidazol (CDI) gebildet (Cramer et al. 1961; Cramer et al. 1962). Eine dritte 
Methode (nach Arlt-Hindsgaul) beruht auf dem Ersetzen einer anomeren Abgangsgruppe mit 
einem Nukleosiddiphosphat durch die direkte Reaktion zwischen einem Per-O-
Benzylglucopyranosylbromid mit dem Tetrabutylammoniumsalz von NDP (Abbildung 14). 
Allerdings sind die Ausbeuten bei dieser direkten Kopplung niedrig (10-30%) und die α/β-
Verhältnisse variieren je nach Reaktionsbedingungen zwischen 1:1 und 3:1 (Arlt und Hinds-
gaul 1995). Ein Vergleich der chemischen Methoden bei der Synthese eines dTDP-aktivierten 
Zuckers (dTDP-β-L-Rhamnose) ergab, dass die Cramer-Methode die besten Ausbeuten ergibt 
(71,9%), während die nach Wittman-Wong verbesserte Moffat-Methode leicht zurückbleibt 
(67,7%). Die Methode nach Arlt-Hindsgaul ist abgeschlagen mit einer Ausbeute von nur 
18,3% (Zhao und Thorson 1998). Alle 3 beschriebenen Methoden wurden nur in ihrem ent-
scheidenden Schritt, der Aktivierung, verglichen. Vor der Aktivierung sind noch weitere (je 
nach Komplexität des zu synthetisierenden Zuckers bis zu 15) Syntheseschritte notwendig. 
Damit sinkt dann die Gesamtausbeute bei komplexen Zuckern sehr stark ab. So konnte z.B. 
die dTDP-aktivierte Tridesoxyhexose dTDP-3-Amino-3,4,6-tridesoxy-D-glucose mit nur 
1,1% Gesamtausbeute in 10 Schritten unter Verwendung der verbesserten Moffat-Methode 
hergestellt werden (Chang und Liu 2002). Die dTDP-Didesoxyhexose dTDP-3-Amino-3,6-
didesoxyhexose-D-glucose konnte in 13 Schritten, ebenfalls nach der verbesserten Moffat-
Methode, nur mit einer Gesamtausbeute von 4,7% erhalten werden (Chen et al. 1998). Trotz-
dem hat die chemische Synthese der dTDP-aktivierten Zucker ihre Daseinsberechtigung, da 
sie oftmals den einzigen Zugang zu den komplexen sekundären dTDP-aktivierten Desoxyzu-
ckern darstellt (1.3.1.3). Eine Übersicht über alle bisher chemisch synthetisierten dTDP-
aktivierten Desoxyzucker sowie die Methode, die Ausbeute und die Reaktionsschritte geben 
Rupprath, Schumacher und Elling (Rupprath et al. 2005). 
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1.3.1.3 Enzymatische Synthesen der dTDP-aktivierten Desoxyzucker 
Die enzymatische Synthese der nukleotidaktivierten Desoxyzucker besitzt im Allgemeinen 
einige Vorteile gegenüber der chemischen Synthese. Dies sind insbesondere die Synthese mit 
ungeschützten Zuckern (keine Schutzgruppenchemie) in wässriger Lösung und die Möglich-
keit mehrere katalytische Schritte in einer einzigen Eintopfsynthese durchzuführen. Außer-
dem können die dTDP-aktivierten L-Zucker oder sogar dTDP-aktivierte Azido-Zucker herge-
stellt werden, die aufgrund der Inkompatibilität der Azido-Gruppe mit Standard-
Phosphorylierungstechniken nur sehr schwer chemisch herzustellen sind.  
Für die enzymatische Synthese der primären nukleotidaktivierten Hexosen aus α-D-Glucose-
1-phosphat und Nukleosidtriphosphat (NTP) wurden häufig die bereits erwähnten NDP-
Hexose-Pyrophosphorylasen verwendet (Melo und Glaser 1965; Lindquist et al. 1993; Barton 
et al. 2001; Graninger et al. 2002). Die sehr gut charakterisierte und kristallisierte Py-
rophosphorylase RmlA gehört zum Biosyntheseweg der dTDP-β-L-Rhamnose in Enterobac-
teriaceae (Abbildung 3) (Reeves et al. 1996). Der RmlA-Wildtyp und durch rationale Verbes-
serung des aktiven Zentrums hergestellte RmlA-Mutanten („Active site engineering“) wurden 
auch bereits zur Synthese von dTDP-aktivierten Desoxyhexosen und -Pentosen eingesetzt 
(Barton et al. 2001; Barton et al. 2002; Thorson et al. 2004; Jiang et al. 2000; Jiang et al. 
2001; Rupprath et al. 2005). Eine weitere gut charakterisierte Pyrophosphorylase ist die GDP-
D-Mannose-Guadinylyltransferase aus Salmonella enterica B (Elling et al. 1996).   
In einer alternativen Syntheseroute wird das Pflanzenenzym Saccharose Synthase (Sucrose 
Synthase, SuSy, EC 2.4.1.13) zur Synthese von nukleotidaktivierten Zuckern aus Saccharose 
und Nukleosiddiphosphat (NDP) verwendet (Elling 1997; Elling 1999). Unter den Leloir-
Glykosyltransferasen ist SuSy einzigartig, da sie in vitro sowohl die Spaltung als auch die 
Synthese von Saccharose synthetisiert (Römer et al. 2003; Römer et al. 2004). Die Bereitstel-
lung von aktivierter Glucose ist in der Pflanze wichtig für die Biosynthese von Stärke (Avigad 
1982) und sekundären Nukleotidzuckern wie UDP-D-Glucuronsäure, UDP-L-Arabinose und 
UDP-D-Xylose (Feingold 1982). Die Syntheserichtung kann durch den pH-Wert bestimmt 
werden, da bei pH-Werten von 6-7 bevorzugt die Spaltung und bei pH-Werten von 7-8 bevor-
zugt die Synthese der Saccharose abläuft (Abbildung 15). Die Reversibilität wird durch die 
vergleichbare Größenordnung der freien Standardenthalpien von UDP-D-Glucose (ΔG0Sacc = -
31,8 kJ mol-1) und Saccharose (ΔG0UDP-Glc= -29,3 kJ mol-1) ermöglicht (Grothus 1993). SuSy 
aus Reis und rekombinante SuSy1 aus Kartoffel wurden für die Synthese von 5 verschiedenen 
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NDP-aktivierten Glucosen verwendet (Elling et al. 1995; Zervosen und Elling 1999; Römer et 
al. 2004). 
Abbildung 15: Saccharose Synthase (SuSy) katalysiert die Spaltung und Synthese von Saccharose (je nach pH) 
und hat außerdem ein breites Substratspektrum für NDPs in der dargestellten Präferenz (Elling et al. 1995; 
Zervosen und Elling 1999; Römer et al. 2004). 
Diese Substratflexibilität macht SuSy den Pyrophosphorylasen überlegen. Mit einer kontinu-
ierlichen Synthese konnte dTDP-D-Glucose als erster Nukleotidzucker ausgehend von Sac-
charose und dTDP in einem Enzym-Membran-Reaktor produziert werden (Raumzeit-
Ausbeute: 98 g L-1 d-1) (Zervosen et al. 1994). Durch Kombination von SuSy mit NMP-
Kinasen konnte die Synthese von NDP-α-D-Glucose ausgehend von den preiswerten Substra-
ten Nukleosidmonophosphaten und Saccharose durchgeführt werden (Elling et al. 1995, Zer-
vosen und Elling 1999, Zervosen et al. 1996). Dies ist ein Vorteil gegenüber den kosteninten-
siven Glucose-1-phosphaten und Nukleosidtriphosphaten, die die Pyrophosphorylasen benöti-
gen (Oh et al. 2003). Die Komplexität der dTDP-Desoxyzucker beruht, wie bereits angedeu-
tet, auf der Desoxygenierung der Hexose und der Einführung weiterer Modifikation wie z.B.: 
Amino-, Acetyl-, N-Methyl, O-Methyl oder C-Methyl Gruppen. Hierbei kommt der dTDP-
Glucose-4,6-Dehydratase RmlB eine zentrale Bedeutung zu, da mit diesem Enzym aus dem 
primären Nukleotidzucker dTDP-D-Glucose das zentrale Intermediat dTDP-6-Desoxy-4-keto-
D-glucose in vitro synthetisiert werden konnte (Abbildung 13). Die Umsetzung wurde bereits 
mehrfach enzymatisch (in vitro) durchgeführt, wobei zwischen 26 und 960 mg dTDP-6-
Desoxy-4-keto-D-glucose synthetisiert wurden (Naundorf und Klaffke 1996; Wang und Gab-
riel 1969; Marumo et al. 1992; Oh et al. 2003). Die größte präparative Synthese der dTDP-6-
Desoxy-4-keto-D-glucose konnte durch die Kombination von SuSy mit rekombinantem RmlB 
erreicht werden, wobei in einem Fed-Batch Reaktor bei einer Gesamtausbeute von 73% 1033 
mg dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose mit einer Raum-Zeit-Ausbeute von 133 g L-1 d-1 herge-
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stellt wurde (Stein et al. 1998). Durch Kombination von SuSy und RmlB mit der dTMP-
Kinase konnte die Synthese ausgehend von Saccharose und dem deutlich preiswerteren dTMP 
anstelle von dTDP durchgeführt werden (Abbildung 16). Durch diesen ökonomischen Zugang 
zum zentralen Intermediat dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose konnten bisher 184 mg mit ei-
ner Gesamtausbeute von 73% hergestellt werden (Elling et al. 2005).  
Abbildung 16: Synthese der dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose aus dTMP und Saccharose mit den Enzymen 
dTMP-Kinase, SuSy und RmlB sowie dem Hilfsenzym Pyruvat Kinase PK (Elling et al. 2005). 
Ausgehend vom zentralen Intermediat dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose konnten nun Syn-
thesen komplexerer dTDP-aktivierter Desoxyzucker durchgeführt werden. In 
Abbildung 17 sind nur einige Desoxyzucker aufgeführt, die aus der dTDP-6-Desoxy-4-keto-
D-glucose synthetisiert werden können und enzymatisch (in vitro) teilweise schon produziert 
wurden (Tabelle 1). Die enzymatische Synthese der komplexen Di- und Tridesoxyhexosen 
wird insbesondere durch bei der heterologen Expression auftretende „inclusion bodies“ be-
hindert (Rupprath et al. 2005). Aufgrund der schlechten Löslichkeit der Biosyntheseenzyme 
waren bisher nicht alle Endprodukte der Biosynthesewege durch enzymatische Synthese zu-
gänglich (Tabelle 1). Dies führte, trotz ihrer Nachteile, zumindest teilweise zur Verwendung 
der chemischen Synthese von komplexen dTDP-aktivierten Desoxyzuckern (1.3.1.2), da ein 
Zugang essentiell war, um die Biosyntheseweg-enzyme oder Glykosyltransferasen zu charak-
terisieren.  
Ein anderer Weg zu sekundären dTDP-aktivierten Desoxyzuckern beruht auf der Ausnutzung 
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des breiten Substratspektrums der Rml Enzyme aus Salmonella enterica (Abbildung 3).  
Hierbei wurde dTDP-β-L-Olivose ausgehend von Glucose-6-phosphat und dTTP synthetisiert 
(Abbildung 18, Amann et al. 2001). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 17: Die Biosynthesewege einiger dTDP-aktivierter Desoxyzucker ausgehend vom zentralen Interme-
diat mit den folgenden Enzymen: 2,3-Dehydratase (i) , 3-Ketoreduktase (ii), 3,5-Epimerase (iii), 4-Ketoreduktase 
(iv), O-Methyltransferase (v), 4-Ketoreduktase (vi), 4-Ketoreduktase (vii), 3-Ketoreduktase (viii), 3-
Aminotransferase (ix), 3-Aminotransferase (x), C-Methyltransferase (xi), 5-Epimerase (xii), 4-Ketoreduktase 
(xiii), C-Methyltransferase (xiv), 5-Epimerase (xv), 4-Ketoreduktase (xvi), 3,5-Epimerase (xvii), and 4-
Ketoreduktase (xviii) (modifiziert nach (Elling et al. 1993; Rupprath et al. 2005)).  
Die Synthese wurde mit einer Drei-Schritt-Strategie durchgeführt, wobei im ersten Schritt 
mithilfe der repetitive-batch-Technik das kommerziell erhältliche 2-Desoxy-glucose-6-
phosphat mit der Phosphoglucomutase zum entsprechenden 1-Phosphat und weiter mit RmlA 
zur dTDP-2-Desoxy-D-glucose umgesetzt wurde. Aufgrund des auf der Substratseite liegen-
den Gleichgewichts der Phosphoglucomutase wurde ein Überschuss an 2-Desoxy-glucose-6-
phosphat eingesetzt. Zusätzlich wurde noch eine Pyrophosphatase eingesetzt, um die Inhibiti-
on durch das bei der RmlA Reaktion entstehende Diphosphat (Pyrophosphat) zu verhindern. 
In einer zweiten repetitive-batch-Synthese mit RmlB wurde die dTDP-2-Desoxy-D-glucose 
zur dTDP-2,6-Didesoxy-4-keto-D-glucose umgesetzt. In einem dritten Syntheseschritt wurde 
die dTDP-2,6-Didesoxy-4-keto-D-glucose mit RmlC und RmlD mit einer Gesamtausbeute 
von 46% (28,3 mg) zur dTDP-β-L-Olivose umgesetzt (Abbildung 18). Eine chemische Re-
duktion der dTDP-2,6-Didesoxy-4-keto-D-glucose hingegen ergab ein Epimerengemisch von 
4:1 von dTDP-D-Olivose und dTDP-D-Oliose (Amann et al. 2001).  
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Abbildung 18: Enzymatische Synthese der dTDP-β-L-Olivose mit Phosphoglucomutase, RmlA, RmlB, RmlC  
und RmlD (Amann et al. 2001, modifiziert nach Rupprath et al. 2005). 
In einem weiteren Ansatz wurde das Substratspektrum der Pyrophosphorylase RmlA durch 
„Active site engineering“ erweitert, indem Mutanten erschaffen wurden, die eine Vielzahl an  
verschiedenen Glucose-1-phosphaten akzeptierten und so direkt sekundäre Nukleotidzucker 
produzierten. Als Nachteil der Methode sind allerdings die notwendigen chemischen Synthe-
sen der verschiedenen Glucose-1-phosphate (Desoxy-, Didesoxy-, Tridesoxy-, Amino-, Me-
thyl- etc.) und insbesondere die Beschränkung der RmlA-Spezifität durch Erkennung der 4C1-
Konformation auf D-Zucker festzuhalten (Barton et al. 2001; Barton et al. 2002; Lu et al. 
2004). Die Verwendung einer enzymatischen Lösung zur Produktion der 1-Phosphate anstelle 
der aufwändigen chemischen Phosphorylierung von Zuckern erwies sich als schwierig. Selbst 
die durch gerichtete Evolution und „Active site engineering“ verbesserten Kinasen konnten 
nur wenige Zucker-1-phosphate produzieren, die von RmlA als Substrate akzeptiert wurden 
(Yang et al. 2005; Hoffmeister, Yang et al. 2003; Hoffmeister und Thorson 2004; Yang et al. 
2004). 
Insgesamt kann man sagen, dass sowohl die enzymatischen als auch die chemischen Synthe-
sen der dTDP-aktivierten Zucker ihre Vor- und Nachteile besitzen. Die rein chemischen Syn-
thesen bestehen aus zahlreichen Schritten, was zu geringen Gesamtausbeuten führt. Außer-
dem werden die Synthesen in organischen Lösungsmitteln durchgeführt und für jeden Zucker 
muss eine eigene individuelle Synthesestrategie entwickelt werden. Der Vorteil der chemi-
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schen Synthesen ist der Zugang zu seltenen dTDP-aktivierten Desoxyzuckern, die durch en-
zymatische Synthese noch nicht hergestellt werden können (Leimkuhler et al. 2005). Der Vor-
teil der enzymatischen Synthesen ist die Möglichkeit stereospezifische Synthesen mit weni-
gen Syntheseschritten in wässrigen Lösungen mit meist hohen Ausbeuten durchzuführen. 
Darüber hinaus sind auch modifizierte, nicht natürliche dTDP-aktivierte Desoxyzucker zu-
gänglich durch genetisches „Engineering“ zur Erhöhung der Substratspezifität der Enzyme. 
Aufgrund der Vorteile wurden die größten Synthesen an dTDP-aktivierten Zuckern bisher 
enzymatisch durchgeführt. Ein Nachteil der enzymatischen Synthesen ist sicherlich die Ver-
fügbarkeit an löslichen Enzymen, da bei heterologer Genexpression häufig nur „inclusion 
bodies“ oder nicht-aktive Enzyme exprimiert werden (Rupprath et al. 2005). Ein Nachteil 
sowohl der chemischen als auch der enzymatischen Synthesen ist die aufwendige Aufreini-
gung der aktivierten Zucker.  
1.3.2 Naturstoff-Glykosyltransferasen 
Die Sequenzierung von Antibiotika-Biosyntheseclustern führt zur Entdeckung immer neuer 
Glykosyltransferasegene. Aus Antibiotika-produzierenden Actinomyceten sind mehr als 50 
Glykosyltransferasegene bekannt, die in den Glykosyltransferase Clan GT-B und dort in Fa-
milie 1 der invertierenden („inverting“) Glykosyltransferasen gehören (http://afmb.cnrs-
mrs.fr/CAZY/index.htmL; CAZY Datenbank, Carbohydrate-Active Enzymes) (Campbell et 
al. 1998; Mendez und Salas 2001). Die Mitglieder dieser Familie besitzen alle eine „Zwei-
Domänenstruktur“ mit einem tiefen Einschnitt in der Mitte. Während die eine Domäne den 
aktivierten Zucker bindet, ist die andere Domäne für die Aglykon-Bindung verantwortlich 
(Coutinho et al. 2003). Gemeinsam ist den meisten Transferasen ein konserviertes glycinrei-
ches Motiv in der Nähe des C-Terminus, welches charakteristisch für UDP-Glucosyl- und 
UDP-Glucuronosyltransferasen ist. Ein direkter Ablösungs-Mechanismus ist für die invertie-
renden Glykosyltransferasen etabliert (Sinnott 1990), wobei nach kinetischen Studien und 
Kristallstrukturuntersuchungen der Beweis erbracht wurde, dass die Enzymreaktion nach ei-
nem ordered bi-bi Mechanismus abläuft. Hierbei beginnt die Reaktion zunächst mit der Me-
tallion- und Zuckernukleotidbindung, bevor die Konformationsänderung für die Akzeptorbin-
dung stattfindet (Ramakrishnan et al. 2002; Unligil und Rini 2000; Morrison und Ebner 
1971). Nachdem der Zuckerrest des Zuckernukleotids unter Inversion auf den Akzeptor über-
tragen ist, wird das glykosylierte Produkt abgestoßen. Das Loslösen des Nukleotids und des 
Metallions ist schließlich mit der Rückfaltung des Enzyms in den ursprünglichen Zustand 
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verbunden. Damit ist das Nukleotid mehr als eine Abgangsgruppe, es ist auch entscheidend 
für die korrekte Faltung und damit die Basis der Katalyse (Seibel et al. 2006).   
Aufgrund der Bedeutung der Zuckerreste für die antibiotische Wirkung von Naturstoffen wird 
die Untersuchung der Substratflexibilität von bakteriellen Glykosyltransferasen immer wich-
tiger. Die Substratflexibilität kann unterteilt werden in Donorsubstrat-Flexibilität (NDP-
Zucker) und Akzeptorsubstrat-Flexibilität (Aglykon oder glykosylierter Akzeptor). Die Sub-
stratflexibilität ermöglicht die Produktion von Antibiotika oder anderen Naturstoffen mit 
komplett neuer oder drastisch veränderter Glykosylierung. Aus diesem Grund ist die Bestim-
mung und Ausnutzung der Substratflexibilität ein wichtiges Ziel im Bereich der kombinatori-
schen Biosynthese und kombinatorischen Biokatalyse geworden (Trefzer et al. 2002). In 
Tabelle 2 ist die in vivo Donorsubstrat-Flexibilität und in Tabelle 3 die in vitro Donorsubstrat-
Flexibilität einiger bakterieller Glykosyltransferasen aufgeführt.   
Die Rhamnosyltransferase ElmGT aus dem Elloramycin-Biosynthesecluster besitzt ein sehr 
breites Substratspektrum in vivo, das sogar D- und L-Desoxyhexosen sowie ein Disaccharid 
überträgt. Der Transfer von D- und L-Desoxyhexosen ist vielleicht das deutlichste Anzeichen 
für eine sehr flexible Glykosyltransferase (Blanco et al. 2001; Mendez und Salas 2001). Ein 
weiterer Aspekt für Zuckerflexibilität ist die Übertragung von NDP-Zuckerintermediaten, wie 
z.B. 4-Keto Zuckern, wie sie als Zwischenprodukte der NDP-Biosynthesewege häufig auftre-
ten (Abbildung 17). Bei dem Versuch neue Mithramycin-Derivate zu synthetisieren konnten 
4-keto-Zucker als Zuckerreste am Aglykon identifiziert werden, was eine außergewöhnliche 
Substratflexibilität beweist (Abbildung 19) (Remsing et al. 2002). Weitere von Remsing et al. 
hergestellte Mithramycin-Derivate (Mithramycin SK, SA und Demycarosylmithramycin SK) 
zeigten bei in vitro Studien mit Tumorzelllinien eine teilweise bessere Aktivität als das Origi-
nal Mithramycin.   
Ein weiterer, neuer Aspekt der Flexibilität von bakteriellen Glykosyltransferasen ist die Fä-
higkeit von UrdGT2 (Tabelle 2, aus Streptomyces fradiae Tü2717), nicht nur die bei der Bio-
synthese von Urdamycin vorkommende C-glykosidische Bindungen, sondern auch O-
glykosidische Bindungen zu knüpfen. 
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                    Abbildung 19: 4E-Ketomithramycin, ein Antibiotikum der Aureolsäuregruppe (WeymouthWilson,    
                    1997). 
So konnte mit UrdGT2 der nicht-natürliche Akzeptor Alizarin (1,2-Dihydroxyanthrachinon) 
mit D-Olivose O-glykosyliert werden (Dürr et al. 2004). Diese Entdeckung könnte Einfluss 
haben auf die mögliche Umwandlung von Anthralin (und 1,2-Dihydroxy-Derivat) zu den ent-
sprechenden C- und O-Glykosiden, um die Nebenwirkungen dieser potentiellen Antirheuma-
wirkstoffe zu verringern (Dürr et al. 2004). Weitere Beispiele für in vivo Donorsubstrat-
Flexibilität bei bakteriellen Glykosyltransferasen sind in Tabelle 2 aufgeführt. In Streptomy-
ceten sind auch die Glykosyltransferasen gut charakterisiert, die den Stämmen Resistenzen 
gegen das selbstproduzierte Antibiotikum verleihen. Diese Glykosyltransferasen sind damit 
für die Inaktivität der glykosylierten Verbindung verantwortlich. Beispiele hierfür sind OleD 
und OleI aus Streptomyces antibioticus (Quiros et al. 1998) und MgtA aus Streptomyces am-
bofaciens (Gourmelen et al. 1998). Typisch für diese Art des Resistenzmechanismus ist die 
Glykosylierung der 2´-OH Gruppe eines Saccharids. So findet z.B. bei OleD die Glukosylie-
rung der C-2 Position des Desosaminrests des  Oleandomycin statt (Quiros et al. 2000). Durch 
diese Glucosylierung wird die Interaktion der Hydroxylgruppe mit der 23S-RNA verhindert. 
In einer Vielzahl von Polyketid-Antibiotika-produzierenden Stämmen konnte dieser Resis-
tenzmechanismus nachgewiesen werden (Sasaki et al. 1996).   
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Tabelle 2: Die in vivo Donorsubstrat-Flexibilität verschiedener bakterieller Glykosyltransferasen 
(Rupprath et al. 2005).   
Glykosyltransferase natürlicher 
NDP-Zucker 
Biosynthesecluster Nicht-natürliche 
NDP-Zucker 
AvrB (Wohlert et al. 
2001) 
L-Oleandrose Avermectin A1 L-Olivose 
D-Olivose 
L-Digitose 
DesVII (Borisova et al. 
1999; Yamase 2000) 
D-Desosamin Methymcin/ 
Pikromycin 
D-Quinovose 
L-Rhamnose 
DnrS (Rix et al. 2002) 
 
L-Daunosamin Daunorubicin L-Epidaunosamin 
ElmGT (Mendez und 
Salas 2001; Blanco et 
al. 2001) 
L-Rhamnose Elloramycin L-Olivose 
L-Oleandrose 
L-Rhodinose 
3,4-Dimethoxy-L-
olivose 
D-Olivose 
D-Mycarose 
D-Diolivosyl-
disaccharid 
OleG2 (Doumith et al. 
1999; Aguirrezabalaga 
et al. 2000) 
L-Oleandrose Oleandomycin L-Olivose 
L-Rhamnose 
L-Mycarose 
 
SpnP(Gaisser et al. 
2002) 
D-Forosamin Spinosyn A/D L-Mycarose 
TylMII (Gaisser et al. 
2000 ; Butler et al. 
2002) 
D-Mycaminose Tylosin D-Desosamin 
UrdGT2 (Trefzer et al. 
2002; Hoffmeister et al. 
2000; Hoffmeister, 
Dräger et al. 2003) 
D-Olivose Urdamycin A D-Rhodinose 
D-Mycarose 
L-Rhodinose 
Bisher wurden die meisten Ergebnisse zur Substratspezifität von bakteriellen Glykosyltransfe-
rasen in der Naturstoffforschung durch in vivo-Versuche erhalten, da die Verfügbarkeit an 
dTDP-aktivierten Desoxyzuckern und den notwendigen Enzymen (Nukleotidzuckerbio-
synthesewege und Glykosyltransferasen) begrenzt ist (Tabelle 2, Walsh, Freel Meyers et al. 
2003).  
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Tabelle 3: in vitro Donorsubstrat-Flexibilität verschiedener bakterieller Glykosyltransferasen 
(Rupprath et al. 2005).   
Glykosyltransferase 
und Quelle 
natürlicher NDP-
Zucker 
Biosynthesecluster Nicht-natürliche NDP-
Zucker 
AveBI* 
(Zhang, Albermann et 
al. 2006) 
 
L-Oleandrose  Avermectin dTDP-6-Desoxy-D-
Glucose,-Xylose 
Desoxy-, Amino-, und Azi-
doderivate von dTDP-D-
Glucose 
CalG1* 
(Zhang, Griffith et al. 
2006) 
3-O-Methyl-L-
rhamnose  
(nicht in vitro ver-
fügbar, daher nicht 
gezeigt) 
Calicheamycin dTDP-D-Glucose 
dTDP-3-O-Methyl-3-
desoxy-D-glucose 
dTDP-β-L-Rhamnose 
Desoxy-, Amino-, und Azi-
doderivate von dTDP-D-
Glucose  
GtfA+  
(Oberthür et al. 2005) 
L-4-Epi-vancosamin Chloroeremomycin dTDP-L-Acosamin  
 
GtfB+  
(Solenberg et al. 1997) 
D-Glucose Chloroeremomycin UDP-D-Xylose 
GtfC+ 
(Oberthür et al. 2005) 
L-4-Epi-vancosamin Chloroeremomycin dTDP-L-Acosamin 
dTDP-L-Daunosamin 
dTDP-L-Vancosamin 
dTDP-L-Olivose 
dTDP-2-Desoxy-L- 
glucose 
dTDP-L-Ristosamin 
GtfD+ 
(Oberthür et al. 2005) 
D-Vancosamin Vancomycin UDP-L-4-epi-Vanc. 
dTDP-L-Acosamin 
dTDP-L-Daunosamin 
GtfE´ und GtfE* 
(Solenberg et al. 1997; 
Losey et al. 2002; Fu 
et al. 2003) 
D-Glucose Vancomycin UDP-D-Xylose, Desoxy-, 
Amino-, Azido-Thio-, 
Chloro-derivate von dTDP-
D-Glucose 
NovM* 
(Albermann et al. 
2003) 
L-Noviose Novobiocin dT(U)DP-6-Desoxy-D-
glucose, dTDP-6-Desoxy-
4-keto-D-glucose, dTDP-
D-Xylose 
*Donorsubstrate chemo-enzymatisch produziert, +Donorsubstrate chemisch produziert 
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Insbesondere die komplexen Desoxyzucker sind bisher nicht durch präparative enzymatische 
Synthese zugänglich und viele der Streptomycetengene lassen sich nur sehr schlecht oder gar 
nicht löslich exprimieren. Damit werden die in vitro Untersuchungen der Glykosyltransfera-
sen (Rix et al. 2002) und damit die Entwicklung neuer Synthesestrategien im Rahmen der 
kombinatorischen Biokatalyse (Kapitel 1.3.5) erschwert. Trotzdem wurden in vitro Untersu-
chungen durchgeführt, wobei häufig nur die kommerziell erhältlichen nukleotidaktivierten 
Desoxyzucker zur Bestimmung des Donorsubstratspektrums zur Verfügung standen. Die 
komplexen Nukleotidzucker (Tridesoxy, Methylamino etc.) sind, solange das Problem der 
„inclusion bodies“ bei der heterologen Expression in E. coli nicht gelöst ist, momentan nur 
chemisch zugänglich (Kapitel 1.3.1.2).  
In einer der ersten Arbeiten zur in vitro Glykosylierung beschreiben Solenberg et al. die Gly-
kosylierung verschiedener Glykopeptidantibiotika durch die Transferasen GtfB und GtfE´ 
(Solenberg et al. 1997). Mit der Transferase GtfE konnten Losey et al. die in vitro Glykosylie-
rung mit verschiedenen Desoxy-, Amino- und Glucose-Derivaten zeigen und diese sogar auf 
zwei verschiedene Aglyka (Vancomycin - und Teicoplanin Aglykon) übertragen (Losey et al. 
2001; Losey et al. 2002). Allerdings nahm die katalytische Effizienz der Glykosyltransferasen 
mit der Einführung von Modifikationen an den verschiedenen Positionen der aktivierten Zu-
cker deutlich ab. Durch Tandem in vitro Synthesen mit den Glykosyltransferasen GtfD und 
GtfE konnten neue Disaccharid-Derivate des Teicoplanin und des Vancomycin synthetisiert 
werden (Losey et al. 2001; Losey et al. 2002). GtfE wurde in vitro auch bereits zur Synthese 
neuer, monoglykosylierter Vancomycin Derivate verwendet (Fu et al. 2003; Fu et al. 2005). 
Mit GtfE war der Transfer von 21 verschiedenen dTDP-aktivierten Desoxyzuckern, die teil-
weise Keto-, Azido- und Acetamido-Funktionalitäten aufwiesen, möglich, was die große Sub-
stratpromiskuität dieses Enzyms zeigte. Diese funktionellen Gruppen waren sehr gut für wei-
tere chemische Modifikationen geeignet, so dass mehr als 50 verschiedene Vancomycin-
Analoga hergestellt werden konnten. In einem Bioaktivitätsscreening zeigte eines dieser Van-
comycin Derivate eine doppelt so große antibakterielle Aktivität gegen Staphylococcus au-
reus und Enterococcus faecalis wie Vancomycin.   
Weitere in vitro Ergebnisse konnten mit der Glykosyltransferase NovM erzielt werden. Die 
Glykosyltransferase NovM gehört zum Novobiocin Biosynthesecluster (Abbildung 20). No-
vobiocin gehört zur Familie der Aminocumarin-Antibiotika. Diese Antibiotika besitzen zwar 
schlechte pharmakokinetische und toxische Eigenschaften, interagieren aber im Gegensatz zu 
den Chinolonen mit der ATPase-Aktivität der GyrB (Gyrase)-Untereinheit und könnten daher 
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eine Alternative bei Infektionen mit Chinolon-resistenten bakteriellen Pathogenen sein 
(Walsh, Losey et al. 2003; Walsh, Freel Meyers et al. 2003). Neben einer bedeutenden Agly-
kon-Flexibilität weist NovM auch eine Flexibilität für dTDP- und UDP-aktivierte Zucker auf, 
allerdings konnten nur 4 verschiedene nukleotidaktivierte Zucker übertragen werden 
(dT(U)DP-6-Desoxy-glucose, dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose und dTDP-Xylose). Die 
dTDP-β-L-Rhamnose ist sogar ein NovM-Inhibitor.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
  
Abbildung 20: Die natürlichen Substrate der Noviosyltransferase NovM und das Produkt Novobi-
ocin. 
Die Aktivität der neuen Cumarin Derivate war allerdings geringer als die des natürlichen Pro-
duktes Novobiocin (Albermann et al. 2003).   
Insgesamt ist der in vitro Transfer mit Glykosyltransferasen ein lohnender Weg bei der Suche 
nach neuen antibiotisch wirksamen Leitstrukturen. Das durch in vitro Glykosylierung herge-
stellte Vancomycin-Derivat mit seiner hohen Aktivität gegen hochresistente Stämme ist ein 
gutes Beispiel für die Möglichkeiten, die die in vitro Synthese neuer Wirkstoffe bietet.  
1.3.3 Eingriff in die Biosynthesewege durch Kombinatorische Biosynthese 
Mithilfe der kombinatorischen Biosynthese werden Enzyme aus Biosynthesewegen von Na-
turstoffproduzenten in vivo genutzt, um durch Neukombination neuartige chemische Struktu-
ren zu erschaffen (Rodriguez und McDaniel 2001). Allerdings können mit dieser Methode im 
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Gegensatz zur Kombinatorischen Biokatalyse (Kapitel 1.3.5) keine dTDP-aktivierten Deso-
xyzucker synthetisiert werden. Die kombinatorische Biosynthese basiert auf der genetischen 
Manipulation der Biosynthesemaschinerie der Bakterien und Mikroorganismen, die pharma-
zeutisch bedeutende Naturstoffe produzieren. Im Fokus der Arbeiten sind die modular aufge-
bauten Polyketidsynthasen (PKS), die nichtribosomalen Polypeptidsynthasen (NRPS) und die 
Desoxyzuckermodule der Organismen (McDaniel et al. 1999; Rodriguez und McDaniel 
2001). Die PKS vom Typ I sind modular aufgebaut und jedem der Module kommt eine defi-
nierte Rolle bei der Biosynthese zu. Durch einfachen Austausch der Module können PKS mit 
neuen Funktionalitäten erschaffen werden. So konnte durch Manipulation des PKS-System 
aus dem Erythromycin A-Biosynthesecluster von Saccharopolyspora erythrea eine Reihe von 
Erythromycin- und 6-Desoxyerythronolid B-Analoga produziert werden (Katz 1997; Katz 
und McDaniel 1999). Von den 6-Desoxyerythronolid B-Analoga konnte inzwischen eine gan-
ze Bibliothek produziert werden, die bis zu drei Modifikationen an einem oder mehreren Koh-
lenstoffzentren enthalten (McDaniel et al. 1999). Inzwischen konnte 6-Desoxyerythronolid B 
sogar durch Hinzufügen der Polyketidbiosynthesegene in E. coli produziert werden, wobei ein 
Hochzelldichte-Fed-batch-Prozess entwickelt werden konnte, bei dem 1,1 g/L 6-
Desoxyerythronolid B (6dEB) produziert wurde (Lau et al. 2004). Durch anschließende in 
vivo Glykosylierung mit der Glykosyltransferase DesVII konnte eine Bibliothek von desosa-
minylierten, bioaktiven Makroliden erstellt werden, die auf 6-Desoxyerythronolid B basiert 
(Tang und McDaniel 2001). Hierfür wurde neben dem manipulierten PKS-Biosynthesecluster 
auch das gesamte dTDP-D-Desosamin-Biosynthesecluster des Pikromycin/Narbomycin-
Produzenten S. venezuelae in S. lividans exprimiert. Durch Hinzufügen von Teilen des Mega-
lomicin-Biosynthesecluster zum 6-Desoxyerythronolid B-produzierenden E. coli konnte sogar 
das sehr potente Erythromycin C in E. coli produziert werden. Hierzu wurden insbesondere 
das Mycarose-Operon für die Umwandlung von Glucose-1-phosphat zu dTDP-β-L-Mycarose 
sowie die Mycarosyltransferase und Teile des Desosamin-Operons für die Umwandlung der 
dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose zu dTDP-D-Desosamin sowie die Desosaminyltransferase 
in E. coli eingefügt. Außerdem musste die rRNA-Methyltransferase ErmE in E. coli überführt 
werden, um die Resistenz des Wirtsorganismus gegen das Antibiotikum Erythromycin C zu 
gewährleisten. Damit zeigt sich nicht nur das Potential der kombinatorischen Biosynthese, 
sondern auch die Möglichkeit, E. coli effektiv zur Produktion neuer glykosylierter Verbin-
dungen zu verwenden (Peiru et al. 2005).    
Da bei vielen Naturstoffen die Glykosylierung für die biologische Aktivität essentiell ist, er-
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freuen sich die Desoxyzuckermodule bei der Kombinatorischen Biosynthese einer wachsen-
den Aufmerksamkeit. So wird, wie im obigen Beispiel, die Biosynthese und der Transfer der 
Desoxyzucker in die kombinatorische Biosynthese integriert (Perez et al. 2006; Trefzer et al. 
1999). Vorteil der kombinatorischen Synthese ist sicherlich die Möglichkeit, rational durch 
Verwendung unterschiedlichster Glykosyltransferasen und Aglyka neue bioaktive Verbin-
dung zu erschaffen. So konnten z.B. Gene von 3 verschiedenen Streptomyceten koexprimiert 
werden, um eine geplante hybride Verbindung (Premithramycin Derivate) zu synthetisieren 
(Luzhetskyy et al. 2005). Ein genereller Nachteil aller in vivo Systeme ist der Einfluss von 
Enzymen aus dem Stammhintergrund auf alle Untersuchungen. Insbesondere nicht zu den 
Biosynthesewegen der nukleotidaktivierten Zuckern gehörende Ketoreduktasen haben schon 
mehrfach die Biosynthesewege der aktivierten Zucker unterbrochen und damit die kombinato-
rische Biosynthese gestört (Yamase 2000; Wohlert et al. 2001; Borisova et al. 1999; Salah-
Bey et al. 1998). Ein weiterer Nachteil der kombinatorischen Biosynthese ist die Möglichkeit 
der Produktion eines hochaktiven Antibiotikums, das eventuell den Resistenzmechanismus 
des Wirtsorganismus umgehen kann. Der Wirtsorganismus würde bei der Produktion eines 
solchen Antibiotikums vernichtet, so dass gerade die gesuchten Antibiotika mit neuen Wirk-
mechanismen mit der kombinatorischen in vivo Biosynthese nur schwer zu produzieren sind 
(Fu et al. 2003). Aus diesem Grund eignet sich die kombinatorische Biosynthese sehr gut für 
die Entwicklung eukaryontischer Chemotherapeutika, da diese bei der Produktion in Prokary-
onten keine Gefahr für den Wirtsorganismus darstellen. Darüber hinaus beschränken die in 
vivo Methoden das Ausmaß der potentiellen Diversität der Endprodukte aufgrund der Nei-
gung zu in vivo verfügbarer Chemie. So ist z.B. die Produktion von glykosylierten Naturstof-
fen mit funktionellen Gruppen, die in lebenden Organismen nicht vorkommen, mit in vivo 
Methoden sicherlich kaum möglich.    
1.3.4 Kombination von chemischer Synthese und Biokatalyse sowie die 
Ganzzell-Biotransformation 
Thorson et al. hat mit der Kombination von chemischer und enzymatischer Synthese ebenfalls 
zur Synthese neuer dTDP-aktivierter Desoxyzucker und zur Übertragung dieser aktivierten 
Zucker mit Hilfe von Glykosyltransferasen nicht unerheblich an der Entwicklung neuer gly-
kosylierter Naturstoffe mitgewirkt (Thorson et al. 2004). Insbesondere die chemische Synthe-
se vieler unterschiedlicher Glucose-1-phosphat Derivate und deren Aktivierung mit Hilfe ei-
ner durch „Active site engineering“ verbesserten Glucose-1-phosphat Pyrophosphorylase 
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(RmlA) führte zur Produktion zahlreicher neuer dTDP-aktivierter Zucker, die für das Sub-
stratscreening von Glykosyltransferasen zur Verfügung standen (Barton et al. 2001, Jiang et 
al. 2000, Barton et al. 2002). Durch das Einfügen von funktionalen Gruppen, die sich leicht 
modifizieren lassen, konnten auch nach der Aktivierung noch eine weitere Modifikation der 
Zucker zu funktionalisierten, unnatürlichen dTDP-aktivierten Desoxyzuckern erfolgen (Fu et 
al. 2005; Fu et al. 2003). Allerdings konnten mit dem auf der Aktivierung durch RmlA basie-
renden System bisher keine L-Zucker synthetisiert werden. Von Eguchi et al. und Thorson et 
al. wurde außerdem ein System zur Glykosylierung von Naturstoffen etabliert, welches die 
Reversibilität von Glykosyltransferase-katalysierten Reaktionen (Minami et al. 2005; Zhang, 
Griffith et al. 2006) ausnutzt. Die 3-O-Methyl-L-rhamnose-Glykosyltransferase CalG1 kataly-
siert auch die Rückreaktion des Zuckertransfers auf das Calicheamycin-Aglykon, so dass ne-
ben der Möglichkeit der Produktion von dTDP-3-O-Methyl-L-rhamnose dieser Ansatz insbe-
sondere aufgrund der hohen Promiskuität von CalG1 den Austausch der 3-O-Methyl-L-
rhamnose mit einigen anderen Zuckern zuließ (Zhang, Griffith et al. 2006; Melancon et al. 
2006; Walsh 2006). Mit dieser Methode konnten mit den 10 bekannten CalG1-Substraten 
(Tabelle 3) 70 verschiedene Calicheamycin- und auch Vancomycin-Derivate (mit GtfD und 
GtfE) produziert werden. Durch die Anwesenheit zweier von der Glykosyltransferase akzep-
tierter Aglyka war auch der Zuckeraustausch über die reversible Rückreaktion der Glyko-
syltransferase möglich. Durch die Einbeziehung weitere Aglyka und Glykosyltransferasen 
(GtfD und GtfE, Vancomycin) war sogar der Aglykonaustausch zwischen dem CalG1 und 
dem GtfE-System in einer Eintopf in situ Reaktion möglich. Trotz einer sehr schlechten Kata-
lyse bietet diese Methode einen Zugang zur Synthese seltener aktivierter Zucker, dem Aus-
tausch eines Zuckers an einem glykosylierten Aglykon oder dem Transfer von Zuckern zwi-
schen verschiedenen Aglyka. Ein präparativer Zugang zu neuen glykosylierten Aglyka oder 
seltenen aktivierten Zuckern wird bei dieser Methode aber kaum möglich und immer mit un-
terdurchschnittlichen Ausbeuten verbunden sein (<<50%), da die Glykosyltransferasereaktio-
nen allgemein deutlich auf der Produktseite (glykosylierter Naturstoff) liegen. Eine Steuerung 
der Syntheserichtung z.B. über den pH wie bei der unter den Leloir-Glykosyltransferasen ein-
zigartigen SuSy (Elling et al. 1993) ist für andere Glykosyltransferasen nicht beschrieben.    
Auch über Ganzzelltransformationssysteme konnte ein Zugang zu NDP-aktivierten Desoxy-
zuckern geschaffen werden. Hiermit wurden insbesondere LacNAc (Herrmann et al. 1995; 
Endo et al. 1998) UDP-Galactose (Koizumi et al. 1998), GDP-Fucose, LewisX (Koizumi et 
al. 2000), CMP-Neuraminsäure (Endo et al. 2000), UDP-GlcNAc (Tabata et al. 2000), Rham-
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noside (Lim et al. 2006) sowie das Trisaccharid Globotriose (Koizumi et al. 1998) in großem 
Maßstab hergestellt. Insbesondere die japanische Firma Kyowa Hakko Kogyo Co. tat sich mit 
der präparativen Synthese NDP-aktivierter Zucker hervor, hat inzwischen den Verkauf aber 
vermutlich aus ökonomischen Gründen eingestellt. Allerdings wurden dTDP-aktivierte Zu-
cker noch nicht durch Ganzzellbiotransformation hergestellt. 
1.3.5 Kombinatorische Biokatalyse 
Die kombinatorische Biokatalyse bietet einen interessanten Ansatz für die Synthese von 
nukleotidaktivierten Desoxyzuckern und glykosylierten Naturstoffen. Sie beruht auf der in 
vitro Kombination von Enzymen aus verschiedenen Quellen, um gezielt ein bestimmtes Pro-
dukt herzustellen. Die Enzymquellen reichen von verschiedenen Prokaryonten (Actinomyc-
ten, Myxobakterien, Salmonellen etc.) bis zu pflanzlichen Enzymen, und prinzipiell können 
Enzyme aus allen Quellen verwendet werden. Hierbei kann das Substratspektrum der Biosyn-
theseenzyme und der Glykosyltransferasen in vitro ohne viel Aufwand charakterisiert werden. 
Darüber hinaus können auch kinetische Untersuchungen durchgeführt werden, was für die in 
vitro Reaktionsführung von Bedeutung und bei der in vivo Biosynthese nicht möglich ist. Es 
wurden bereits einige Anstrengungen unternommen, um erfolgreich die kombinatorische Bio-
katalyse durchzuführen. Das zentrale Intermediat dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose konnte 
bereits aus dTMP/dTDP und Saccharose im präparativen Maßstab (>100 mg) synthetisiert 
werden (1.3.1.3 und Abbildung 16) (Stein et al. 1998; Elling et al. 2005). Hierbei wurde die 
dTMP-Kinase (aus Saccharomyces cerevisiae), die SuSy (pflanzliche Quelle) und RmlB (aus 
Salmonella enterica) in vitro miteinander kombiniert. In einer Fortführung dieser Arbeit 
konnten in einem zweiten Syntheseschritt durch das Hinzufügen von RmlC und RmlD (beide 
Salmonella enterica) auch dTDP-β-L-Rhamnose ausgehend von den preiswerten Substraten 
Saccharose und dTMP hergestellt werden (Abbildung 21).   
Der modulartige Aufbau dieser Synthese, bestehend aus einem SuSy-Modul (dTMP-Kinase 
und SuSy) sowie einem Desoxyzucker-Modul (RmlB, RmlC und RmlD) ist ein Vorteil bei 
der Synthese weiterer aktivierter Zucker. Bisher konnte durch Kombination des SuSy- und 
des Desoxyzucker-Moduls 18 mg dTDP-β-L-Rhamnose mit einer Gesamtausbeute von 44,7% 
hergestellt werden (Elling et al. 2005). Die Verwendung von weiteren Enzymen aus den De-
soxyzuckerbiosynthesewegen im Desoxyzucker-Modul in Kombination mit dem etablierten  
SuSy-Modul erlaubt die schnelle und einfache Synthese vieler verschiedener nukleotidakti-
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Abbildung 21: Synthese der dTDP-β-L-Rhamnose durch Kombinatorische Biokatalyse mit den Mo-
dulen A (SuSy-Modul) und B (Desoxyzucker-Modul, i: dTMP-Kinase, ii: Pyruvat-Kinase, iii: SuSy, 
iv: RmlB; v: RmlC, vi: RmlD und vii: FDH, (Elling et al. 2005; Rupprath et al. 2005)). 
In einem weiteren kombinatorischen Ansatz wurde ebenfalls das zentrale Intermediat dTDP-
6-Desoxy-4-keto-glucose durch Kombinatorische Biokatalyse produziert. Hierbei wurde die 
dTMP-Kinase, Acetat-Kinase, RmlA und RmlB miteinander in vitro kombiniert (1.3.1.3, Oh 
et al. 2003). Da bei der Synthese nach (Oh et al. 2003) zur Aktivierung die Pyrophosphorylase 
RmlA verwendet wurde, musste im direkten Vergleich mit der Synthese nach (Stein et al. 
1998) noch ein zusätzliches Enzym zur Produktion des dTTP aus dTDP (Acetat-Kinase) ver-
wendet werden. Dieser Umstand und die Durchführung als Eintopfsynthese mit dem Auftre-
ten von Inhibitionen führte zu geringeren Ausbeuten. Weitere Nachteile sind die hohen Kos-
ten des Glucose-1-phosphats verglichen mit der preiswerten Saccharose. Auch diese kombi-
natorische Synthese wurde noch mit den Rml-Enzymen C und D erweitert, um dTDP-β-L-
Rhamnose ausgehend von dTMP und Glucose-1-phosphat zu synthetisieren (Abbildung 21, 
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Kang et al. 2006). 
  Abbildung 22: Enzymatische Synthese der dTDP-β-L-Rhamnose aus dTMP und Glucose-1-phosphat (nach  
  (Kang et al. 2006)). 
Auch die bereits beschriebene enzymatische Synthese der dTDP-β-L-Olivose (1.3.1.3 und 
Abbildung 18) ist ein Beispiel für kombinatorische Biokatalyse, da die Rml-Enzyme A-D aus 
Salmonella enterica mit der Phosphoglucomutase aus Kaninchenmuskel kombiniert wurden. 
Eine für die kombinatorische Biokatalyse interessante Technik stellen die kommerziell erhält-
lichen Magnet-Beads dar. Mit Magnet-Beads wird die Enzymaufreinigung und Immobilisie-
rung, die gerade bei enzymatischen Synthesen mit zahlreichen Enzymen einen großen Auf-
wand und damit Zeitfaktor darstellt, deutlich einfacher und schneller durchführbar. Sollte sich 
der Einsatz von Magnet-Beads bei der kombinatorischen Biokatalyse etablieren lassen, dann 
ist die Kombination vieler Enzyme in Modul-Systemen zur Synthese nukleotidaktivierter De-
soxyzucker oder zur Charakterisierung von Glykosyltransferasen deutlich vereinfacht worden. 
Ein Nachteil der rein enzymatischen Kombinatorischen Biokatalyse ist die Beschränkung auf 
enzymatisch kompatible funktionelle Gruppen, d.h. es kann nicht an jeder beliebigen Position 
des Zuckerringes räumlich anspruchsvolle Gruppen (Dimethylamino oder Acetamido) oder 
stark geladene Gruppen (Thio oder Fluoro) eingeführt werden, da dann die enzymatische Um-
setzung nicht gelingen würde. Das „Active site engineering“ nach Thorson et al. (1.3.4, 
Barton et al. 2002; Biggins et al. 2003) verbessert zwar das Substratspektrum z.B. einer Py-
rophosphorylase, führt aber dazu, dass die Glucose-1-phosphat-Derivate die anspruchsvollen 
Gruppierungen schon enthalten müssen und chemisch hergestellt werden müssen. Darüber 
hinaus sind L-Zucker mit der Pyrophosphorylase nicht zugänglich sind. Rein theoretisch 
müssten für den Zugang zu verschiedenen L-Zuckern mit dem IVG-Ansatz (nach Thorson et 
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al.) auch noch (3,)5-Epimerasen durch „Active site engineering“ modifiziert werden. Diese 
werden aber im Wildtyp wahrscheinlich nur eine geringe Substratpromiskuität besitzen und 
damit schwierig zu „verbessern“ sein, da bei einem breiten Substratspektrum dieser Enzyme 
zu viele Nebenwege der Desoxyzuckerbiosynthese geöffnet würden und die Produktion der 
gewünschten Zielprodukte in zu geringem Maße stattfinden würde. Vielversprechend ist aber 
die Einführung von solchen funktionellen Gruppen, wie z.B. Azido- oder Keto-Gruppen, die 
nach der Aktivierung mit der Pyrophosphorylase noch chemisch modifiziert werden können, 
so dass zahlreiche „unnatürliche“ aktivierte Zucker durch Kombination von enzymatischen in 
vitro und rein chemischen Methoden produziert werden konnten (Fu et al. 2003; Fu et al. 
2005). 
Durch den kombinatorischen Ansatz der oben aufgeführten Synthesen lässt sich die Zahl der 
produzierbaren Zucker deutlich erhöhen, da der Austausch der Enzyme in vitro vergleichs-
weise einfach ist. Auch die Synthese von hochwirksamen Antibiotika ist in vitro möglich, da 
die Gefahr der Toxizität für den Wirtsorganismus in vitro nicht besteht. Die kombinatorische 
Biokatalyse stellt ein hervorragendes Werkzeug für die Synthese ganzer Bibliotheken von 
verschiedenen aktivierten Desoxyzuckern und durch Kombination mit Glykosyltransferasen 
auch von zahlreichen neuartig glykosylierten Naturstoffen dar. Wenn man die Idee der kom-
binatorischen Biokatalyse mit Enzym-Modul-Systemen konsequent weiterführt, gelangt man 
zu geschlossenen (in situ) Systemen, die in vitro durchgeführt werden und einige Vorteile 
gegenüber den offenen Systemen besitzen. Bei in situ Systemen handelt es sich um geschlos-
sene Systeme, da bei jedem Syntheseschritt mindestens ein Produkt entsteht, welches wieder 
Substrat für den nächsten Reaktionsschritt darstellt, so dass ein Synthesekreislauf entsteht und 
die Zwischenprodukte nicht separat abgetrennt werden müssen, sondern im Reaktionsansatz 
noch weiter reagieren können. In situ Regenerationen von aktivierten Zuckern sind im Rah-
men der kombinatorischen Biokatalyse von großem Interesse, da sie aufgrund der Eintopfsyn-
these nur einen geringen Aufwand bedeuten und sich die aktivierten Zucker in in situ Syste-
men durch die elegante Systemführung wiederverwerten lassen. Darüber hinaus wird die häu-
fig auftretende Inhibierung von Glykosyltransferasen durch Nukleosidphosphate verhindert. 
Aktivierte Zucker sind sehr teuer oder häufig kommerziell nicht erhältlich, so dass die auf-
wändige enzymatische oder chemische Synthese der Zucker und insbesondere die Aufreini-
gung der aktivierten Zucker durch in situ Regenerationssysteme umgangen werden kann. Ein 
Nachteil ist die Aufreinigung aller Enzyme für die Synthese, die aber auch für offene kombi-
natorische Biokatalysesysteme durchgeführt werden muss. Moderne Immobilisierungstechni-
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ken stellen eine schnelle Alternative für die langwierige Aufreinigung mit chromatographi-
schen Methoden dar. Die für die bakteriellen Glykosyltransferasen wichtigen dTDP-
aktivierten Zucker wurden bisher nicht in situ regeneriert.   
Die Basis für alle in situ Regenerationssysteme für aktivierte Zucker setzten Wong, Haynie 
und Whitesides (Wong et al. 1982), indem sie die enzymatische Synthese von N-
Acetyllactosamin durch in situ Regeneration von UDP-α-D-Glucose und UDP-α-D-Galactose 
zeigten. Hierbei wurde UTP und Glucose-1-phosphat durch die UDP-Glucose Pyrophospho-
rylase zu UDP-α-D-Glucose umgesetzt, welche dann mit der UDP-Galactose-Epimerase zu  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 23: Synthese des N-Acetyllactosamin (LacNAc) mit in situ Regeneration von UDP-Galactose und    
Verwendung von: UDP-Glc PP: UDP-α-D-Glucose Pyrophosphorylase, PGM: Phosphoglucomutase, PPase:   
Pyrophosphatase, UDP-Gal-E: UDP-α-D-Galactose Pyrophosphorylase, GalT: Galactosyltransferase, PK: Py 
ruvat Kinase (nach Wong et al. 1982). 
UDP-α-D-Galactose umgewandelt wurde. Die UDP-α-D-Galactose wurde mit einer Galacto-
syltransferase auf Glucosamin transferiert, so dass N-Acetyllactosamin und UDP entstanden. 
Das UDP wurde mit der Pyruvatkinase weiter zum UTP aktiviert, welches erneut von der 
UDP-Glucose Pyrophosphorylase benötigt wird, so dass erneut ein geschlossenes in situ Re-
generationssystem entstanden war (Abbildung 23). Die Synthese des N-Acetyllactosamin 
konnte auch unter Verwendung der SuSy durchgeführt werden (Elling et al. 1993; Grothus 
1993; Zervosen und Elling 1996). Hierbei wurde SuSy bei der in situ Regeneration von UDP-
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Glucose und UDP-Galactose mit den Enzymen UDP-Glucose-4-Epimerase und β1,4-
Galactosyltransferase bei der Synthese von N-Acteyllactosamin (Galβ1 4GlcNAc, Lac-
NAc) erfolgreich kombiniert (Abbildung 24). Die Synthese erreichte unter optimierten Be-
dingungen nach 15 h eine Ausbeute von 100% und in Kombination mit der repetitive-batch-
Technik ließen sich innerhalb von 11 Tagen knapp 600 mg an LacNAc synthetisieren. Auf-
wändigere in situ Regenerationen von UDP-Galactose und UDP-Glucose bestehend aus 6 
Enzymen zur Synthese von N-Acetyllactosamin wurden ebenfalls schon etabliert, wobei zur 
Aktivierung eine Pyrophosphorylase verwendet wurde. Die Pyrophosphorylase benötigt im 
Gegensatz zu SuSy allerdings die teuren bzw. bei in situ Regenerationen durch weitere Hilfs-
enzyme herzustellenden Substrate NTP und Zucker-1-phosphat (Wong et al. 1982; Noguchi 
und Shiba 1998; Koeller und Wong 2000). Der Aufwand von in situ Regenerationssystemen 
steigt mit der Enzymzahl und gleichzeitig sinkt die Ausbeute, so dass ein von der Enzymzahl 
kleineres, auf SuSy basierendes Enzym-Modul-System gegenüber den von der Enzymzahl 
größeren Systeme mit Pyrophosphorylasen (und weiteren Hilfsenzymen) im Vorteil ist.  
Abbildung 24: Synthese des N-Acteyllactosamin (LacNAc) mit in situ Regeneration von UDP-Galactose und 
UDP-Glucose und Verwendung von SuSy (1, EC 2.4.1.13), UDP-Glucose-4-Epimerase (2, EC 5.1.3.2) und β-
1,4-Galactosyltransferase (3, EC 2.4.1.38) (Zervosen und Elling 1996). 
Die Ausbeute der LacNAc-Synthese mit dem aus 6 Enzymen bestehenden Enzym-Modul-
System war 85% (in Bezug auf Glucose-6-phosphat) und nach der Produktaufreinigung wur-
de eine Gesamtausbeute von 70% (bezogen auf GlcNAc) erreicht. Dies zeigt einen Ausbeute-
nachteil verglichen mit dem zuvor beschriebenen aus 3 Enzymen bestehenden System zur in 
situ Synthese (Abbildung 24) von LacNAc mit einer Ausbeute von 100% (Zervosen und El-
ling 1996). Eine Erweiterung dieses in situ Regenerationssystems erlaubte die Synthese des 
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Galili Epitops. Das Trisaccharid Gal(1 3)Gal(1  4)GlcNAc (Galili Epitop) konnte 
hierbei durch eine Eintopfsynthese mit in situ UDP--d-Galactose-Regeneration hergestellt 
werden (Abbildung 25, Hokke et al. 1996). Bei dieser in situ Regeneration wurde das Pflan-
zenenzym SuSy für die Produktion des NDP-aktivierten Zuckers verwendet. In der Eintopfre-
aktion wurden neben der SuSy noch UDP-Glucose-4-Epimerase, -1,4-Galactosyltransferase 
und -1,3-Galactosyltransferase zur Synthese des für biologische und immunologische Pro-
zesse wichtigen Trisaccharid (Galili Epitop) verwendet (Hokke et al. 1996). Nach 88 h konn-
ten Ausbeuten von 18% für das Disaccharid und 82% für das Trisaccharid erreicht werden, 
wobei die Enzymstabilitäten diese lange Inkubationszeit aufgrund des stabilisierenden Effek-
tes der Saccharose zuließ. Das Galili-Epitop ließ sich durch das bereits etablierte in situ 
Regenerationssystem auch auf einem homogen löslichen PEG-Polymer synthetisieren 
(Brinkmann et al. 2001).  
Abbildung 25: Synthese des Galili-Epitop mit in situ Regeneration von UDP-Galactose und Verwendung von 
SuSy 1 (EC 2.4.1.13), UDP-Glucose-4-epimerase 2 (EC 5.1.3.2), β-1,4-Galactosyltransferase 3 (EC 2.4.1.38) 
und α-1,3-Galactosyltransferase 4 (EC 2.4.1.151) (Hokke et al. 1996). 
Ein weiteres System zur Synthese von LacNAc und von LacNAc-Analoga bei gleichzeitiger 
in situ Regeneration der UDP-aktivierten Zucker wurde von Ichikawa et al.(Ichikawa et al. 
1991; Ichikawa et al. 1992; Ichikawa et al. 1994) etabliert. Hierbei wurde Galactose-1-
phosphat durch die Galactose-1-phosphat-Uridylyltransferase unter Verbrauch von UDP-
Glucose zu UDP-Galactose und Glucose-1-phosphat umgesetzt und die UDP-Galactose an-
schließend mit der Galactosyl-Transferase auf GlcNAc übertragen, so dass LacNAc entstand. 
Das gleichzeitig dabei entstehende UDP wurde mit der Pyruvat-Kinase zu UTP aktiviert und 
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mit dem zuvor entstandenen Glucose-1-phosphat durch eine Pyrophosphorylase zu UDP-
Glucose regeneriert. Damit sind an der in situ Regeneration von UDP-Galactose direkt 4 En-
zyme beteiligt, wobei Pyrophosphatase (Pyrophosphat-abbau), Pyruvat-Kinase (UDP- bzw. 
ADP-Aktivierung) und Galactokinase (Herstellung des Galactose-1-phosphats) als weitere 
Hilfsenzyme benötigt werden. Die Ausbeute in diesem Multienzymsystem erreichte dabei 
54%.  
Ein weiteres in situ Regenerationssystem wurde für die Fucosylierung mit der Fucosyltransfe-
rase FucT entwickelt, und es konnte mit der GDP-Fucose-Pyrophosphorylase, einer Transfe-
rase (FucT) und einer Kinase (Pyruvat Kinase) im analytischen Maßstab die Funktionsfähig-
keit des Multienzymsystems gezeigt werden (Ichikawa et al. 1992). Auch eine Variante mit 
Kinase, GDP-Mannose Pyrophosphorylase, teilweise gereinigten GDP-Fucose-
synthetisierenden Enzymen und der Transferase (FucT) konnte im 5-10 mg Maßstab etabliert 
werden (Ichikawa et al. 1992).  
Auch UDP-Glucuronsäure konnte bereits in einem in situ Regenerationssystem regeneriert 
werden (Gygax et al. 1991). Zur Sialysierung wurde ein weiteres System zur in situ Regenera-
tion von aktivierten Zuckern entwickelt (Ichikawa et al. 1991; Ichikawa et al. 1992). Hierbei 
wurde CMP zunächst mit 2 Kinasen zu CTP umgesetzt, welches mit der Neuraminsäure und 
der CMP-NeuAc-Synthetase die CMP-N-Acetyl-Neuraminsäure ergab. Mit einer α-2,3-
Sialyltransferase konnte dann die Sialysierung von Disacchariden erfolgen. So wurde z.B. 
NeuAc(α2 3Galβ1 4)Glucal mit einer Ausbeute von 21% synthetisiert. Das dabei frei-
werdende CMP wurde anschließend erneut mit den Kinasen umgesetzt. Auch hierbei waren 
Hilfsenzyme an der Kofaktorregenerierung der Kinasen und der Umwandlung von Py-
rophosphat zu Phosphat beteiligt.  
Damit haben in situ Regenerationssysteme ihre Nützlichkeit für die Synthese verschiedenster 
glykosylierter Strukturen gezeigt. Gerade um die hohen Kosten oder aufwendigen Synthesen 
und Aufreinigungen von Nukleotidzuckern zu vermeiden oder die Inhibition durch NDPs zu 
umgehen sind in situ Regenerationssysteme sehr gut geeignet (Bülter und Elling 1999; Koel-
ler und Wong 2000). Allerdings konnten gerade die für die Synthese glykosylierter Naturstof-
fe als Donorsubstrate wichtigen dTDP-aktivierte Desoxyzucker bisher nicht mit einem in situ 
Regenerationssystem recycliert werden. 
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1.4 Zielsetzung der Arbeit 
Die vorliegende Arbeit wurde im Rahmen des EU-Projektes „GENOVA“ – Glycosylation 
Engineering for Novel Antibiotics“ – (QLK3-999-00095) angefertigt. Das Hauptziel des Pro-
jektes bestand in der Entwicklung neuer Technologien für die kombinatorische Biokatalyse 
und Biosynthese zur schnelleren und besseren Manipulation der Zuckerstrukturen von Antibi-
otika. Der Projektverbund setzte sich aus folgenden Partnern zusammen: P. F. Leadlay (Ko-
ordinator, Cambridge, England), A. Bechthold (Freiburg), W. Piepersberg (Wuppertal), B. 
Wilkinson (GlaxoSmithKline, Stevenage, Großbritannien), P. Caffrey (Dublin, Irland), J. A. 
Salas (Oviedo, Spanien) und L. Elling (Düsseldorf/Aachen). 
Im Rahmen des GENOVA-Projektes wurden insbesondere folgende Teilbereiche auf dem 
Gebiet der kombinatorischen Biokatalyse bearbeitet: 
A. Expression der Biosynthesegene der verschiedenen 6-Desoxyhexosen mit anschließender 
    Aufarbeitung der Enzyme für den Einsatz in der in vitro Synthese von aktivierten Desoxy- 
    zuckern. 
B. Expression der verschiedenen Glykosyltransferasegene im Fermentationsmaßstab mit an- 
    schließender Aufarbeitung der Enzyme für den Einsatz in der in vitro Synthese von neuar- 
    tig glykosylierten Antibiotika und für die Charakterisierung bzw. Proteinkristallisation der 
    Glykosyltransferasen (Schumacher 2005). 
Für die vorliegende Arbeit ergab sich aus den beiden Teilbereichen des Projektes der Schwer-
punkt 1, der im Laufe der Arbeit um die Schwerpunkte 2, 3, und 4 erweitert wurde: 
1. Erweiterung des Desoxyzuckermoduls im Enzym-Modul-System durch Expression 
von verschiedenen 6-Desoxyzuckerbiosynthesegenen, Aufarbeitung sowie Charakteri-
sierung der Enzyme und enzymatischer Synthese dTDP-aktivierter Desoxyzucker mit 
den aufgereinigten Enzymen. Verbesserung des präparativen Zugangs zu dTDP-
aktivierten Zuckern. 
2. Erweiterung des Glykosyltransferase-Moduls durch Expression, Aufarbeitung und 
Charakterisierung der Glykosyltransferase SorF sowie enzymatische Synthese neuer 
Glykosyl-Sorangioside durch Transfer von teilweise selbst produzierten NDP-
aktivierten Zuckern mit SorF auf das Aglykon Sorangicin A. Bei der Charakterisie-
rung war neben der Bestimmung der kinetischen Parameter auch die Substratpromis-
kuität des Enzyms im Fokus der Untersuchungen. 
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3.  Erweiterung und Etablierung des Enzym-Modul-Systems zur in situ Regeneration von 
dTDP-aktivierten Desoxyzuckern und zur Produktion neuartig glykosylierter Natur-
stoffe.  
4. Immobilisierung der am Enzym-Modul-System beteiligten Enzyme und anschließende 
Charakterisierung durch Aktivitätstests sowie Bestimmung der kinetischen Parameter.  
Das zentrale Hauptziel der Dissertation war die Entwicklung eines Enzym-Modul-Systems 
(Schwerpunkt 3), welches durch kombinatorische Biokatalyse die in situ Regeneration von 
dTDP-aktivierten Zuckern erlauben sollte. Kombinatorische Biokatalyse bedeutet hierbei die 
Verwendung von Enzymen aus unterschiedlichsten Quellen, wie z.B. SuSy aus pflanzlicher 
Quelle oder SorF aus bakterieller Quelle, die zusammen in einer Eintopf-Reaktion zur in vitro 
Synthese eingesetzt werden sollen. Das entwickelte Enzym-Modul-System kann in 3 Module 
unterteilt werden (Abbildung 57). Im ersten Modul, dem SuSy-Modul, wird Saccharose und 
dTDP mit Hilfe der pflanzlichen SuSy zu dTDP-D-Glucose umgewandelt. Hierauf folgt die 
Umwandlung mit der 4,6-Dehydratase RmlB aus Salmonella enterica zu dTDP-6-Desoxy-4-
keto-D-glucose. Im darauf folgenden Desoxyzucker Modul sind nun Enzyme aus allen Quel-
len denkbar, die die dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose weiter zu komplexen dTDP-
aktivierten D- und L-Desoxyzuckern umwandeln. Im dritten Modul, dem Glykosyltransferase-
Modul, können die dTDP-aktivierten Zucker des Desoxyzucker-Moduls von Glykosyltransfe-
rasen auf verschiedene Aglyka übertragen werden. Die bereits etablierten SuSy- (Stein et al. 
1998) und Desoxyzucker-Module (Elling et al. 2005) sollten in dieser Arbeit um das Glyko-
syltransferase-Modul erweitert werden. Die Kombination von SuSy mit RmlB, RmlC und 
RmlD wurden auch in dieser Arbeit zur präparativen Synthese von dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-
glucose und dTDP-β-L-Rhamnose verwendet (Elling et al. 2005). Die dTMP-Kinase wurde 
dabei zur ökonomischen Produktion von dTDP aus dTMP benötigt, spielt bei der in situ Re-
generation mit dem EMS aber keine Rolle mehr, da das dTDP recycliert wird. Das Produkt 
der Glykosyltransferase sind neuartig glykosylierte Aglyka, welche eventuell eine neue Bio-
aktivität zeigen und darüber hinaus auch dTDP. Das dTDP kann erneut im SuSy-Modul als 
Substrat umgesetzt werden, so dass ein in situ Enzym-Modul-System (EMS) entstanden ist, 
welches nur katalytische Mengen an dTDP benötigt und dTDP-aktivierte Zucker regeneriert. 
Ein solches Enzym-Modul-System ermöglicht die einfache Synthese neuer hybrider Aglyka 
in einem Topf, indem z.B. im Desoxyzucker-Modul Enzyme variiert werden und so neue ak-
tivierte Zucker entstehen, die im Glykosyltransferase-Modul auf Aglyka übertragen werden. 
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Die in situ Regeneration der dTDP-aktivierten Desoxyzucker mit einem Enzym-Modul-
System würde dann die aufwändige Isolierung der dTDP-aktivierten Zucker überflüssig ma-
chen und gleichzeitig die Synthese neuartig glykosylierter Naturstoffe ausgehend von Saccha-
rose erlauben.  
Abbildung 26: Schematische Darstellung des Enzym-Modul-Systems (EMS) zur in situ Regeneration dTDP-
aktivierter Desoxyzucker und Produktion von neuartig glykosylierten Naturstoffen.    
Außerdem können im Glykosyltransferase Modul Aglyka und Glykosyltransferase variiert 
werden, was ebenfalls zu neuen Produkten führt. Darüber hinaus würde das Enzym-Modul-
System auch eine Charakterisierung der beteiligten Glykosyltransferasen in vitro erlauben 
(Donor- und Akzeptorpromiskuität). Durch Immobilisierung der Enzyme (Ziel 4) ließe sich 
der Aufwand der Enzymaufreinigung weiter verringern und der praktische Nutzen des En-
zym-Modul-Systems für Screening und Produktion weiter erhöhen. Insbesondere die Charak-
terisierung durch kinetische Untersuchungen und die Möglichkeit der Kombination der En-
zyme im immobilisierten Zustand galt es zu untersuchen, um die Grundlagen für eine immo-
bilisierte „Toolbox“ zu legen, die die Anwendung des EMS stark vereinfachen sollte.  
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2 Material und Methoden 
2.1 Molekularbiologische Methoden 
2.1.1 Plasmidpräparation aus E. coli 
Für die Klonierung von RmlC (dTDP-4-Dehydrorhamnose-3,5-Epimerase) und RmlD 
(dTDP-4-Dehydrorhamnose Reduktase) mit His-Tag, für die Fusion von AviS (2,3-
Dehydratase) mit einem Lipase Propeptid aus Staphylococcus hyicus und für alle Transforma-
tionen mit dem Ziel eines Stammwechsels (Kapitel 2.1.6) mussten zunächst Plasmidpräpara-
tionen durchgeführt werden (Stämme in Kapitel 6.9). Hierfür wurden die „Plasmid Mini Kits“ 
von Qiagen (Hilden) verwendet. Das Prinzip der Plasmidpräparation basiert auf einer alkali-
schen Lyse der Bakterienzellen und anschließender Bindung der DNA an Ionenaustauschträ-
germaterial bei niedrigem pH und geringen Salzkonzentrationen. Die reaktive Gruppe des 
Trägermaterials, Diethylaminoethanol, bildet mit dem Phosphatrückgrat der DNA über weite 
Salzkonzentrationen (0,1-1,6 M) eine starke Interaktion aus. Durch Waschschritte können 
dann unerwünschte RNA, Proteine, kleine Zellmetabolite und Kohlenhydrate entfernt werden. 
Restliche Salze werden mit einem Ethanol Waschschritt (70%ig) entfernt, bevor die Elution 
erfolgt. Es können Ausbeuten von 5-15 μg DNA aus Übernachtkulturen erreicht werden 
(Qiagen Plasmid Purification Handbook 9/2000). Als erster Schritt wurden Vorkulturen in 
100-mL-Erlenmeyerkolben mit 20 mL LB-Medium und Zusatz des entsprechenden Antibioti-
kums (100 mg/L Ampicillin) kultiviert. Die Kulturen wurden angeimpft durch Picken einer 
Kolonie mit einem sterilen Zahnstocher von einer Agarplatte oder durch Zugabe von Glyce-
rin-Kryokultur (0,2%ig (v/v)). Anschließend erfolgte die Inkubation über Nacht bei 37°C und 
120 Upm im Schüttler (HT, Infors). Am nächsten Morgen wurden die Hauptkulturen ange-
impft und Kryokulturen angelegt (60% (v/v) Vorkultur, 40% (v/v) Glycerin (87%ig)). 
 
Plasmidpräparationsprotokoll nach Qiagen: 
1. E. coli Anzucht in 100 mL Erlenmeyer-Kolben mit 20 mL LB-Medium 
2. Zentrifugation von 2-5 mL Übernachtkultur bei 13000 Upm und 4°C in der 
Tischzentrifuge (Rotina 35R, Hettich) 
3. Resuspendierung der Zellpellets in 250 μl Puffer P1 (Plasmid Mini Kit, Qiagen)  
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4. Zugabe von 250 μl Puffer P2 (Plasmid Mini Kit, Qiagen) und vorsichtiges inver-
tieren (maximal 5 min Inkubation bei Raumtemperatur) 
5. Zugabe von 350 μl Puffer N3 Plasmid Mini Kit, Qiagen) und vorsichtiges inver-
tieren 
6. Zentrifugation für 10 min bei 13000 Upm und 4°C (Rotina 35R, Hettich)  
7. Überstand auf Säule pipettieren und Zentrifugation 
8. Waschen der Säule mit 750 μl Puffer PE (Plasmid Mini Kit, Qiagen) 
9. Elution mit 50 μl sterilem Wasser (bidest.), 1 min Inkubation und anschließend 1 
min Zentrifugation (Rotina 35R, Hettich) 
2.1.2 Polymerase-Kettenreaktion (PCR) 
Die Polymerase-Kettenreaktion (PCR) ist eine Methode zur Vervielfältigung von Nukleinsäu-
ren. Im ersten Schritt der PCR wird die DNA durch Hitzedenaturierung in die Einzelstränge 
zerlegt (Denaturierung, 1), und im zweiten Schritt wird die Temperatur auf einen spezifischen 
Wert gesenkt, der die Hybridisierung der Primer durch komplementäre Basenpaarbildung 
erlaubt (Annealing, 2). Anschließend erfolgt die Bildung von Komplementärsträngen durch 
Verlängerung des 3´-Endes der Primer durch die DNA-Polymerase (Elongation, 3). Die Ver-
mehrung des Zielgens erfolgt exponentiell, so dass nach 25maliger Wiederholung der 3 PCR- 
Schritte bereits ca. 1 Millionen DNA-Kopien vorliegen. Eine Automatisierung gelang durch 
den Einsatz von thermostabiler Polymerase aus dem Bakterium Thermus aquaticus.  
2.1.2.1 Klonierung von RmlC und RmlD mit His-Tag 
Für eine vereinfachte Aufreinigung wurden die Gene rmlC und rmlD aus Salmonella enterica, 
Gruppe B, serovar typhimurium (LT2) mit einem N-terminalen His-Tag versehen. Die einge-
setzte DNA wurde exponentiell durch bidirektionale Amplifikation vervielfacht und durch die 
verwendeten Primer eine BamHI- und eine NdeI-Schnittstelle eingefügt (Tabelle 4).  
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Tabelle 4: PCR-Pipettierschema für die Klonierung von rmlC/D-His. 
Reagenz Endkon- 
zentration  
Volumen 
[μl] 
5 U/μl Taq-Polymerase (Eppendorf) 0,2 U/μl 2 
Taq-Polymerase-Puffer mit Magnesium (10x, Eppendorf) - 5 
10 mM dNTP-Mix (Eppendorf) 0,2 mM 1 
100 μM Vorwärts Primer (BamH1-rmlC/D-Primer, metabion) 2 μM 1 
100 μM Rückwärts Primer (NdeI-rmlC/D-Primer, metabion) 2 μM 1 
Template-DNA (rmlC bzw. rmlD aus Kapitel 2.1.1) 50-150 ng 1 
bidest. H2O - 39 
Gesamtvolumen - 50 
 
Die Ansätze wurden in 0,5-mL-Eppendorf-Reaktionsgefäße pipettiert. Vektorkarten von 
pCJR02 (rmlC-His) und pCJR03 (rmlD-His) befinden sich im Anhang (Kapitel 6.1).  
Tabelle 5: Programmierung des Thermocyclers (Master Cycler Gradient, Eppendorf). 
PCR-Schritt rmlC rmlD 
Initiale Denaturierung 120s bei 95°C 120s – 95°C 
Denaturierung 30s bei 94°C 30s – 94°C 
Annealing 30s bei 40°C 30s – 48°C 
Elongation 45s bei 72°C 90s – 72°C 
Finale Elongation 10 min bei 72°C 10 min – 72°C 
Hold 4°C 4°C 
 
Nach der initialen Denaturierung wurden die folgenden Denaturierungs-, Annealing- und  
Elongationsschritte zyklisch 25mal wiederholt. Nach Beendigung der PCR-Reaktionen wur-
den den Reaktionsansätzen 40 μl entnommen und in sterile 1,5 mL Eppendorf-Gefäße über-
führt. Die PCR-Ansätze wurden anschließend über ein Agarosegel aufgereinigt (Kapitel 
2.8.6) und die PCR-Fragmente aus dem Gel isoliert (Kapitel 2.1.3). 
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2.1.2.2 Fusion von aviS mit einem Lipase-Propeptid aus Staphylococcus hyicus 
Für eine verbesserte lösliche Expression von aviS (2,3-Dehydratase) aus Streptomyces viri-
dochromogenes Tü57 wurde das aviS-Gen mit einem Lipase-Propeptid aus Staphylococcus 
hyicus N-terminal fusioniert. Eine solche Fusion hatte schon bei der Expression einer β1-
4Galactosyltransferase sehr gute Ergebnisse erbracht (Schumacher 1999). Die eingesetzte 
DNA wurde exponentiell durch bidirektionale Amplifikation vervielfacht und durch die ver-
wendeten Primer eine XhoI- und eine MunI-Schnittstelle eingefügt (Tabelle 6).  
Tabelle 6: PCR-Pipettierschema für die Klonierung des aviS-Propeptids. 
Reagenz Endkon- 
zentration  
Volumen 
[μl] 
Taq-Polymerase-Puffer mit Magnesium (10x, Eppendorf) - 5 
10 mM dNTP-Mix (Eppendorf) 0,2 mM 1 
100 μM Vorwärts Primer (XhoI-aviS-Primer, metabion) 2 μM 1 
100 μM Rückwärts Primer (MunI-aviS-Primer, metabion) 2 μM 1 
Template-DNA (aviS aus Kapitel 2.1.1) 50-150 ng 1 
5 U/μl Taq-Polymerase (Eppendorf) 0,025 U/μl 0,5 
bidest. H2O - 40,5 
Gesamtvolumen - 50 
 
Die Ansätze wurden in 0,5-mL-Eppendorf-Reaktionsgefäße pipettiert. Vektorkarten von 
pCJR01 (aviS-Propeptid, aviS-Pro) befinden sich im Anhang (Kapitel 6.1).  
Tabelle 7: Programmierung des Thermocyclers (Master Cycler Gradient, Eppendorf). 
PCR-Schritt aviS-Propeptid 
Initiale Denaturierung 120s bei 95°C 
Denaturierung 60s bei 94°C 
Annealing 30s bei 62°C 
Elongation 60s bei 72°C 
Finale Elongation 10 min bei 72°C 
Hold 10°C 
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Nach der initialen Denaturierung wurden die folgenden Denaturierungs-, Annealing- und  
Elongationsschritte zyklisch 25mal wiederholt. Nach Beendigung der PCR-Reaktionen wur-
den den Reaktionsansätzen 40 μl entnommen und in sterile 1,5 mL Eppendorf-Gefäße über-
führt. Der PCR-Ansatz wurde nun über ein Agarosegel aufgereinigt (Kapitel 2.8.6) und das 
PCR-Fragment aus dem Gel isoliert (Kapitel 2.1.3).  
2.1.3 Aufreinigung von DNA 
Die aviS-Propeptid-Ansätze und auch die rmlC/D-His Ansätze wurden nach der Agarosegel-
elektrophorese (Kapitel 2.8.6) aufgereinigt. Die DNA-Aufreinigung aus Agarose-Gelen er-
folgte mit dem Qiaquick Gel Extraction Kit (Qiagen) und die Aufreinigung von PCR-
Ansätzen oder Enzymreaktionen erfolgte mit den MinElute Kits (Qiagen). Zunächst wurde 
die Probe in einem Puffer mit chaotropen Salzen und einem pH <7,5 aufgenommen und die 
Agarose-Gel-Proben bei 50°C geschmolzen. Durch die spezifische Bindung der DNA an die 
Kieselgelmembran kann die Aufreinigung erfolgen, während Ethidiumbromid, Agarosereste, 
Primer und Enzyme abgetrennt werden. DNA Fragmente von 70 bp – 4 bp können mit 
80%iger Wiederfindungsrate aufgereinigt werden (MinElute Handbook 03/2003, Qiagen). 
DNA-Aufreinigungsprotokoll nach Qiagen: 
1. Zugabe von 300 μl Puffer ERC (MinElute Kit, Qiagen) zur Probe 
2. Lösung auf die Säule geben und 1 min bei 13000 Upm zentrifugieren (Rotina 35R, 
Hettich) 
3. Säule mit 750 μl Puffer PE (MinElute Kit, Qiagen) waschen 
4. Elution der gereinigten DNA mit 10 μl bidest. sterilem Wasser und 1 min Inkubation 
mit anschließender 1-minütiger Zentrifugation (Rotina 35R, Hettich) 
2.1.4 Restriktion 
Zellen besitzen mit den Restriktionsenzymen ein natürliches Verteidigungssystem, indem sie 
artfremde DNA in diskrete Fragmente zerschneiden können. Die Restriktionsenzyme des 
Typs II sind für molekularbiologische Arbeiten interessant, da die Erkennungs- und Schnitt-
sequenzen spezifisch sind. Um die Ligationen durchführen zu können, müssen sowohl die 
PCR-Fragmente, als auch die Vektoren mit den geeigneten Restriktionsenzymen verdaut wer-
den. Dies ist erforderlich um die jeweilige Schnittstelle bzw. den jeweiligen Überhang freizu-
setzen. Neben dem hier beschriebenen präparativen Restriktionsansatz wurden auch analyti-
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sche Restriktionen zur Kontrolle durchgeführt. 
2.1.4.1 Restriktion von rmlC/D-His          
Tabelle 8: Restriktionsansatz von rmlC/D-His für die PCR-Produkte und vom Expressionsvektor 
pET14b. 
Reagenz Endkonzentration Restriktionsansatz 
PCR-Produkt rmlC oder rmlD 
oder pET14b-Vektor  
-  18 μl 
NdeI (Fermentas) (10 U/μl) 0,4 U/μl 1 μl 
BamHI (Fermentas) (10 U/μl) 0,4 U/μl 1 μl 
Puffer Tango gelb (5x) - 5 μl 
Gesamtvolumen - 25 μl 
 
Die Ansätze wurden für 3 h bei 37°C im Thermoheizblock HBT 130 (HLC-Biotech) inku-
biert. Anschließend erfolgte die Aufreinigung des Restriktionsansatzes durch Kieselgelsäulen 
(Kapitel 2.1.3). 
2.1.4.2 Restriktion von aviS-Propeptid 
Tabelle 9: Restriktionsansatz von aviS für das PCR-Produkt. 
                                          Endkonzentration Restriktionsansatz 
PCR-Produkt aviS  - 30 μl 
MunI (Roche) (10 U/μl) 0,5 U/μl 2 μl 
XhoI (Roche) (10 U/μl) 0,5 U/μl 2 μl 
Puffer H (10x, Roche) - 4 μl 
bidest. H2O (steril) - 2 μl 
Gesamtvolumen - 40 μl 
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Tabelle 10: Restriktionsansatz vom Expressionsvektor pTS05 (pET-16b Vektor mit dem Fusionsgen 
der humanen β1-4GalT). 
Reagenz Endkonzentration Restriktionsansatz 
Expressionsvektor-DNA pTS05  - 3 μl 
MunI (Roche) (10 U/μl) 0,5 U/μl 1 μl 
XhoI (Roche) (10 U/μl) 0,5 U/μl 1 μl 
Puffer H (10x, Roche) - 2 μl 
bidest. H2O (steril) - 13 
Gesamtvolumen - 20 μl 
 
Die Ansätze wurden für 3 h bei 37°C im Thermoheizblock HBT 130 (HLC-Biotech) inku-
biert. Anschließend erfolgte die Aufreinigung des Restriktionsansatzes durch Kieselgelsäulen 
(Kapitel 2.1.3). 
2.1.5 Ligation 
Mit der Ligation werden geschnittene PCR-Fragmente in den Expressionsvektor eingebaut, 
indem DNA-Fragmente mit kompatiblen Enden miteinander verknüpft werden. Das Enzym 
T4-DNA-Ligase katalysiert die Bildung von Diesterbindungen zwischen dem 5´-Phosphat-
Rest am 5´-Ende des einen DNA-Fragments mit der 3´-OH-Gruppe des Nukleotids des zwei-
ten Fragments.  
2.1.5.1 Ligation von rmlC/D-His mit pET14b 
Der Ansatz (Tabelle 11) wurde über Nacht bei 22°C inkubiert und nach der Ligation für die 
Transformation weiterverwendet.  
Eine Dephosphorylierung der Vektor-DNA wurde durchgeführt, um die Effizienz der Ligati-
on noch zu erhöhen, indem Religationen der Vektor-DNA unterdrückt werden. Die Vektor-
DNA wurde hierfür mit alkalischer Phosphatase (Shrimps, Roche) für 10 min bei 37°C inku-
biert und anschließend durch Erhitzung auf 65°C für 15 min abgestoppt. Die DNA-
Konzentrationen wurden in einer UV-Star Platte (Greiner) bei 260 nm mit dem Mikroti-
terplattenfotometer (SpectraMax Plus) bestimmt.  
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Tabelle 11: Ligationsansatz von rmlC/D-His mit dem Expressionsvektor pET14b. 
Reagenz Endkonzentration Ligationsansatz 
rmlC/D-Template-DNA  150 ng 4 μl 
dephosphorylierter Vektor 70 ng 2 μl 
T4-DNA-Ligase Puffer (Roche) - 2 μl 
T4-DNA Ligase (1 U/μl, Roche) 0,2 U/μl 2 μl 
bidest. H2O (steril) - 10 μl 
Gesamtvolumen - 20 μl 
 
Ligation von aviS-Pro 
Der Ansatz (Tabelle 12) wurde für 5 min bei Raumtemperatur inkubiert und nach der Ligation 
für die Transformation weiterverwendet. Die Ligation erfolgte mit dem Rapid Ligation Kit 
(Roche Diagnostics). Die DNA-Konzentrationen wurden in einer UV-Star Platte (Greiner) bei 
260 nm mit dem Mikrotiterplattenfotometer (SpectraMax Plus) bestimmt.  
Tabelle 12: Ligationsansatz von aviS-Propeptid mit dem Expressionsvektor pTS05. 
 Endkonzentration Ligationsansatz 
aviS-Template-DNA  110 ng 3 μl 
Expressionsvektor pTS05 90 ng 1 μl 
T4-DNA-Ligase Puffer (Roche),10x - 10 μl 
T4-DNA Ligase (5 U/μl, Roche) 0,2 U/μl 1 μl 
bidest. H2O (steril) - 5 μl 
Gesamtvolumen - 20 μl 
 
2.1.6  Transformation von E. coli 
Die Übertragung genetischer Informationen durch Aufnahme von DNA aus der Umgebung 
wird allgemein als Transformation verstanden. Dieser Prozess kann von E. coli nicht selb-
ständig durchgeführt werden, daher muss E. coli erst kompetent gemacht werden. Die ver-
wendeten Stämme von Novagen wurden durch chemische Methoden kompetent gemacht. E. 
coli NovaBlue wurde für die oben beschriebenen Klonierungen eingesetzt, da er eine hohe 
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Transformationsfrequenz besitzt. Durch die Abwesenheit der Gene recA und endA wird die 
homologe Rekombination verhindert und die Endonulease I nicht exprimiert, so dass hoch 
konzentrierte und sehr reine Plasmidpräparate aus den Zellen gewonnen werden können. E. 
coli BL21 (DE3) wurde für die Expression vieler Gene in dieser Arbeit genutzt, da dem 
Stamm zum einen die lon und ompT Proteasen fehlen, und er zum anderen chromosomal die 
T7-Polymerase durch den lysogenen Phagen λDE3 trägt. Daher ist der Stamm für die rekom-
binante Proteinexpression besonders geeignet. Die verwendeten Stämme mit der Endung 
pLysS verhindern eine Grundexpression des Zielgens („leaky expression“) vor der Induktion, 
indem sie T7 Lysozym produzieren. Der Stamm Origami (DE3) besitzt 2 Mutationen im Di-
sulfidreduktionsweg, so dass die Bildung von Disulfidbrücken im Cytoplasma erleichtert 
wird. Der Rosetta (DE3) Stamm besitzt viele in E. coli seltene tRNAs und ist damit besonders 
für die heterologe Genexpression geeignet. Der Rosetta-gami (DE3) Stamm schließlich ver-
bindet die Vorteile des Origami (DE3) Stammes mit denen des Rosetta (DE3) Stamm. Die 
Transformation wurde nach dem Novagen-Protokoll durchgeführt: 
 
1. Auftauen der kompetenten Zellen auf Eis 
2. Zugabe von 1 μl des Ligationsansatzes 
3. Inkubation für 5 min auf Eis 
4. Hitzeschock bei 42°C für exakt 30s im Wasserbad (WB 14, Memmert) 
5. Inkubation für 2 min auf Eis 
6. Zugabe von 250 μl SOC-Medium (Fertigmedium von Novagen) 
7. Erholung der Zellen für 1 h  bei 37°C im Schüttler (Infors HT) bei 200 Upm 
 
Die Aufnahme der DNA in die Zellen wird durch den Hitzeschock bewirkt. Nach der Erho-
lung erfolgte die Ausplattierung auf LB-Agar-Platten mit Ampicillin (Kapitel 6.6.1) und In-
kubation bei 37°C im Brutschrank (Memmert U30) über Nacht (Competent Cells, Manual, 
Novagen). 
Nach Transformation und Ausplattierung wurden die neu entstandenen Klone von rmlC/D-
His und aviS-Propeptid durch Restriktionsverdau und PCR mit anschließender Gelelektropho-
rese überprüft. Außerdem wurden Sequenzierungen der Klone bei Sequiserve (Vaterstetten) in 
Auftrag gegeben. Nach erfolgreicher Analyse der Klone wurde ein Klon ausgesucht und in 
einen Expressionsstamm transformiert. 
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2.2 Zellkultivierung, Proteinproduktion und Aufreinigung 
Im Rahmen der Zellkultivierung wurde für alle Stämme ein Upscale von der Schüttelkolben-
kultivierung zur 10- bis 20-L-Fermentation durchgeführt. Die Fermentationen mit einem 
Techfors (40 L oder 20L) Fermenter von Infors wurden im Forschungszentrum Jülich, Institut 
für molekulare Enzymtechnologie durchgeführt. Bei den Techfors-Fermentern wurde der 
Sauerstoffpartialdruck über eine dynamische Belüftungsrate geregelt, um eine ausreichende 
Versorgung der Kulturen zu jedem Zeitpunkt zu gewährleisten. Über den gesamten Verlauf 
der Fermentation erfolgten die Steuerung, sowie die Dokumentation PC-gestützt mithilfe der 
Steuerungs- und Dokumentationssoftware Iris NT (Infors). Die Fermentationen mit einem 
ED10 10-L-Fermenter von B.Braun wurden in der RWTH Aachen, Institut für Biotechnologie 
durchgeführt. Beim B.Braun-Fermenter wurde der Sauerstoffpartialdruck über eine dynami-
sche Regelung der Rührerdrehzahl geregelt, um eine ausreichende Versorgung der Kulturen 
zu jedem Zeitpunkt zu gewährleisten. Über den gesamten Verlauf der Fermentation erfolgten 
die Steuerung, sowie die Dokumentation PC-gestützt mithilfe der Steuerungs- und Dokumen-
tationssoftware MFCS (B.Braun). Als Schwellenwert wurde eine Sauerstoffsättigung der Kul-
tur von 40% gewählt, wobei die Regulation aktiviert wurde, sobald der pO2 einen Wert von 
40% unterschritt. Der pH-Wert wurde während der gesamten Fermentation mithilfe der an 
den Fermenter angeschlossenen Säure und Lauge konstant gehalten. Zunächst wurde am Vor-
abend der Fermentation je eine 200 mL Vorkultur des jeweiligen Mediums angesetzt und aus 
einer Glycerin-Kryokultur angeimpft (1%ig). Mit den Vorkulturen konnten, nach 18 h Inku-
bationszeit bei 37°C und 120 Upm im Schüttler (HT, Infors), die Fermenterkulturen ange-
impft werden. Hierzu wurde die Vorkultur unter der Sterilbank (LaminAir, Holten) in eine 
autoklavierte Flasche umgefüllt und zur Inokulation des Fermenters (2% v/v) eingesetzt. Die 
Inokulation erfolgte mittels eines Impfbestecks (B.Braun bzw. Infors) und einer Schlauch-
pumpe (Watson-Marlow). Nach der Inokulation erfolgte eine Inkubation des Fermenters bei 
37°C bis die OD600 einen Wert zwischen 0,5-0,7 erreicht hatte und die Induktion mit sterilem 
IPTG durchgeführt werden konnte. Die Temperatur wurde nach der Induktion auf den in den 
jeweiligen Fermentationsparametern angegeben Wert verändert. Die Kultivierungsdauer ist 
ebenfalls den Fermentationsparametern der jeweiligen Fermentation zu entnehmen. Zur Be-
stimmung des richtigen Induktionszeitpunktes wurden zu unterschiedlichen Zeitpunkten Pro-
ben der Fermenterbrühe von jeweils 10 mL entnommen und mit dem Fotometer SpectraMax 
Plus (Molecular Devices) Messungen im Küvettenmaßstab zur Bestimmung des OD-Wertes 
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bei 600 nm durchgeführt. Nach Abschluss der Fermentationen wurden die E. coli-Zellen 
durch 20 min Zentrifugation mit einer RC-5B Zentrifuge (Sorvall) im SLA 3000 Rotor mit 
10000 Upm geerntet und die erhaltene Biofeuchtmasse nach einem Wägevorgang (Mettler 
Toledo) bei -20°C bis zur Weiterverarbeitung mit Aufschluss und Aufreinigung gelagert. Die 
S. cerevisiae SuSy-Fermentation wurde als Hochzelldichtefermentation im Institut für Biover-
fahrenstechnik der RWTH Aachen (J. Büchs) durchgeführt und daher separat beschrieben 
(Schroer 2004).   
2.2.1 Expression von Genen in verschiedenen Stämmen zur Synthese von 
Nukleotidzuckern 
2.2.1.1 Heterologe Expression der dTMP-Kinase in E. coli und anschließende Auf-
reinigung  
Das für die dTMP-Kinase kodierende Gen thk1 aus Saccharomyces cerevisiae wurde von 
Manfred Konrad (MPI Göttingen) zur Verfügung gestellt und zuvor in den Vektor pJC20 (mit 
Ampicillin-Resistenzgen), einer Kombination aus pET3c und pBluescript II KS(+) kloniert 
(Kapitel 6.9). Das Plasmid pTHK1(pJC20) wurde zur heterologen Expression in E. coli BL21 
(DE3) transformiert (Lavie, Schlichting et al. 1997; Lavie, Vetter et al. 1997). Außerdem 
wurde noch ein Gly-Ser-(His)-Tag angehängt (pTHK1(pJC20) His-C), der aber keine Aus-
wirkung auf die Aktivität des Enzyms hat (Brundiers et al. 1999).   
Die Kultivierung der E. coli BL21 (DE3) dTMP-Kinase erfolgte im 10-L-Maßstab, da größere 
Enzymmengen für die Synthese der dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose und der dTDP-β-L-
Rhamnose benötigt wurden. Als Medium wurde sowohl bei den Vorkulturen, als auch im 
Fermenter LB-Medium (Kapitel 6.6.1) und 100 μg/mL Ampicillin (Endkonzentration) zur 
Selektion verwendet. 
 
Fermentationsparameter: 
Stamm: E. coli BL21 (DE3) dTMP-Kinase 
Fermenter: B.Braun ED10  
Medium: 10 L LB-Medium  
Selektionsmarker:  Ampicillin (100 mg/L) 
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Induktion: 0,4 mM IPTG (Endkonzentration) 
Temperatur: 37°C 
pH-Wert: 7,5 
Lauge: 3 M KOH (Roth) 
Säure: 3 M H3PO4 (Roth) 
Antischaummittel: 4 mL Plurafac LF1300 (BASF) 
pO2: <40%, geregelt 
Rührerdrehzahl: 100-1400, geregelt 
Belüftungsrate (Flow): 10 NL/min, ungeregelt 
Kultivierungsdauer 
(nach Induktion): 4 h 
 
Zur Aufreinigung wurde nach einem semi-präparativen Zellaufschluss per Ultraschall (Kapi-
tel 2.3.1) eine präparative IMAC an Ni2+-NTA-Agarose durchgeführt (Kapitel 2.3.4.2). Hier-
bei wurden 30 ml einer 40%igen Zellsuspension (12 g Biofeuchtmasse) in Puffer A (50 mM 
Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 10 mM Imidazol, pH: 8,0) aufgeschlossen und 
24 ml Rohextrakt erhalten, die auf die IMAC Säule aufgetragen wurden. Nach Elution mit 
Elutionspuffer C (50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 250 mM Imidazol, 
pH: 8,0) konnten 66 ml Enzympool fraktioniert gesammelt werden, die anschließend noch per 
Ultrafiltration aufkonzentriert wurden. Der Aktivitätstest erfolgte analog zum beschriebenen 
Aktivitätstest (Günther 2001). Das dem Test zu Grunde liegende Reaktionsschema und eine 
Abwandlung des Tests wurde bei der Immobilisierung der dTMP-Kinase an Ni2+-NTA Mag-
net-Beads beschrieben (Kapitel 2.7.5). Bis zum Einsatz bei den Synthesen von dTDP-6-
Desoxy-4-keto-glucose und dTDP-β-L-Rhamnose (Kapitel 2.5) wurde die dTMP-Kinase bei -
20°C gelagert. 
2.2.1.2 Heterologe Expression von Saccharose Synthase 1 aus Solanum tubero-
sum in Saccharomyeces cerevisiae  
Das Gen sus1 aus Solanum tuberosum, das für die Saccharose Synthase 1 kodiert, wurde in 
den Vektor pDR195 unter Kontrolle des Protonen-ATPase-Promoters (PMA1) und eines 
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ADH-Terminators kloniert. Um das Gen heterolog zu exprimieren, wurde das Plasmid 
pDRSuSy in S. cerevisiae Stamm 22574d transformiert (Schrader 1998). Die Expression er-
folgte konstitutiv während des Wachstums unter Kontrolle der Glucose-Zufuhr und der Bega-
sung. Ausgehend von SD-Erhaltungsplatten wurden 3x50 mL SD-Medium (pH: 4,5, Kapitel 
6.6) mit 2% Glucose mit je einer Einzelkolonie angeimpft und 24 h bei 30°C und 120 Upm 
(Schüttler HT, Infors) inkubiert. Diese Kulturen wurden in 3x500 mL SD-Medium mit 2% 
Glucose überführt und für weitere 24 h bei 30°C unter Schütteln inkubiert. Die 15-L-
Hauptkultur wurde mit 1,5-L-Vorkultur angeimpft und bei 30°C fermentiert. Es wurde eine 
Glucose-Startkonzentration von 1 g/L eingestellt. Die Hochzelldichtefermentation wurde im 
Institut für Bioverfahrenstechnik (J. Büchs) durchgeführt. 
Fermentationsparameter: 
Stamm:  S. cerevisiae 22574d pDRSuSy   
Fermenter: Labor-Pilot-Reaktor LP 351, 50 L, Bioengineering AG 
Medium: SD-Medium (Kapitel 6.6) 
Endvolumen:  23,8 L 
Selektionsmarker:  Uracil 
Temperatur: 30°C 
pH-Wert: 4,5 
Antischaummittel: 5 mL/L Plurafac LF1300 (BASF) 
Feed 1: exponentieller Glucose-Feed (900 g/L Glucose) 
Feed 2: 25% Ammoniak 
max. Überdruck 1,9 bar 
Kultivierungsdauer: 51,5 h  
 
Nach Verbrauch der vorgegebenen Glucose wurde ein exponentieller Glucose-Feed mit einer 
50%igen Glucoselösung gestartet. Die Fermentation wurde beendet, als kein Wachstum mehr 
beobachtet werden konnte. Die Hefen wurden durch Zentrifugation für 20 min bei 11000 
Upm (SLA 3000 Rotor, Sorvall RC5B) geerntet. Die erhaltene Biofeuchtmasse wurde nach 
einem Wägevorgang (Mettler Toledo) bei -70°C bis zur Weiterverarbeitung mit Aufschluss 
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und Aufreinigung gelagert.  
Es folgte die Aufreinigung mit Anionenaustauschchromatographie (Kapitel 2.3.3) und an-
schließender präparativer IMAC (Kapitel 2.3.4.2). Bei der IMAC wurde mit einem linearen 
Gradienten zwischen 1,5-25 mM Imidazol eluiert, da die Bindung nur aufgrund von histidin-
reichen Bereichen des Proteins erfolgt und daher nur schwach ausgeprägt ist. Das konzentrier-
te IMAC-Eluat wurde dann für die Synthesen der Nukleotidzucker, im Enzym-Modul-System 
und für die Immobilisierung mit Magnet Ni2+-NTA-Beads verwendet. 
2.2.1.3 Heterologe Produktion von dTDP-Glucose-4,6-Dehydratase (rmlB), dTDP-4-
Dehydrorhamnose-3,5-Epimerase (rmlC) und dTDP-4-Dehydrorhamnose 
Reduktase (rmlD) aus Salmonella enterica in E. coli  
Die Gene rmlB,  rmlC und rmlD aus Salmonella enterica, Gruppe B, serovar typhimurium 
(LT2) kodieren für die Enzyme dTDP-Glucose-4,6-Dehydratase (EC 4.2.1.46), dTDP-4-
Dehydrorhamnose-3,5-Epimerase (EC 5.1.3.13) und dTDP-4-Dehydrorhamnose Reduktase 
(EC 1.1.1.133) zur biokatalytischen Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose (Abbildung 3). Sie 
wurden in den Expressionsvektor pT7-6 kloniert und in E. coli BL21 (DE3) transformiert 
(Verseck 1997). Im Zuge dieser Arbeit wurde das rmlC- und das rmlD-Gen mit einem His-
Aufreinigungstag für eine erleichterte Aufreinigung per IMAC bzw. Ni2+-NTA-Magnet-Beads 
versehen (Kapitel 2.1.2.1).  
Zunächst wurde eine kleine Anzucht im Schüttelkolben durchgeführt, worauf nach erfolgrei-
chem SDS-PAGE, Western-Blotting (Kapitel 2.8.5 und 2.4.3) und Aktivitätstest (Kapitel 
2.4.3.3) die 10-L-Fermentationen folgten. Die 1-L-Kultivierungen wurden in einem 5-L-
Erlenmeyerkolben durchgeführt. Die Anzucht der E. coli-Stämme erfolgte in LB-Medium 
(Kapitel 6.6.1), dem 100 μg/mL Ampicillin zur Selektion zugegeben wurde. Am Vorabend 
der Anzucht wurde jeweils pro Stamm eine 20 mL Vorkultur aus einer Glycerin-Kryokultur 
angeimpft (1%ig) und für 18 h bei 37°C und 120 Upm im Schüttler (HT, Infors) inkubiert. 
Nach der Inokulation der Hauptkultur erfolgte die Anzucht bei 120 Upm und 37°C (HT 
Schüttler, Infors) bis zu einer OD600 von 0,5-0,7, bei der die Induktion mit 0,4 mM IPTG 
(Endkonzentration, Roth) durchgeführt wurde. Nach der Induktion wurden die Kulturen von 
rmlC und rmlD für 4 h bei 30°C inkubiert, während die Kulturen von rmlB nach der Induktion 
für 12 h bei 30°C inkubiert wurden. Anschließend erfolgte die Ernte mit der Zentrifuge (Sor-
vall RC-5B).  
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Nachdem sowohl SDS-PAGE, Western-Blotting als auch der Aktivitätstest von RmlC und 
RmlD erfolgreich waren, erfolgte die Kultivierung von RmlC und RmlD durch Fermentation 
im 10-L-Maßstab, da für die Nukleotidzuckersynthesen große Enzymmengen benötigt wur-
den. RmlB hingegen wurde im 20-L-Maßstab fermentiert, da sehr große Enzymmengen für 
die Synthese des zentralen Intermediats dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose benötigt wurden. Als 
Medium für die Kultivierung von RmlB, RmlC und RmlD wurden sowohl bei den Vorkultu-
ren, als auch in den Fermentern LB-Medium (Kapitel 6.6.1) mit 2% (v/v) Glycerin und 100 
μg/mL Ampicillin zur Selektion verwendet.  
Fermentationsparameter: 
Stamm: E. coli BL21 (DE3) RmlC-His, E. coli BL21 (DE3) RmlD-His und 
E. coli BL21 (DE3) RmlB 
Fermenter: B.Braun ED10 (rmlC/D-His) oder Techfors 40 L (rmlB) 
Medium: 10 L LB-Medium (20 L rmlB) mit 2% (v/v) Glycerin 
Selektionsmarker:  Ampicillin (100 mg/L) 
Induktion: 0,4 mM IPTG (Endkonzentration) 
Temperatur: bis zur Induktion 37°C, nach der Induktion 30°C 
pH-Wert: 7,5 
Lauge: 3 M KOH (Roth) 
Säure: 3 M H3PO4 (Roth) 
Antischaummittel: 4 mL Plurafac LF1300 (BASF) im B.Braun ED10-Fermenter und    
4 mL Antifoam 289 (Sigma) im Techfors 40L-Fermenter 
pO2: <40%, geregelt 
Rührerdrehzahl: 100-1400, geregelt 
Belüftungsrate (Flow): 10 NL/min, ungeregelt (ED10) bzw. geregelt (Techfors 40L) 
Kultivierungsdauer  
(nach Induktion): 4 h (rmlC und rmlD) und 12 h (rmlB) 
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2.2.1.4 Heterologe Produktion von dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose-2,3-
Dehydratase (aviS) und dTDP-6-Desoxy-3,4-diketo-D-glucose-3-
Ketoreductase (aviT) aus Streptomyces viridochromogenes und dTDP-2,6-
Didesoxy-4-keto-D-glucose-4-Ketoreductase (urdR) aus Streptomyces fradi-
ae in E. coli 
Die Gene aviS und aviT aus dem Avilamycin Cluster von Streptomyces viridochromogenes 
Tü57 kodieren für die Enzyme dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose-2,3-Dehydratase und dTDP-
6-Desoxy-3,4-diketo-glucose-3-Ketoreductase (Weitnauer et al. 2001) zur biokatalytischen 
Synthese von dTDP-2,6-Didesoxy-4-keto-α-D-Glucose (Abbildung 27). Beide Gene wurden 
in die Expressionsvektoren pQE60 (C-terminaler His-Tag) und pRSETb (N-terminaler His-
Tag) kloniert und in E. coli BL21 (DE3) transformiert. Nach bereits publizierten Daten ist bei 
der 2,3-Dehydratase (homolog zu AviS) mit N-terminalem His-Tag und der 3-Ketoreductase 
(homolog zu AviT) mit C-terminalem His-Tag Aktivität zu erwarten, daher wurde mit diesen 
beiden Enzymen weitergearbeitet (Dräger et al. 1999; Chen, Agnihotri et al. 1999). Das Gen 
urdR  aus  dem  Urdamycin  Cluster  von  Streptomyces  fradiae  2717 kodiert  für das Enzym  
Abbildung 27: Umwandlung von dTDP-6-Desoxy-4-keto-α-D-glucose mit AviS, AviT und UrdR zur dTDP-D-  
Olivose. 
dTDP-2,6-Didesoxy-4-keto-glucose-4-Ketoreductase. Es wurde in den Expressionsvektor 
pQE-R kloniert (Hoffmeister et al. 2000) und nach Transformation (Kapitel 2.1.6) in E. coli 
BL21 (DE3) exprimiert. Zunächst wurden Kultivierungen im Schüttelkolben durchgeführt, 
wobei mit SDS-PAGE und Western-Blotting (Kapitel 2.8.5) die lösliche und unlösliche Ex-
pression überprüft wurde. Hierfür wurden 100 mL-Kultivierungen in 1-L-Erlenmeyerkolben 
durchgeführt. Um eine lösliche Expression der Gene in E. coli zu erreichen, wurden zunächst 
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die Anzuchtbedingungen variiert. Folgende Anzuchtparameter wurden nacheinander einzeln 
verändert, um die Expression zu verbessern: 
   Tabelle 13: Variation der Anzuchtparameter bei der Expression von aviT, aviS, aviS-Pro und urdR. 
Stamm Gen Anzuchtparameter 
E. coli BL21 (DE3), 
E. coli Rosetta-gami (DE3) 
aviT TB-Medium, LB-Medium
Temp. 28-30°C
Induktion mit 1 mM IPTG,
danach noch 12 h Inkubation 
E. coli BL21 (DE3),  
E. coli Rosetta (DE3), E. coli  
Rosetta-gami (DE3) 
aviS TB-Medium, LB-Medium
Temp. 16-37°C (in 2°C-Schritten)
60-190 Upm (in 30 Upm-Schritten)
Induktion 0,1-1 mM IPTG (in 0,2 
mM-Schritten) 
Anzucht nach Induktion von 1-12 h 
(in 1 h -Schritten) 
E. coli BL21 (DE3)  aviS-Propeptid LB-Medium 
Temp. 20-37°C (in 2°C-Schritten)
60-190 Upm (in 30 Upm-Schritten)
Induktion 0,1-0,4 mM IPTG (in 0,2 
mM-Schritten) 
Anzucht nach Induktion von 4-12 h 
(in 2 h-Schritten) 
E. coli BL21 (DE3) 
E. coli Rosetta (DE3), E. coli 
Rosetta-gami (DE3), E. coli 
Origami (DE3), E. coli Origa-
mi pLysS (DE3) 
urdR LB-Medium, TB-Medium, M9-
Medium, Sorbitol-Betain-Medium
Temp. 20-37°C (in 2°C-Schritten)
60-190 Upm (in 30 Upm-Schritten)
Induktion 0,1-1,0 mM IPTG (in 0,2 
mM-Schritten) 
Anzucht nach Induktion von 4-12 h 
(in 2 h-Schritten) 
 
Als sich zeigte, dass eine lösliche Expression von UrdR schwierig war, wurde auch eine Fusi-
on mit einer pelB-Leadersequenz für eine periplasmatische Expression durchgeführt (keine 
weiteren Daten zur Klonierung angegeben). Im Falle von AviS erfolgte auch eine Klonierung 
in Streptomyces fradiae und anschließende Kultivierung durch Anke Frerich (Freiburg, Phar-
mazeutische Biologie). Die SDS-PAGE und Western-Blotting Analyse wurde nach Übersen-
dung der Biofeuchtmasse in Aachen durchgeführt. Analog wurde das zu AviS homologe En-
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zym UrdS aus dem Urdamycin Cluster ebenfalls in Streptomyces fradiae kloniert, kultiviert 
und zur weiteren Analyse per SDS-PAGE und Western-Blotting nach Aachen geschickt. Au-
ßerdem erfolgte die zuvor bereits beschriebene Fusion von AviS mit einem Lipase-Propeptid 
aus Staphylococcus hyicus (Kapitel 2.1.2.2). Das Propeptid von Roland Freudl (IBT-1, FZ 
Jülich) hatte die Expression einer β1,4-Galactosyltransferase (Schumacher 1999) bereits deut-
lich verbessert. Für das Fusionsprotein AviS-Pro wurde analog zu AviT, UrdR und dem nicht-
fusionierten AviS ebenfalls eine Expressionsoptimierung durch Variation der Anzuchtbedin-
gungen durchgeführt (Tabelle 13).  
Nachdem die optimalen Anzuchtbedingungen per Western-Blotting für AviS-Pro, AviT und 
UrdR ermittelt worden waren, wurde ein „Upscale“ auf 10-L-Fermentationen durchgeführt. 
Im Falle von AviS ließ sich unter keiner der gewählten Anzuchtbedingungen eine lösliche 
Expression feststellen, daher wurde mit AviS-Pro (Kapitel 2.1.2.2) weitergearbeitet. Die Kul-
tivierung der Stämme erfolgte im großen Maßstab, da viel Enzym für die Synthese der dTDP-
aktivierten Zucker benötigt wurde und die schlechte lösliche Expression durch den Auf-
schluss größerer Mengen Biofeuchtmasse ausgeglichen werden mussten. Im Folgenden wer-
den die optimalen Fermentationsbedingungen der 3 Enzyme aufgeführt. 
Fermentationsparameter: 
Stamm: E. coli BL21 (DE3) AviT  
Fermenter: ED10 10 L (B.Braun) oder Techfors 20 L (Infors) 
Medium: 10-L-TB-Medium 
Selektionsmarker:  Ampicillin (100 mg/L) 
Induktion: 1,0 mM IPTG (Endkonzentration) 
Temperatur: bis zur Induktion 37°C, nach der Induktion 28°C 
pH-Wert: 7,5 
Lauge: 3 M NaOH (Roth) 
Säure: 3 M H3PO4 (Roth) 
Antischaummittel: 4 mL Antifoam 289 (Sigma) im Techfors 20L-Fermenter oder 4 mL 
Plurafac LF 1300 (BASF) im B.Braun ED10-Fermenter 
pO2: <40%, geregelt  
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Rührerdrehzahl: 100-1500, geregelt 
Belüftungsrate (Flow): 10 NL/min, geregelt (Infors) und ungeregelt (B.Braun) 
Kultivierungsdauer 
(nach Induktion): 12 h 
 
Stamm:  E. coli BL21 (DE3) AviS-Pro 
Fermenter: ED10 10 L (B.Braun)  
Medium: 10-L-LB-Medium 
Selektionsmarker:  Ampicillin (100 mg/L) 
Induktion: 1,0 mM IPTG (Endkonzentration) 
Temperatur: bis zur Induktion 37°C, nach der Induktion 28°C 
pH-Wert: 7,5 
Lauge: 3 M NaOH (Roth) 
Säure: 3 M H3PO4 (Roth) 
Antischaummittel: 4 mL Plurafac LF 1300 (BASF) 
pO2: <40%, geregelt 
Rührerdrehzahl: 100-1500, geregelt 
Belüftungsrate (Flow): 10 NL/min, ungeregelt 
Kultivierungsdauer 
(nach Induktion): 12 h  
 
Stamm:  E. coli BL21 (DE3) UrdR 
Fermenter: Techfors 20 L (Infors) 
Medium: 10-L-TB-Medium 
Selektionsmarker:  Ampicillin (100 mg/L) 
2 Material und Methoden  73 
Induktion: 0,4 mM IPTG (Endkonzentration) 
Temperatur: bis zur Induktion 37°C, nach der Induktion 30°C 
pH-Wert: 7,5 
Lauge: 3 M NaOH (Roth) 
Säure: 3 M H3PO4 (Roth) 
Antischaummittel: 4 mL Antifoam 289 (Sigma) 
pO2: <40%, geregelt 
Rührerdrehzahl: 100-1500, geregelt 
Belüftungsrate (Flow): 10 NL/min, geregelt 
Kultivierungsdauer 
(nach Induktion): 12 h 
2.2.1.5 Heterologe Produktion von dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose-3,4-Epimerase 
(midH) und dTDP-6-Desoxy-3-keto-D-glucose-3-Aminotransferase (midC) 
aus Streptomyces mycarofaciens in E. coli  
Die Gene midC und midH aus dem Midecamycin Cluster von Streptomyces mycarofaciens 
UC189B (ATCC 21454) kodieren für die Enzyme dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose-3,4-
Epimerase (MidH) und dTDP-6-Desoxy-3-keto-D-glucose-3-Aminotransferase (MidC) (Cong 
2000) zur biokatalytischen Synthese von dTDP-3,6-Didesoxy-3-Amino-α-D-glucose 
(Abbildung 28). Die Gene midC (pLCW2-21) und midH (pLCW4-3) wurden von Lina Cong 
(Institut für Chemische Mikrobiologie, Bergische Universität Wuppertal, Kapitel 6.9) in den 
Expressionsvektor pET16b (N-terminaler His-Tag) kloniert und in E. coli BL21 (DE3) trans-
formiert. Zunächst wurden Kultivierungen im Schüttelkolben durchgeführt, wobei mit SDS-
PAGE und Western-Blotting (Kapitel 2.8.5) die lösliche und unlösliche Expression überprüft 
wurde. Hierfür wurden 100 mL-Kultivierungen in 1-L-Erlenmeyerkolben durchgeführt.  
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   Abbildung 28: Umwandlung von dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose zu dTDP-D-Mycaminose mit MidC, MidH    
   und MidK (Cong 2000). 
Um eine lösliche Expression der Gene in E. coli zu erreichen, wurden zunächst die Anzucht-
bedingungen variiert. Folgende Anzuchtparameter wurden nacheinander einzeln verändert, 
um die Expression zu verbessern: 
         Tabelle 14: Variation der Anzuchtparameter bei der Expression von midC und midH. 
Stamm Gen Anzuchtparameter 
E. coli BL21 (DE3), 
E. coli Origami (DE3), E. 
coli Origami pLysS (DE3), 
E. coli Rosetta (DE3) 
midC LB-Medium, Sorbitol-Betain-
Medium, M9-Medium
Temp. 20-37°C (in 2°C-
Schritten), 60-120 Upm (in 30 
Upm-Schritten), Induktion 0,1-1 
mM IPTG (in 0,2 mM-Schritten)
Weitere Anzucht nach Induktion 
von 4-12 h (in 2 h-Schritten) 
E. coli BL21 (DE3), 
E. coli Origami (DE3), E. 
coli Origami pLysS (DE3), 
E. coli Rosetta (DE3) 
midH TB-Medium, Sorbitol-Betain-
Medium, M9-Medium
Temp. 20-37°C (in 2°C-
Schritten), 60-120 Upm (in 30 
Upm-Schritten), Induktion 0,1-1 
mM IPTG (in 0,2 mM-Schritten)
Weitere Anzucht nach Induktion 
von 4-12 h (in 2 h-Schritten) 
 
Nachdem die optimalen Anzuchtbedingungen per Western-Blotting für MidC und MidH er-
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mittelt worden waren, wurden je nach Bedarf 10-L-und 20-L-Fermentationen der Stämme 
durchgeführt. Im Folgenden werden die optimalen Fermentationsbedingungen der beiden En-
zyme aufgeführt: 
Fermentationsparameter: 
Stamm:  E. coli BL21 (DE3) MidC und E. coli BL21 (DE3) MidH  
Fermenter: ED10 10 L (B.Braun) oder Techfors 20 L (Infors) 
Medium: 10-L- bzw. 20-L-Sorbitol-Betain-Medium 
Selektionsmarker:  Ampicillin (100 mg/L) 
Induktion: 0,4 mM IPTG (Endkonzentration) 
Temperatur: bis zur Induktion 37°C, nach der Induktion 28°C 
pH-Wert: 7,0 
Lauge: 3 M KOH (Roth) 
Säure: 3 M H3PO4 (Roth) 
Antischaummittel: 4 mL Antifoam 289 (Sigma) im Techfors-Fermenter oder 4 mL 
Plurafac LF 1300 (BASF) im ED10-Fermenter 
pO2: <40%, geregelt 
Rührerdrehzahl: 100-1500, geregelt 
Belüftungsrate (Flow): 10 NL/min, geregelt (Techfors, Infors) und ungeregelt (ED10, 
B.Braun) 
Kultivierungsdauer 
(nach Induktion): 12 h 
2.2.1.6 Heterologe Produktion von dTDP-6-Desoxy-3-amino-N,N-
Dimethyltransferase (midK) aus Streptomyces mycarofaciens in Streptomy-
ces lividans 
Das Gen midK aus dem Midecamycin Cluster von Streptomyces mycarofaciens kodiert für die 
dTDP-6-Desoxy-3-amino-N,N-Dimethyltransferase aus Streptomyces mycarofaciens UC189B 
(ATCC 21454) (Cong 2000). Das Gen midK (pLCW3-2) wurde von Lina Cong in den Ex-
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pressionsvektor pIJ4123 kloniert und in Streptomyces lividans transformiert. MidK wurde von 
Lina Cong (Kapitel 6.9, Institut für Chemische Mikrobiologie, Bergische Universität Wupper-
tal) in Streptomyces lividans auf einer Sporenplatte geschickt. Zunächst musste eine Sporen-
suspension hergestellt werden, indem steriles 30%iges Glycerin auf die bewachsene Platte 
gegeben und die gewachsenen Sporen mit einer Impföse abgekratzt wurden. Anschließend 
wurde die Suspension durch sterile, nicht absorbierende Baumwolle filtriert, um Mycelreste 
zu entfernen. Die so erhaltene Sporensuspension wurde bei -20°C gelagert und zum Animp-
fen von Schüttelkolbenkulturen verwendet. Eine 100 mL-Kultivierung im 1-L-Schüttelkolben 
wurde durchgeführt, wobei mit SDS-PAGE und Western-Blotting (Kapitel 2.8.5) die lösliche 
und unlösliche Expression überprüft wurde. Nachdem die Expression erfolgreich nachgewie-
sen werden konnte, wurde eine 20-L-Fermentation durchgeführt, da die Schwäche der lösli-
chen Expression anzeigte, dass sehr viel Zellmasse für eine erfolgreiche IMAC-Aufreinigung 
des His-getaggten Enzyms benötigt werden würde.   
Zunächst wurde eine 200 mL Vorkultur SGYEME Medium (Kapitel 6.6.1) angesetzt und mit 
der zuvor hergestellten Sporensuspension angeimpft (1%ig). Mit der Vorkultur konnten nach 
42 h Inkubation bei 28°C und 120 Upm im Schüttler (HT, Infors) die Fermenterkulturen an-
geimpft werden (1%ig). Im Anschluss wurde die Vorkultur unter der Sterilbank (LaminAir, 
Holten) in eine sterile Flasche umgefüllt und zur Inokulation des Fermenters eingesetzt. Die 
Inokulation erfolgte mittels eines Impfbestecks (Infors bzw. B.Braun) und einer Schlauch-
pumpe (Watson-Marlow). Nach der Inokulation erfolgte die gesamte Kultivierung bei 28°C 
und direkt nach der Inokulation wurde mit 15 μg/mL Thiostrepton induziert. Die gesamte 
Kultivierung erfolgte bei 28°C und die Induktion wurde nach 12 h Inkubation mit sterilem 
Thiostrepton (15 mg/L, Roth) durchgeführt. Die Fermentation wurde nach der Induktion für 
weitere 30 h fortgeführt. Über den gesamten Verlauf der Fermentation erfolgten die Steuerung 
sowie die Dokumentation PC gestützt mithilfe der Steuerungs- und Dokumentationssoftware 
Iris NT (Infors).  
Fermentationsparameter: 
Stamm: S. lividans MidK  
Fermenter: Techfors 40 L (Infors) 
Medium: 20-L-SGYEME-Medium 
Selektionsmarker:  Kanamycin (30 mg/L) 
2 Material und Methoden  77 
Induktion: 15 mg/L Thiostrepton 
Temperatur: 28°C  
pH-Wert: 7,0 
Lauge: 3 M KOH (Roth) 
Säure: 3 M H3PO4 (Roth) 
Antischaummittel: 4 mL Sigma Antifoam 289 
pO2: <30%, geregelt 
Rührerdrehzahl: 100-1500, geregelt 
Belüftungsrate (Flow): 10 NL/min, geregelt 
Kultivierungsdauer 
(nach Induktion): 42 h 
Um zu jedem Zeitpunkt der Fermentation eine ausreichende Versorgung der Kultur zu ge-
währleisten, wurde der Sauerstoffpartialdruck (pO2) geregelt. Dies wurde mit einer dynami-
schen Regelung der Rührerdrehzahl und der Belüftungsrate erreicht. Als Schwellenwert wur-
de eine Sauerstoffsättigung der Kultur von 30% gewählt, wobei die Regulation aktiviert wur-
de, sobald der pO2 einen Wert von 30% unterschritt.  
2.2.2 Expression von Glykosyltransferasegenen in E. coli  
2.2.2.1 Heterologe Expression der Glykosyltransferase SorF aus Sorangium cellulo-
sum in E. coli 
Das Gen sorF aus dem Sorangicin Biosynthesecluster von Sorangium cellulosum so ce 12 
kodiert für eine Glykosyltransferase. Zur Expression von SorF wurde das IMPACT® „One-
Step Protein Purification“ System verwendet (New England Biolabs). Das Gen wurde in den 
Vektor pTYB (New England Biolabs) kloniert und als Fusionsprotein in E. coli exprimiert. C-
terminal weist das Protein eine Inteindomäne auf, die mit einer Chitin-bindenden Domäne 
fusioniert ist (Kopp 2005). Dies erlaubt zum einen die erleichterte Aufreinigung des Zielpro-
teins per Affinitätschromatographie und zum anderen zerfällt das Intein bei der Elution mit 
DTT, so dass das Zielprotein sehr rein und ohne Aufreinigungs-Tag erhalten wird (Chong et 
al. 1997). Die Vektoren der pTYP-Familie tragen einen T7-Promoter, durch den sie IPTG-
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induzierbar sind, und außerdem vermittelt das Plasmid Ampicillin-Resistenz.   
Zunächst wurde eine kleine Anzucht in 2-L-LB Medium in 5-L-Schüttelkolben durchgeführt, 
worauf nach erfolgreicher SDS-PAGE (Kapitel 2.8.5) und Aktivitätstest mit UDP-D-Glucose 
(Kapitel 2.4.5) eine 10-L-Fermentation folgte.   
Die 2x2-L-Kultivierungen wurden in 5-L-Erlenmeyerkolben durchgeführt. Die Anzucht des 
E. coli-Stammes erfolgte mit LB-Medium (Kapitel 6.6.1), dem 100 μg/mL Ampicillin zur 
Selektion zugegeben wurde. Am Vorabend der Anzucht wurde eine 20 mL-Vorkultur aus 
einer Glycerin-Kryokultur angeimpft (1%ig) und für 18 h bei 37°C und 120 Upm im Schüttler 
(HT, Infors) inkubiert. Nach der Inokulation der Hauptkultur (1%ig) erfolgte die Anzucht im 
Schüttler (HT, Infors) bei 120 Upm und 37°C bis zu einer OD600 von 0,5-0,7, bei der die In-
duktion mit IPTG (0,4 mM Endkonzentration, Roth) durchgeführt wurde. Nach der Induktion 
wurde die Kultur für weitere 24 h bei 16°C inkubiert. Anschließend erfolgte die Ernte mit der 
Zentrifuge (RC-5B, SLA 3000 Rotor, 10000 Upm, Sorvall). Daraufhin wurden 4 g E. coli-
SorF Biofeuchtmasse in Aufschlusspuffer per Ultraschall aufgeschlossen (Kapitel 2.3.1) und 
nach der Zentrifugation des Rohextraktes (Rotina 35R, Hettich) eine Affinitätschroma-
tographie an Chitin-Beads durchgeführt (Kapitel 2.3.4.4). Das erhaltene Eluat wurde mit Vi-
vaspin 500 Modulen (Sartorius, 10 kDa cut off) aufkonzentriert und per SDS-PAGE analy-
siert (Kapitel 2.8.5).  
Nachdem sowohl die SDS-PAGE als auch der Aktivitätstest von SorF erfolgreich waren, er-
folgte die Kultivierung von SorF im 10-L-Maßstab, da größere Zellmassen benötigt wurden. 
Als Medium wurde sowohl bei den Vorkulturen als auch in den Fermentern LB-Medium (Ka-
pitel 6.6.1) und 100 μg/mL Ampicillin zur Selektion verwendet. Zunächst wurde am Vor-
abend der Fermentation eine 200 mL LB-Medium Vorkultur angesetzt und aus einer Glyce-
rin-Kryokultur angeimpft (1%ig). Mit den Vorkulturen konnten nach 18 h Inkubation bei 
37°C und 120 Upm im Schüttler (HT, Infors) die Fermenterkulturen angeimpft werden. Die 
Vorkultur wurde unter der Sterilbank (LaminAir, Holten) in eine sterile Flasche umgefüllt 
und zur Inokulation des Fermenters eingesetzt. Die Inokulation erfolgte mittels eines Impf-
bestecks (B.Braun) und einer Schlauchpumpe (Watson-Marlow). Nach der Inokulation erfolg-
te eine Inkubation bei 37°C, bis die OD600 einen Wert zwischen 0,5-0,7 erreicht hatte und die 
Induktion mit sterilem IPTG (0,4 mM Endkonzentration, Roth) durchgeführt sowie die Tem-
peratur für 24 h auf 16°C gesenkt wurde. Es wurde diese niedrige Kultivierungstemperatur 
von 16°C gewählt, um möglichst wenig inclusion bodies zu bilden. Über den gesamten Ver-
lauf erfolgten die Steuerung sowie die Dokumentation PC-gestützt mithilfe der Steuerungs- 
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und Dokumentationssoftware MFCS (B.Braun).  
Fermentationsparameter: 
Stamm:  E. coli BL21 (DE3) SorF  
Fermenter: B.Braun ED10 
Medium: 10 L LB-Medium  
Selektionsmarker:  Ampicillin (100 mg/L) 
Induktion: 0,4 mM IPTG (Endkonzentration) 
Temperatur: bis zur Induktion 37°C, nach der Induktion 16°C 
pH-Wert: 7,5 
Lauge: 3 M KOH (Roth) 
Säure: 3 M H3PO4 (Roth) 
Antischaummittel: 4 mL Plurafac LF1300 (BASF)0 
pO2: <40%, geregelt 
Rührerdrehzahl: 100-1400, geregelt 
Belüftungsrate (Flow): 10 NL/min, ungeregelt 
Kultivierungsdauer 
(nach Induktion): 24 h 
2.3 Proteinaufreinigung 
Die in der Proteinchromatographie eingesetzten Puffer wurden alle vor Gebrauch filtriert 
(0,22 μm, Celluloseactetat-Membran, Sartorius) und entgast. Alle verwendeten Säulen wur-
den nach Herstellervorschrift gepackt und vor Gebrauch regeneriert. In den folgenden Kapi-
teln werden die Aufschluss- und Aufreinigungsmethoden der verschiedenen Enzyme mit un-
terschiedlichen Methoden in unterschiedlichen Maßstäben beschrieben. Um jedem aufgerei-
nigten Enzym die verwendete Methode und den Maßstab zuordnen zu können, gibt Tabelle 15 
für jedes Enzym einen Überblick. 
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Tabelle 15: Auflistung der Aufschluß- und Aufreinigungsmethoden aller verwendeten Enzyme (US: 
Ultraschall, KG: Kugelmühle, Spin-Kit: Ni2+-NTA Spin Kit). 
Enzym Aufschluß-
methode 
Zellmasse [g] Rohextrakt- 
volumen [mL] 
Aufreinigungs- 
methode 
dTMP-Kinase präparativ 
2.3.1 
12 30 IMAC präp. 
2.3.4.2 
SuSy präparativ KG 
2.3.2 
200  500 IEX + IMAC 
2.3.2 – 2.3.4 
RmlB präparativ KG 
2.3.1 
133 380 IEX 
2.3.3 
RmlC-His analytisch 
2.3.1  
0,4 1 Spin-Kit (IMAC) 
2.3.4.1 
 semi-präparativ 
2.3.1 
5 15 IMAC semi-präp. 
2.3.4.2 
 präparativ 
2.3.1 
15 45 IMAC präp. 
2.3.4.2 
RmlD-His analytisch 
2.3.1 
0,4 1 Spin-Kit (IMAC) 
 2.3.4.1 
 semi-präparativ 
2.3.1 
5 15 IMAC semi-präp. 
2.3.4.2 
 präparativ 
2.3.1 
15 45 IMAC präp. 
2.3.4.2 
AviT analytisch 
2.3.1 
0,4 1 Spin-Kit (IMAC) 
2.3.4.1 
 semi-präparativ 
2.3.1 
4 12 IMAC semi-präp. 
2.3.4.2 
 präparativ US 
2.3.1 
15 45 IMAC präp. 
2.3.4.2 
AviS-Pro analytisch 
2.3.1 
0,4 1 Spin-Kit (IMAC) 
2.3.4.1 
 semi-präparativ 
2.3.1 
4 12 IMAC semi-präp. 
2.3.4.2 
 präparativ US 
2.3.1 
15 45 IMAC präp. 
2.3.4.2 
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Enzym Aufschluß-
methode 
Zellmasse [g] Rohextrakt- 
volumen [mL] 
Aufreinigungs- 
methode 
UrdR analytisch 
2.3.1 
0,2 0,6 Spin-Kit (IMAC) 
2.3.4.1 
 semi-präparativ 
2.3.1 
4 12 IMAC semi-präp. 
2.3.4.2 
 präparativ US 
2.3.1 
12 40 IMAC präp. 
2.3.4.2 
MidC analytisch 
2.3.1 
0,2 0,6 Spin-Kit (IMAC) 
2.3.4.1 
 semi-präparativ 
2.3.1 
5 15 IMAC semi-präp. 
2.3.4.2 
 präparativ US 
2.3.1 
18 50 IMAC präp. 
2.3.4.2 
MidH analytisch 
2.3.1 
0,2 0,6 Spin-Kit (IMAC) 
2.3.4.1 
 semi-präparativ 
2.3.1 
5 15 IMAC semi-präp. 
2.3.4.2 
 präparativ US 
2.3.1 
18 50 IMAC präp. 
2.3.4.2 
MidK präparativ 
2.3.1 
15 50 IMAC präp. 
2.3.4.2 
SorF semi-präparativ 
2.3.1 
4 15 Chitin-Beads 
2.3.4.4 
 
2.3.1 Herstellung des E. coli Rohextrakts 
Zum Zellaufschluss von E. coli wurde Ultraschall in Form der Sonotrode MS73 von Bandelin 
verwendet. Der Aufschlusspuffer wurde je nach der dem Aufschluss folgenden Aufreini-
gungsmethode ausgewählt. Bei Aufreinigung mit Ni2+-NTA-Beads wurde Ni2+-NTA Ly-
sispuffer und bei Aufreinigung mit Chitin-Beads (SorF) wurde der Chitin-Beads Säulenpuffer 
verwendet (Kapitel 2.4.5). Bei Verwendung von Ni2+-NTA-Beads (Ni2+-NTA-Magnetic-
Agarose-Beads, Qiagen) wurde der Lysispuffer außerdem noch mit Detergens versetzt (Kapi-
tel 2.7). Wurde hingegen nur mit Anionenaustauschchromatographie aufgereinigt (RmlB), so 
wurde ein Tris-Aufschlusspuffer verwendet (Kapitel 2.3.3). 
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Die durchgeführten Ultraschall-Aufschlüsse können nach dem Aufschlussvolumen unterteilt 
werden: 
 
1. analytischer Aufschluss (1-2 mL) mit Ultraschall  
Der analytische Aufschluss wurde im 1-2 mL Maßstab durchgeführt, um anschließend 
den aufgeschlossenen Rohextrakt per SDS-PAGE und/oder Western-Blotting zu un-
tersuchen oder um mit Ni2+-NTA Spin-Säulen eine kleine IMAC-Aufreinigung für ei-
nen Aktivitätstest durchzuführen. In Eppendorfgefäßen wurden E. coli-Zellen für eine 
30-40%ige Zellsuspension abgewogen und mit dem jeweiligen Aufschlusspuffer ver-
setzt. Unter Wassereiskühlung wurden die Proben dann mit dem Ultraschallgerät So-
nopuls HD 200 mit der Sonotrode MS 73 (Bandelin) mit einer vom Hersteller empfoh-
lenen Leistung (50% Cycle und 70% Leistung) beschallt. Als Aufschlusszeit wurden 
zweimal 30 s gewählt mit jeweils 1 minütigen Pausen zwischen den Beschallungen. 
Das erhaltene Homogenat wurde durch Zentrifugation geklärt (4°C, 15000 Upm, 30 
min, Hettich Rotina 35R). Anschließend wurde der Überstand abgenommen und wei-
terverarbeitet. Mit dieser Methode konnten Rohextraktproteingehalte von 10-42 
mg/mL erreicht werden. 
2. semi-präparativer Aufschluss (10-15 mL) mit Ultraschall                                                                            
 Der semi-präparative Aufschluss wurde im 10-15 mL-Maßstab durchgeführt, um Ak-
tivitätstests und kleinere Synthesen mit den aufgereinigten Proteinen durchzuführen. 
In kleinen Falcon-Tubes (15 mL) wurden 3-5 g E. coli-Zellen für eine 30-40%ige 
Zellsuspension abgewogen und mit dem jeweiligen Aufschlusspuffer versetzt. Unter 
Wassereiskühlung wurden die Proben dann mit dem Ultraschallgerät Sonopuls mit der 
Sonotrode MS 73 (Bandelin) mit einer vom Hersteller empfohlenen Leistung (50% 
Cycle und 70% Leistung) beschallt. Als Aufschlusszeit wurden zweimal 1 min ge-
wählt mit jeweils 1 minütigen Pausen zwischen den Beschallungen. Das erhaltene 
Homogenat durch Zentrifugation geklärt (4°C, 20000 Upm, SS-34 Rotor, 20 min, RC-
5B, Sorvall). 
Anschließend wurde der Überstand abgenommen und weiterverarbeitet. Mit dieser 
Methode wurden Rohextraktproteingehalte von 8-30 mg/mL erreicht. 
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      3. semi-präparativer Aufschluss (10-15 mL) mit der Schwingmühle 
Der semi-präparative Aufschluss wurde im 10-15 mL-Maßstab durchgeführt, um Ak-
tivitätstests und kleinere Synthesen mit den aufgereinigten Proteinen durchzuführen. 
Für den Zellaufschluss von S. cerevisiae wurde die Schwingmühle MM 200 (Retsch) 
verwendet und die großen Mahlbecher zur Enzymstabilisierung vorgekühlt. Es wurden 
7 mL einer 40%igen S. cerevisae-Zellsuspension in SuSy-Aufschlusspuffer (Kapitel 
2.3.2) mit 7 g Glasperlen (Durchmesser 0,5 mm) in einen Mahlbecher gegeben, der in 
die Schwingmühle gespannt wurde. Es folgte ein dreimal 3 min Mahlvorgang bei ei-
ner Frequenz von 20 Schwingungen/s und jeweils einer 1 minütigen Pause zwischen 
den Mahlvorgängen. Glasperlen und Zellbruchstücke wurden durch Zentrifugation 
(4°C, 20000 Upm, SS-34 Rotor, 20 min, RC-5B, Sorvall) abgetrennt und mit dem    
Überstand weitergearbeitet. Mit dieser Methode wurden Rohextraktproteingehalte von 
12-28 mg/mL erreicht. 
4. präparativer Aufschluss (45-200 mL) mit Ultraschall  
 Der präparative Aufschluss wurde im 45-200 mL-Maßstab durchgeführt, um größere 
Synthesen mit den aufgereinigten Proteinen durchzuführen. In großen Falcon-Tubes 
(50 mL) wurden E. coli-Zellen für eine 30-40%ige (w/v) Zellsuspension abgewogen 
und mit dem jeweiligen Aufschlusspuffer versetzt. Meist wurden noch größere Men-
gen Rohextrakt durch die Verwendung mehrerer Falcon-Tubes (2-4) hergestellt. Unter 
Wassereiskühlung wurden die Proben dann mit dem Ultraschallgerät Sonopuls mit der 
Sonotrode MS 73 (Bandelin) mit einer vom Hersteller empfohlenen Leistung (50% 
Cycle und 70% Leistung) beschallt. Als Aufschlusszeit wurden zweimal 2 min ge-
wählt mit jeweils mindestens 2 minütigen Pausen zwischen den Beschallungen. Das 
erhaltene Homogenat wurde durch Zentrifugation geklärt (4°C, 20000 Upm, SS-34 
Rotor, 20 min, RC-5B, Sorvall). Häufig wurde bei den präparativen Aufschlüssen dem 
eigentlichen Ultraschallaufschluss eine 15 minütige Inkubation mit Lysozym vorange-
stellt (1 mg/mL Lysozym Endkonzentration, Roth). Mit dieser Methode konnten Roh-
extraktproteingehalte von 9-20 mg/mL erreicht werden.  
5. präparativer Aufschluss (200-700 mL) mit der Kugelmühle                                                               
Zum Zellaufschluss von E. coli für die RmlB-Aufreinigungen wurde eine Nassver-
mahlung mit einer Kugelmühle (Dispermat SL-C-12, VMA Getzmann) durchgeführt. 
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Hierfür wurde eine 30%ige (w/v) Zellsuspension in Tris-HCl-Puffer (50 mM, pH: 7,5) 
hergestellt, wobei 550 mL E. coli-Zellsuspension (30%ige (w/v)) mit 500 g Glasperlen 
(0,5 mm Durchmesser) für 15 min in der Kugelmühle mit 2000 Upm und einer Pump-
leistung von 55% unter Kryostatkühlung (FP 40, Julabo) aufgeschlossen wurden. Die 
Aufschlusstemperatur durfte hierbei nicht über 20°C steigen, sonst wurde der Auf-
schluss zur Abkühlung unterbrochen. Zur Abtrennung der Zellbruchstücke wurde das 
Homogenat dann 20 min bei 20000 Upm und 4°C zentrifugiert (RC-5B, Sorvall) und 
mit dem erhaltenen Überstand weitergearbeitet. Die Beschreibung der Fermentation 
von RmlB befindet sich in Kapitel 2.2.1.3. Mit dieser Methode konnten Rohextrakt-
proteingehalte von 15-25 mg/mL erreicht werden.  
2.3.2 Herstellung des S. cerevisiae Rohextrakts 
Zum Zellaufschluss von S. cerevisiae für die SuSy-Aufreinigungen wurde eine Nassvermah-
lung mit einer Kugelmühle (Dispermat SL-C-12, VMA Getzmann) durchgeführt. Hierfür 
wurde eine 40%ige (w/v) Zellsuspension in HEPES-Puffer (50 mM, pH: 7,6) hergestellt. Zel-
len aus einer 20-L-Fermentation und einer Hochzelldichtefermentation (2.2.1.2) wurden in 
der Kugelmühle aufgeschlossen. Hierfür wurden 500 mL Hefezellsuspension (40%ig (w/v)) 
mit 500 g Glasperlen (0,5 mm Durchmesser) für 20 min in der Kugelmühle mit 2000 Upm 
und einer Pumpleistung von 55% unter Kryostatkühlung (FP 40, Julabo) aufgeschlossen. Die 
Aufschlusstemperatur durfte hierbei nicht über 20°C steigen, ansonsten wurde der Aufschluss 
zur Abkühlung unterbrochen. Zur Abtrennung der Zellbruchstücke wurde das Homogenat 20 
min bei 20000 Upm und 4°C zentrifugiert (RC-5B, Sorvall).  
2.3.3 Anionenaustauschchromatographie 
Die Anionenaustauschchromatographie wurde als erster Schritt der SuSy-Aufreinigung 
durchgeführt, anschließend folgte als zweiter Schritt eine Aufreinigung per IMAC (2.3.4.2), 
um SuSy in ausreichender Reinheit für die präparativen Nukleotidzuckersynthesen und das 
Enzym-Modul-System zu erhalten. Außerdem wurde die Anionenaustauschchromatographie 
als alleiniger Aufreinigungsschritt für die Aufreinigung der dTDP-Glucose-4,6-Dehydratase 
(RmlB) verwendet. Das verwendete Material (Q-Sepharose FF) besteht aus einer stark quer-
vernetzten Agarosematrix, die quartäre Amine als Liganden enthält, und gehört in die Klasse 
der starken Ionentauscher. Die hohe chemische und physikalische Stabilität ermöglicht hohe 
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Flussraten und damit schnelle Trennungen. Die Elution wurde in unterschiedlichen Fraktions-
größen (5-10 mL) gesammelt (Fraktionssammler Frac 100 oder ÄktaPrime, GE Healthcare). 
Zum Auftragen wurde eine P1-Pumpe (GE Healthcare) verwendet. Im Folgenden ist das Auf-
reinigungsschema einer präparativen Chromatographie zur Produktion von RmlB bzw. SuSy 
wiedergegeben: 
 Säule:  5 x 40 cm (Gelbettvolumen: 785 mL), Leersäule XK50/60 (GE Healthcare) 
Fluss:  24,5  cm/h (Pumpe im GradiFrac- bzw. ÄktaPrime-System, GE Healthcare) 
Detektion: UV-Messzelle bei 280 nm 
Äquilibrieren: 2 L Puffer AS (50 mM HEPES-NaOH, 0,1 M KCl, pH: 8,0, SuSy Aufreini-
gung) bzw. Puffer AB (50 mM Tris-HCl, 0,2 M KCl, pH: 7,5, RmlB Aufreini-
gung) 
Probe:  600 mL (SuSy) bzw. 550 mL (RmlB) Rohextrakt-Überstand wurden auf die 
Säule gegeben 
Waschen: Die Säule wurde mit Puffer AS bzw. AB gespült, bis die Basislinie wieder auf 
Null war 
Elution: Elution von der Säule durch Anlegen eines linearen Gradienten von 0,1 M – 
0,4 M KCl in 7 Säulenvolumen Puffer AS (SuSy Aufreinigung) bzw. Elution 
in 4 Säulenvolumen durch Anlegen eines linearen Gradienten von 0,2 M – 0,5 
M KCl in Puffer AB (RmlB Aufreinigung) 
 
Abschließend wurde die Säule mit 1 M NaCl (Roth) gespült, bis die Basislinie wieder auf 
Null war, die Säule in 20% Ethanol eingelegt und bei Raumtemperatur gelagert.   
2.3.4 Affinitätschromatographie 
Die Affinitätschromatographie ist eine Methode, die zur Isolierung oder Anreicherung (in 
einem Schritt oft einige 105fach) von speziellen Proteinen aus komplexen biologischen Sys-
temen benutzt wird. Bei der Affinitätschromatographie nutzt man die biospezifische Affinität 
eines Partners aus, der als reaktiver Ligand an ein chromatographisches Sorbens als Träger 
(Matrix) fixiert wurde und aus einem aufgebrachten Gemisch die spezifisch passende Kom-
ponente bindet, während die übrigen Anteile die Affinitätssäule unverändert passieren (biose-
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lektive Adsorption). Die Elution der spezifisch gebundenen Komponente erfolgt durch Ände-
rung des pH-Werts, der Ionenstärke oder biospezifisch mit einem kompetitiven, löslichen In-
hibitor oder Liganden-Analoga.   
In dieser Arbeit wurden zwei verschiedene Arten von Affinitätschromatographie eingesetzt. 
Zum einen wurde die Immobilisierte Metallionen-Affinitäts-Chromatographie (IMAC) und 
zum anderen die Affinitätschromatographie mit Chitin-Beads verwendet. Bei der IMAC nutzt 
man die koordinativen Eigenschaften von Metallionen der Übergangsreihe (Cu2+, Ni2+, Zn2+, 
Co2+ Fe2+ oder Fe3+) und bindet Metall-chelatierende Gruppen wie z.B. Nitrilotriessigsäure 
(NTA), Imidodiessigsäure (IDA) oder Tris(carboxymethyl)-ethylendiamin (TED) an ein Säu-
lenmaterial (z.B. Agarose). Das Übergangsmetallion (meist Ni2+) wird koordinativ an die che-
latierende Gruppe gebunden, wobei eine oder mehrere Koordinationsstellen frei bleiben. Hier 
können nun basische Aminosäuren von Proteinen, insbesondere Histidin, über den Imidazol-
ring gebunden werden. Während die Histidin-armen Proteine von der Säule gespült werden, 
bleibt das gentechnisch veränderte (mit His-Tag versehene) und überexprimierte Zielprotein 
auf der Säule koordinativ an das Metallion gebunden. Die Elution der gebundenen Proteine 
erfolgt dann durch Verdrängung mit einem ansteigenden Imidazol Gradienten (Petty 1996). 
Die IMAC-Proteinaufreinigung wird in den folgenden Unterkapiteln in zwei verschiedenen 
Maßstäben und auch mit Magnet-Ni2+-NTA-Beads (Qiagen) beschrieben.  
Die Affinitätschromatographie mit Chitin-Beads (New England Biolabs) verläuft nach einem 
anderen Mechanismus. Hierbei wird das Zielgen vor der Expression statt mit einem His-Tag 
mit einem „self splicing element“ (intein) fusioniert, welches wiederum mit einem Affinitäts-
tag verbunden ist („Chitin Binding domain“). Beim Auftragen auf eine Chitin-Beads Säule 
bindet das Zielprotein über den Affinitätstag an das Säulenmaterial, während alle weiteren 
Proteine nicht binden können. Zur Elution wird ein reduzierender Puffer hinzugegeben (z.B. 
mit DTT), der beim Intein eine Selbstspaltung auslöst, so dass sehr reines Protein ohne Affini-
tätstag von der Säule eluiert werden kann (Chong et al. 1997). 
2.3.4.1 Nicht-präparative Chromatographie an Ni2+-NTA (IMAC) 
Die IMAC Chromatographie vieler aufgereinigter Proteine wurde zunächst in kleinem Maß-
stab (μg-mg) durchgeführt, um die Aufreinigung per SDS-PAGE und/oder Western-Blotting 
zu untersuchen. Außerdem konnten relativ schnell Aktivitätstest durchgeführt werden, für 
deren Bedarf an Enzym eine präparative Aufreinigung überdimensioniert wäre. Hierfür wurde 
ein aus Minisäulen bestehendes Qiagen-Fertigsystem verwendet (Ni2+-NTA Spin Kit, Qia-
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gen), welche durch Zentrifugation beladen, gewaschen und eluiert werden. Als Matrix wird 
ein Silikat verwendet, an das die NTA-Liganden gebunden sind.  
Aufreinigung mit Ni2+-NTA-Spin Columns (Ni2+-NTA Spin Kit, Qiagen) 
1. Äquilibrieren der Minisäulen mit 600 μl Ni2+-NTA Lysispuffer (50 mM Natriumdi-
hydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 10 mM Imidazol, pH: 8,0) und Zentrifugation bei 
2000 Upm (700 x g, Rotina 35R, Hettich) für 2 min. 
2. Beladen der Minisäulen mit 600 μl Rohextrakt (Überstand) und Zentrifugation bei 
2000 Upm (700 x g) für 2 min. 
3. Zweimaliges Waschen der Minisäulen mit 600 μl Ni2+-NTA Waschpuffer (50 mM 
Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 20 mM Imidazol, pH: 8,0) und Zentri-
fugation bei 2000 Upm (700 x g) für 2 min. 
4. Elution des Zielenzyms mit 200 μl Ni2+-NTA Elutionspuffer (50 mM Natriumdi-
hydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 250 mM Imidazol, pH: 8,0) und Zentrifugation 
bei 2000 Upm (700 x g) für 2 min.  
Die Zentrifugation wurde in einer Hettich Zentrifuge (Rotina 35R) durchgeführt. Das eluierte, 
aufgereinigte Enzym wurde dann in Aktivitätstests bzw. für die SDS-PAGE/Western-Blotting 
Analytik weiterverwendet.  
2.3.4.2 Semi-präparative und Präparative Chromatographie an Ni2+-NTA (IMAC) 
Die exprimierten Enzyme mit His-Tag, d.h. RmlC, RmlD, dTMP-Kinase, AviS-Propeptid, 
AviT, UrdR, MidC und MidH, wurden alle semi-präparativ und präparativ an Ni2+-NTA-
Agarose Material (Qiagen) aufgereinigt. Die semi-präparativen Chromatographien wurden 
mit einer C 16/20 Säule und die präparativen Chromatographien mit einer C26/40 Säule (bei-
de GE Healtcare) durchgeführt. Das Gelbettvolumen betrug dabei maximal 50 mL bei einer 
Betthöhe von 10 cm. Die Elution wurde in unterschiedlichen Fraktionsgrößen gesammelt (1-5 
mL), wobei die Flussrate an die jeweilige Säulengröße angepasst wurde. Es wurden sowohl 
die Gradi Frac als auch die ÄktaPrime Chromatographieanlage von GE Healthcare verwendet. 
Zum Auftragen wurde bei jedem durchgeführten Chromatographieschritt eine P1-Pumpe von 
GE Healthcare verwendet. Im Folgenden werden die Aufreinigungsschemata einer semi-
präparativen und einer präparativen Chromatographie angegeben, wie sie für die in dieser 
Arbeit verwendeten Enzyme häufig durchgeführt wurden:  
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A. Semi-präparative Aufreinigung: 
1.  Äquilibrieren der Säule (C16/20, Gelbettvolumen 18 mL, Gel- 
betthöhe: 9 cm) mit dem 5fachen Gelbettvolumen an Ni2+-NTA Lysispuffer          
 (Puffer A, 50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 10 mM Imidazol, pH: 
8,0), Flussrate: 90 cm/h.  
2.  Beladen der Säule mit dem Rohextrakt, Flussrate 30 cm/h.  
3.  Spülen der Säule mit Ni2+-NTA Lysispuffer (Puffer A), bis die Basislinie wieder auf 
Null ist, Flussrate: 3 mL/min.  
4.  Waschen der Säule mit Ni2+-NTA Waschpuffer (Puffer B, 50 mM Natriumdihydro-
genphosphat, 300 mM NaCl, 20 mM Imidazol, pH: 8,0), bis die Ba-sislinie wieder auf 
Null ist, Flussrate: 90 cm/h.  
5.  Elution der Säule mit Ni2+-NTA Elutionspuffer (Puffer C, 50 mM Natriumdihydro-
genphosphat, 300 mM NaCl, 250 mM Imidazol, pH: 8,0) bis die Basislinie wieder 
konstant ist, Flussrate: 90 cm/h.  
6.  Spülen der Säule mit H2O, bidest., bis die Basislinie wieder auf Null ist und Einlegen 
der Säule in 20% Ethanol (Roth) sowie Lagerung bei Raumtemperatur.  
 
B.   Präparative Aufreinigung: 
1.  Äquilibrieren der Säule (C26/40, Gelbettvolumen 50 mL, Gelbetthöhe: 10 cm) mit 
dem 5fachen Gelbettvolumen an Ni2+-NTA Lysispuffer (Puffer A, 50 mM Natriumdi-
hydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 10 mM Imidazol, pH: 8,0) bzw. für SuSy-
Aufreinigung mit Puffer NLS (50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 
1,25 mM Imidazol, pH: 8,0), Flussrate: 45 cm/h.   
2.  Beladen der Säule mit dem Rohextrakt bzw. bei SuSy-Aufreinigung mit dem aufkon- 
zentrierten Q-Sepharose Pool aus der Ionenaustauschchromatographie, Flussrate: 22  
cm/h. 
3.  Spülen der Säule mit Ni2+-NTA Lysispuffer (Puffer A) bzw. bei SuSy-Aufreinigung 
mit Puffer NLS, bis die Basislinie wieder auf Null ist, Flussrate: 45 cm/h. 
4.  Waschen der Säule mit Ni2+-NTA-Waschpuffer (Puffer B, 50 mM Natriumdihydro-
genphosphat, 300 mM NaCl, 20 mM Imidazol, pH: 8,0), bis die Basis-linie wieder auf 
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Null ist (nicht bei SuSy-Aufreinigung, siehe 5.), Flussrate: 45 cm/h. 
5.  Elution der Säule mit Ni2+-NTA Elutionspuffer (Puffer C, 50 mM Natriumdihydro-
genphosphat, 300 mM NaCl, 250 mM Imidazol, pH: 8,0) bzw. bei SuSy-Aufreinigung 
mit linearem Imidazol-Gradienten von 1,5-25 mM Imidazol in Puffer NLS, bis die Ba-
sislinie wieder konstant ist, Flussrate 45 cm/h.  
6.  Spülen der Säule mit H2O, bidest., bis die Basislinie wieder auf Null ist und Einlegen  
der Säule in 20% Ethanol (Roth) sowie Lagerung bei Raumtemperatur. 
Nach Abschluss der IMAC-Chromatographie wurde der Elutionspool per Ultrafiltration auf-
konzentriert, wobei je nach Volumen Vivaspin 500, VivaCell 20, 50 oder 250 (Sartorius) zum 
Einsatz kamen. Hierauf folgten meist ein Aktivitätstest und eine Bradford-Proteinbestimmung 
(Kapitel 2.8.4). Anschließend wurden die Enzyme für Synthesen eingesetzt oder die Aufreini-
gung mit SDS-PAGE/Western-Blotting analysiert (Kapitel 2.8.5).  
2.3.4.3 Immobilisierung an Magnet Ni2+-NTA-Beads 
Neben der oben beschriebenen klassischen Aufreinigung per IMAC-Säulenchromatographie 
wurde in dieser Arbeit auch die Aufreinigung durch Immobilisierung an Magnet Ni2+-NTA- 
Agarose-Beads (Qiagen) durchgeführt. Diese Beads bestehen aus Agarose, welche Magnet-
Partikel enthält und an der Oberfläche kovalent gebunden stark Metall-chelatierende NTA 
Gruppen besitzt. Die Magnet-Beads sind bereits mit Ni2+ vorbeladen und müssen nur mit dem 
aufzureinigenden His-Tag-Protein in Kontakt gebracht werden. Nach der Immobilisierung 
können die Beads mit den Enzymen magnetisch separiert (Chemagen Separator) und damit 
vom Rohextrakt abgetrennt werden. Die immobilisierten Enzyme wurden nach der Trennung 
vom Rohextrakt nicht, wie vom Hersteller vorgesehen, von den Magnet-Beads eluiert, son-
dern im immobilisierten Zustand auf Aktivität untersucht. Die Elution von den Magnet-Beads 
wurde nur durchgeführt, um den Proteingehalt der immobilisierten Enzyme per Bradford zu 
bestimmen (Kapitel 2.8.4).   
Folgende Enzyme wurden an Magnet-Ni2+-NTA-Beads immobilisiert und fotometrisch auf 
Aktivität untersucht: RmlC, RmlD, dTMP-Kinase und SuSy. Bei der SuSy-Aufreinigung 
musste aufgrund der schwachen Bindung, ähnlich wie bei der klassischen SuSy-Aufreinigung 
per IMAC (Römer et al. 2004), mit deutlich weniger Imidazol gearbeitet werden (Kapitel 
2.3.4.2). Für SuSy wurde neben der Immobilisierung aus Rohextrakt auch die Immobilisie-
rung aus Q-Sepharose- bzw. IMAC-Pool untersucht. 
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Schema der Immobilisierung von Enzymen mit Ni2+-NTA-Magnet-Agarose-Beads (Qiagen): 
1. Resuspendieren der Ni2+-NTA-Magnet-Agarose-Beads durch 2 s Vortexen (IKA-Works 
TTS2) und sofortige Zugabe von 200 μl der 5%igen Ni2+-NTA-Magnet-Agarose-Bead 
Suspension (Qiagen) zu 1 mL des geklärten Rohextrakts (SuSy, dTMP-Kinase, RmlC, 
RmlD, geklärt mit der Rotina 35R Zentrifuge, Hettich) bzw. konzentriertem Q-
Sepharose Pool (SuSy) oder konzentriertem IMAC Pool (SuSy). 
2. Sanftes Mischen der Suspension durch Einspannen der Eppendorfgefäße in einen Über-
kopfschüttler (Reax 2, Heidolph) für bei 4°C 1 h. 
3. Die Eppendorfgefäße wurden für 1 min in einen Magnet-Separator (Chemagen) ge- 
     stellt und der Überstand mit einer Eppendorfpipette entfernt. 
4. Nach dem Entfernen der Eppendorfgefäße aus dem Magnet-Separator wurden jeweils 
500 μl Ni2+-NTA Waschpuffer mit Detergens (Puffer MW, 50 mM Natriumdihydro-
genphosphat, 300 mM NaCl, 20 mM Imidazol, 0,05% Tween 20, pH: 8,0) bzw. bei  
SuSy-Immobilisierung 500 μl Puffer MWS (50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 
mM NaCl, 2,5 mM Imidazol, 0,05% Tween 20, pH: 8,0) in die Eppendorfgefäße pipet-
tiert, die Eppendorfgefäße wurden kurz gemischt (Vortexer TTS2), wieder für 1 min in 
den Magnetseparator gestellt und der Puffer mit der Pipette entfernt. 
5.  Der in 4. beschriebene Waschschritt wurde wiederholt.  
6.  In die Eppendorfgefäße wurden 200 μl Puffer (Tris-HCl, 50 mM, pH:7,5) gegeben, die 
Eppendorfgefäße wurden aus dem Magnet-Separator entnommen, kurz für 2 s ge-
mischt (Vortexer TTS2) und die Suspension wurde für weitere Aktivitätstests im Mik-
rotiterplattenfotometer in Mikrotiterplatten pipettiert (weiter siehe 2.7). 
7.  Nach den Aktivitätstests im Mikrotiterplattenfotometer wurden die Enzyme wieder von 
den Magnet-Beads mit 200 μl Ni2+-NTA Elutionspuffer ohne Detergens (Puffer ME, 
50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 250 mM Imidazol, pH: 8,0) bzw. 
bei der SuSy-Immobilisierung mit 200 μl Puffer MES (50 mM Natriumdihydro-
genphosphat, 300 mM NaCl, 25 mM Imidazol, pH: 8,0) eluiert und der Proteingehalt 
per Bradford-Messung bestimmt (Kapitel 2.8.4). 
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2.3.4.4 Chromatographie an Chitin-Beads 
Die Chromatographie an Chitin-Beads wurde zur Aufreinigung von SorF (Kapitel 2.4.5) 
durchgeführt. Zunächst wurde eine kleine 15-mL-Säule mit 5 mL Chitin-Beads (New England 
Biolabs GmbH, Frankfurt) gepackt. Alle Schritte der Aufreinigung von SorF erfolgten mit 
gekühlten Puffern bei 4°C im Kühlraum. Zunächst wurden 4 g SorF E. coli-Zellen in 15 mL 
SorF-Aufschlusspuffer (20 mM HEPES, 500 mM NaCl, 0,1 mM EDTA, 0,1% Triton X100, 
pH: 8,0) in einem semi-präparativen Aufschluss durch zweimal 30 s Ultraschall aufgeschlos-
sen (Kapitel 2.3.1) und der Rohextrakt in Eppendorfgefäßen zentrifugiert (Rotina 35R, Het-
tich). Vom Überstand wurde der Proteingehalt bestimmt (Kapitel 2.8.4) und eine Menge, die 
ca. 100 μg entspricht, bis zur SDS-PAGE Analyse bei -20°C gelagert. Die verbleibende Men-
ge an Überstand wurde zur Affinitätschromatographie an Chitin-Beads eingesetzt. 
 
Schema der Chromatographie an Chitin-Beads: 
1. Äquilibrieren der Chitin-Bead-Säule mit 50 mL Säulenpuffer (20 mM HEPES, 500 mM 
NaCl, 0,1 mM EDTA, 0,1% Triton X100, pH: 8,0, zehnfaches Säulenvolumen). 
2. Rohextrakt-Überstand wurde nach der Zentrifugation auf die äquilibrierte Säule gege-
ben und der Durchfluss verworfen. 
3. Das fünfzehnfache Säulenvolumen an Säulenpuffer wurde über die Säule gegeben, um 
     nicht an die Säule bindende Proteine abzutrennen. 
4. Die Abspaltung von SorF von den Chitin-Beads erfolgte durch Inkubation der Säule 
mit 9 mL Spaltungspuffer (20 mM HEPES, 500 mM NaCl, 30 mM DTT, 0,1 mM      
EDTA, pH: 8,0) über Nacht bei 4°C. Hierfür wurde die Säule mit einem Deckel ver-  
schlossen, so dass der Puffer über Nacht in der Säule blieb. 
5. Die Säule wurde am nächsten Morgen mit 50 mL (zehnfaches Säulenvolumen) Spalt- 
    tungspuffer ohne DTT gespült, um SorF von der Säule zu eluieren. 
 
Es wurden jeweils 10 mL Eluat erhalten, der durch mehrfaches Konzentrieren und Wiederauf-
füllen des Konzentrators mit Puffer (Tris-HCl, 50 mM, pH: 7,5) umgepuffert wurde, so dass 
das DTT aus dem Spaltungspuffer (30 mM) um den Faktor 100 verdünnt wurde und nur noch 
0,3 mM DTT im konzentrieren SorF enthalten war. Anschließend erfolgte eine Konzentrie-
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rung des Eluats mit VivaCell 20 Konzentratoren (10 kDa cut off, Sartorius) auf 0,5-1 mL. 
Dieses SorF Konzentrat wurde dann für die folgenden enzymatischen Synthesen und bioche-
mischen Charakterisierungen verwendet (Kapitel 2.4.5 und 2.5). 
2.3.5 Gelfiltration  
Bei der Gelfiltration (Größenausschlusschromatographie oder Gel-Permeations-
Chromatographie) erfolgt die Auftrennung von Proteinen nach Größe. Eine flüssige Phase mit 
einer gelösten Probe wird durch ein Gel in einer Säule gegeben, wobei die Probenmoleküle in 
alle Teile des Netzwerkes diffundieren können, die ihnen aufgrund ihrer Größe zugänglich 
sind. Folglich dringen die kleineren Moleküle der gelösten Probe tiefer ein und werden länger 
in der Säule zurückgehalten als die größeren Moleküle (Molekularsiebeffekt). Die Moleküle 
erscheinen daher im Eluat in der Reihenfolge abnehmender Molekülgröße. Wichtige Einsatz-
gebiete der Gelfiltration sind die präparative Isolierung von sehr reinem Protein, die Entsal-
zung von Proben und die Bestimmung von nativen Molekulargewichten. Bei der Molekular-
gewichtsbestimmung nutzt man die Tatsache, dass zwischen dem Verteilungskoeffizienten 
(Kav-Wert) eines Proteins und dem Logarithmus des Molekulargewichts ein linearer Zusam-
menhang besteht. Das native Molekulargewicht eines unbekannten Proteins kann durch eine 
Kalibrierung der Chromatographie mit Proteinen bekannten Molekulargewichts bestimmt 
werden. Der Zusammenhang zwischen dem Kav-Wert und dem Molekulargewicht lautet wie 
folgt: 
                             
0t
0e
av VV
VV
K −
−=                                                                                                                     (1) 
 
mit: Kav: Verteilungskoeffizient [-] 
 Ve:  Elutionsvolumen [mL] 
         V0:  Ausschlussvolumen [mL] 
         Vt:  Gesamtvolumen der Säule [mL]  
Das native Molekulargewicht von SorF wurde mit einer Chromatographie an Superdex G200 
Prep Grade (GE Healthcare) bestimmt. Das Gelmaterial besteht aus einer quervernetzten Mat-
rix von Dextran und Agarose und ist chemisch und physikalisch sehr inert. Der Trennbereich 
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des Materials liegt für globuläre Proteine im Bereich von 10 – 600 kDa (GE Healthcare, Bio-
Directory 2003). Das konzentrierte Eluat einer affinitätschromatographischen Aufreinigung 
(Chitin-Beads) von SorF wurde als Probe verwendet (Kapitel 2.3.4.4). Nach Abschluss der 
Chromatographie an Superdex G200 wurde die Aufreinigung durch SDS-PAGE analysiert 
und mit den SDS-PAGE Ergebnissen des SorF Rohextrakts und der affinitätschromatographi-
schen Aufreinigung mit Chitin-Beads verglichen. Zuvor wurden noch Kalibrierungsläufe mit 
Eichproteinen bekannten Molekulargewichts durchgeführt, um das native Molekulargewicht 
von SorF zu berechnen. Als Eichproteine wurden Ribonuclease A (13,7 kDA), Chymotrypsi-
nogen A (25 kDa), Ovalbumin (43 kDa) und BSA (67 kDA) aus dem Low Molecular Weight 
(LMW) Calibration Kit (GE Healthcare) verwendet. Mit Blue Dextran (2000 kDa) wird das 
Ausschlussvolumen bestimmt (Sigma-Aldrich). Die Chromatographie erfolgte an einem Äk-
taPrime System (GE Healthcare). Die Kalibrierung und Regression sind im Anhang gezeigt. 
Für die Auswertung wurde die Chromatographiesoftware PrimeView (GE Healthcare) sowie 
Microsoft Excel XP verwendet. 
 
Säule:  2,6 x 78,5 cm (Gelbettvolumen: 417 mL), Leersäule XK26/100 (GE Healthca-
re) 
Fluss:  34 cm/h (Pumpe im ÄktaPrime, zum Auftragen: P1-Pumpe (GE Healthcare)) 
Detektion: UV-Messzelle bei 280 nm 
Äquilibrieren: mit Gelfiltrationspuffer (50 mM NaH2PO4, 300 mM NaCl, 5 mM MgCl2, pH: 
8,0) über Nacht 
Probe:  1 mL konzentriertes SorF (Chitin-Bead-Eluat) wurde auf die Säule gegeben 
(Kapitel 2.3.4.4) 
Elution: Elution der Probe mit Gelfiltrationspuffer  
 
Anschließend wurde die Säule in 20% Ethanol (Roth) eingelegt und bei Raumtemperatur ge-
lagert. Die Gelfiltration wurde auch zur Aufreinigung von dTDP-aktivierten Desoxyzuckern 
verwendet (Kapitel 2.5.3.2). 
94                                                                                                                             
2.4 Biochemische Charakterisierung 
2.4.1 Aufreinigung und Aktivitätstest von Saccharose Synthase 
Die Saccharose Synthase (SuSy) wurde wie zuvor beschrieben (Römer 2002; Römer et al. 
2004) mit Anionenaustauschchromatographie und IMAC aufgereinigt. In der vorliegenden 
Arbeit wurden Zellen der S. cerevisiae Zellen Hochzelldichtefermentation verwendet.  
Es wurden 240 g S. cerevisiae Zellen in ca. 380 mL Puffer AS (insgesamt 600 mL einer 
40%igen Zellsuspension, 50 mM HEPES-NaOH, 0,1 M KCl, pH: 8,0) mit der Kugelmühle 
(VMA Getzmann) aufgeschlossen (Kapitel 2.3.2). Anschließend folgte die 25-minütige 
Zentrifugation mit 11000 Upm (GSA Rotor, RC5B, Sorvall) und das Auftragen des Überstan-
des auf die Anionen- austauschchromatographiesäule (Kapitel 2.3.3). Die Elution erfolgte 
durch das Anlegen eines linearen Gradienten von 0,1 M-0,4 M KCl in 6 L Puffer AS (50 mM 
HEPES-NaOH, 0,1 M KCl, pH: 8,0). Das Eluat wurde fraktioniert gesammelt und die SuSy 
enthaltenden Fraktionen mit einem Mikrotiterplattenfotometertest (Tabelle 16, (Barratt et al. 
2001)) bestimmt. Die SuSy enthaltenden Fraktionen wurden gepoolt und per Ultrafiltration 
aufkonzentriert (Vivacell 250, Sartorius, 100 kDa cut off). Es folgte eine IMAC im präparati-
ven Maßstab (Kapitel 2.3.4.2) an Ni2+-NTA Agarose (Qiagen, Hilden), wobei die Elution 
durch einen linearen Gradienten zwischen 1,5-25 mM Imidazol in Puffer NLS erfolgte (50 
mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 1,25 mM Imidazol, pH: 8,0). Die SuSy 
enthaltenden Elutionsfraktionen wurden erneut mit dem Mikrotiterplattenfotometertest 
(Tabelle 16, (Barratt et al. 2001)) bestimmt, gepoolt und per Ultrafiltration aufkonzentriert 
(Vivacell 250, 100 kDa cut off, Sartorius). Die Aktivität von Rohextrakt, Anione-
naustauschchromatographie-Pool, IMAC-Pool und der konzentrierten, aufgereinigten SuSy 
wurde mit dem kontinuierliche Mikrotiterplattenfotometertest nach (Barratt et al. 2001) be-
stimmt. Die Spaltaktivität der SuSy wird durch die entstehende Fructose mithilfe dreier Hilfs-
enzyme nachgewiesen, wobei der letzte Enzymschritt mit der Glucose-6-phosphat-
Dehydrogenase durch die Beteiligung von NAD+/NADH für die Absorptionsänderung bei 
340 nm im Fotometer verantwortlich ist (Abbildung 29). Die Messung der Absorptionsände-
rung pro Zeit bei 340 nm wurde bei 30°C kontinuierlich für 20 min durchgeführt.   
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Abbildung 29: Fotometrische Aktivitätsbestimmung der SuSy nach Barrat (Barratt et al. 2001).  
Der Test wurde durch die Zugabe von Master-Mix gestartet. Aus der Anfangssteigung konnte 
mit der Formel (4) die Aktivität der SuSy bestimmt (Kapitel 2.4.3.3) werden. Dabei entspricht 
1 Unit SuSy genau der Enzymmenge, die unter Standardbedingungen 1 μmol Fructose pro 
min synthetisiert. Der Aktivitätstest wurde als Doppelbestimmung durchgeführt. Nach Be-
stimmung der SuSy-Aktivität wurde das aufgereinigte Enzym bei -20°C gelagert. Der kon-
zentrierte Anionenaustauschchromatographie-Pool und der konzentrierte IMAC-Pool der Su-
Sy wurde für Immobilisierungsexperimente mit Ni2+-NTA Magnet-Beads eingesetzt. 
Tabelle 16: SuSy-Aktivitätstest im Mikrotiterplattenfotometer nach Barrat et al (Barratt et al. 2001). 
Substanzen Volumen  Endkonzentration 
/ Aktivität  
HEPES-NaOH, 1 M, pH: 7,6 (Roth) 12,5 μl 50 mM 
MgCl2, 10 mM (Roth) 25 μl 1,0 mM 
ATP, 5 mM (Roth) 25 μl 0,5 mM 
NAD+, 5 mM (Roche) 25 μl 0,5 mM 
Hexokinase, 1500 U/mL (Roche) 1,25 μl 7,5 U/mL 
Glucose-6-phosphat-Dehydrogenase, 1000 
U/mL (Roche) 
1,25 μl 5 U/mL 
Phospho-Glucose-Isomerase, 700 U/mL (Roche) 1,30 μl 3,6 U/mL 
Saccharose (2 M, Westzucker) 31,25 μl 250 mM 
dTDP, 20 mM (Sigma) 12,5 μl 1 mM 
H2O, bidest. 14,95 μl --- 
SuSy-Probe (verschiedene Verdünnungen) 100 μl --- 
Gesamtvolumen 250 μl --- 
 
Die hoch aufgereinigte SuSy wurde im Folgenden zur Synthese der Nukleotiddesoxyzucker 
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und im Enzym-Modul-System eingesetzt. 
2.4.2 Aufreinigung und Aktivitätstest von RmlB 
Die Aufreinigung von RmlB wurde bereits durchgeführt und auch beschrieben (Günther 
2001). Die Kultivierung erfolgte in der vorliegenden Arbeit durch Fermentation im 20-L-
Maßstab (Kapitel 2.2.1.3). Es folgte ein präparativer Zellaufschluss von 133 g RmlB E. coli-
Zellen (380 mL Rohextrakt) mit der Kugelmühle (Kapitel 2.3), die Zentrifugation mit dem 
GSA Rotor (RC5B, Sorvall, 10000 Upm, 20 min) und die Aufreinigung mit Anione-
naustauschchromatographie (Kapitel 2.3.3). Nach Elution von der Anionenaustauschchroma-
tographiesäule mit einem linearen KCl-Gradienten (0,2-0,5 M KCl) in 3 L Puffer AB (50 mM 
Tris-HCl, 0,2 M KCl, pH: 7,5) wurde das Enzym fraktioniert gesammelt. Die RmlB-
enthaltenden Fraktionen wurden zusammengeführt und aufkonzentriert. Für die Identifizie-
rung der RmlB-enthaltenden Fraktionen wurde ein Enzymassay in Kombination mit dem pho-
tometrischen NaOH-Test verwendet.  
Tabelle 17: Enzymassay zur Bestimmung der RmlB-Aktivität. 
Testansatz Volumen  Endkonzentration 
78 mM Tris-HCl Puffer, pH: 7,5, (Roth) 96 μl 50 mM 
dTDP-Glucose (2,5 mM, Sigma) 30 μl 0,5 mM 
BSA (10 mg/mL, Roth) 14 μl 0,9 mg/mL 
RmlB-Probe (verschiedenen Verdünnungen) 10 μl - 
Gesamtvolumen 150 μl - 
 
Die Inkubation des Enzymassays erfolgte für 20 min bei 37°C. Anschließend wurde die Reak-
tion für 5 min bei 95°C gestoppt (HBT 130, HLC) und die Eppendorfgefäße für 15 min bei 
15000 Upm zentrifugiert (Rotina 35R, Hettich). Der beschriebene Enzymassay erlaubt nun 
sowohl die quantitative Aktivitätsbestimmung mithilfe der CE-Analytik (Kapitel 2.8.2), aber 
auch die qualitative Aktivitätsbestimmung für das Poolen von RmlB enthaltenden Fraktionen 
nach Chromatographieschritten. Für die qualitative Analytik wurde der photometrische Akti-
vitätstest nach Okazaki (Okazaki et al. 1962) verwendet. Dieser Test beruht auf der Tatsache, 
dass dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose unter alkalischen Bedingungen ein Absorptionsmaxi-
mum bei 318 nm besitzt (Okazaki et al. 1962; Matern et al. 1973). Der qualitative Test wurde 
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in speziellen Mikrotiterplatten durchgeführt, die auch UV-durchlässig waren (UV-Star 96-
well-Platten, Greiner).  
 
Testansatz: (100 μl Gesamtvolumen) 
            90 μl NaOH (0,1 M, Roth) und  
          10 μl RmlB Probe aus dem Enzymassay (Tabelle 17)    
  
Falls der Enzymassay aus Tabelle 17 für den qualitativen NaOH-Test verwendet wurde (als 
Schnelltest), wurden 10 μl aus dem Enzymassay (Tabelle 17) im NaOH-Testansatz verwendet. 
Die RmlB-Probe aus dem Enzymassay und die Natronlauge wurden in die 96-well-Platte ge-
geben, die Platte mit dem Mikrotiterplattenfotometer (SpectraMax Plus 384, Molecular Devi-
ces) geschüttelt und sofort die Absorption bei 318 nm zum Zeitpunkt t=0 min gemessen. Die 
Absorption bei 318 nm wurde nach 15 min erneut gemessen. Kontrollen, welche im Enzy-
massay anstelle der Enzymprobe 10 μl Puffer enthielten, wurden ebenfalls vermessen. Auf-
grund dieses Schnelltests konnten die RmlB enthaltenden Fraktionen der Anionenaustausch-
chromatographie (Kapitel 2.3.3) ermittelt werden. Nach dem Poolen der Fraktionen wurde das 
Enzym mit Vivacell 250 (10 kDa cut off, Sartorius) Modulen aufkonzentriert und bei -20°C 
gelagert.  
Für die quantitative RmlB-Aktivitätsbestimmung wurde ebenfalls der in Tabelle 17 beschrie-
bene Enzymassay verwendet, allerdings wurden die Proben in diesem Fall mit der CE-
Analytik vermessen (Kapitel 2.8.2) und auf Produktbildung untersucht. Es folgte die quantita-
tive Aktivitätsbestimmung des Rohextrakts, des Pools der Anionenaustauschchromatographie 
und des konzentrierten Pools nach der Ultrafiltration. Mit Formel (2) konnte anschließend die 
RmlB-Aktivität berechnet werden.  
               ⎥⎦
⎤⎢⎣
⎡ =⋅⋅
⋅⋅=
ml
U
minml
μmol
tv
FVcAktivität
Ink.
RmlB                                                                     (2)                              
 
mit c:  Konzentration an dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose [mmol·l-1] 
      V: Testvolumen [μl]  
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 F: Verdünnungsfaktor 
 v: Probenvolumen [μl] 
 F: Verdünnungsfaktor  
      tInk.: Inkubationszeit [min]   
 
Hierbei entspricht 1 U RmlB dabei der Enzymmenge, die unter Standardbedingungen die 
Synthese von 1 μmol dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose pro Minute katalysiert. Das aufgerei-
nigte Enzym wurde bei -20°C gelagert und zur Synthese der Nukleotiddesoxyzucker sowie im 
Enzym-Modul-System eingesetzt.  
2.4.3 Biochemische Charakterisierung und Aufreinigung von RmlC-His und 
RmlD-His 
In dieser Arbeit wurden die Gene rmlC und rmlD für eine erleichterte und verbesserte Aufrei-
nigung (Kapitel 2.1.2.1) mit einem His-Tag versehen. Die beiden Enzyme wurden für die prä-
parative Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose (Kapitel 2.5.2) und für Immobilisierungsexperi-
mente mit Ni2+-NTA Magnet-Beads (Kapitel 2.7) benötigt. Nach Anzucht von E. coli-RmlC 
und -RmlD im Schüttelkolben (Kapitel 2.2.1.3) wurde die Expression durch Immunoblotting 
untersucht, worauf Aktivitätstests der beiden Enzyme folgten. 
2.4.3.1 Expressionsnachweis durch Immunoblotting 
Die Enzyme RmlC und RmlD wurden nach Aufschluss der E. coli-Zellen per SDS-PAGE und 
Western-Blotting analysiert (Kapitel 2.8.5). Insbesondere die lösliche Expression wurde un-
tersucht, da bei heterologer Expression die Bildung von inclusion bodies auftreten kann. Zu-
nächst wurden jeweils 400 mg Zellmasse des jeweiligen Enzyms in 1 ml Lysispuffer (50 mM 
Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 10 mM Imidazol, pH: 8,0) durch analytischen 
Ultraschall Zellaufschluss aufgeschlossen (Kapitel 2.3) und der Rohextrakt in Eppendorfgefä-
ßen zentrifugiert (Rotina 35R, Hettich). Ein Teil des Rohextrakt-Überstandes wurde nach Ein-
stellen eines einheitlichen Proteingehaltes von 15 mg/mL mit dem SpinColumn-
Aufreinigungssystem (Ni2+-NTA Spin Kit, Qiagen) im analytischen 2 mL Maßstab durch 
IMAC aufgereinigt (Kapitel 2.3.4.1) und der Durchlauf sowie die Elution gesammelt. Der 
Proteingehalt der resuspendierten Pellets der Zentrifugation, des Überstands, des Durchlaufs 
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der Aufreinigung und des Eluats wurde mit dem Bradford-Test (Kapitel 2.8.4) bestimmt. An-
schließend wurden die Proben in identischer Weise auf 2 SDS-PAGE Gele aufgetragen (je-
weils 15 μg pro Spur, Eluat nur 5 μg pro Spur) und getrennt (Kapitel 2.8.5). Eines der beiden 
SDS-PAGE Gele wurde mit Coomassie angefärbt, während mit dem zweiten Gel der Nach-
weis der His-getaggten Enzyme durch Immunoblotting (Kapitel 2.8.5) erfolgte.  
2.4.3.2 Bestimmung der relativen Molmassen von RmlC-His und RmlD-His 
Mithilfe der Molekulargewichtsstandards konnten aus den SDS-PAGE- und Immunoblot- 
Ergebnissen der IMAC-Aufreinigung die relativen Molmassen der Enzyme RmlC und RmlD 
bestimmt werden. Da bei der SDS-PAGE ein linearer Zusammenhang zwischen dem Rf-Wert 
eines Proteins und dem dekadischen Logarithmus der Molmasse besteht, konnten die relativen 
Molmassen von RmlC und RmlD berechnet werden (siehe Anhang). Die Auswertung erfolgte 
mit Microsoft Excel XP.  
2.4.3.3 Aktivitätstest von RmlC-His und RmlD-His 
Nachdem nachgewiesen war, dass sich RmlC und RmlD gut exprimieren lassen und auch die 
Aufreinigung mit Ni2+-NTA-Material erfolgreich war (Kapitel 2.3.4), musste nun gezeigt wer-
den, ob die mit His-Tag versehenen RmlC und RmlD aktiv waren. Hierfür wurden jeweils 15 
g E. coli-RmlC und E. coli-RmlD aus Schüttelkolbenkultivierungen in einem 50 mL Röhr-
chen-Gefäß per Ultraschall aufgeschlossen (präparativer Aufschluss, siehe 2.3.1) und dann 
mit einer präparativen IMAC an Ni2+-NTA-Agarose (Qiagen) aufgereinigt (Kapitel 2.3.4.2). 
Für die späteren präparativen RmlC- und RmlD-Aufreinigungen, die für die dTDP-β-L-
Rhamnose-Synthese notwendig waren, wurden E. coli-Zellen aus den Fermentationen ver-
wendet (Kapitel 2.2.1.3).   
Der in dieser Arbeit verwendete Aktivitätstest von RmlC und RmlD beruht auf dem von 
Verseck (Verseck 1997) entwickelten Aktivitätstest. 
Folgende Reaktionen liegen dem Test zugrunde:  
 
dTDP-6-Desoxy-D-xylo-4-hexulose  dTDP-6-Desoxy-L-lyxo-4-hexulose 
 
dTDP-6-Desoxy-L-lyxo-4-hexulose + NAD(P)H + H+ dTDP-L-Rhamnose  
                                                                                                                                    + NAD(P)+ 
RmlD 
RmlC 
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Die RmlD-katalysierte Reduktion des Zwischenproduktes dTDP-6-Desoxy-L-lyxo-4-hexulose 
ist NAD(P)H abhängig und konnte daher bei 340 nm fotometrisch verfolgt werden. Da das 
Gleichgewicht der Epimerase-Reaktion jedoch auf der Seite der dTDP-6-Desoxy-4-keto-
glucose liegt, musste die Aktivitätsbestimmung der beiden Enzyme in einem gekoppelten Test 
durchgeführt werden. Der Test wurde bereits verbessert und auf kleinere Volumina im Mikro-
titerplattenfotometer umgestellt (Günther 2001). Dabei wurde der Test so angelegt, dass je-
weils eines der beiden Enzyme RmlC und RmlD im Überschuss vorlag, so dass sich dieses 
Enzym nicht limitierend auf die Aktivitätsbestimmung des jeweils anderen Enzyms auswirk-
te, welches gleichzeitig verdünnt vorlag. Durch Variation der Enzymmengen wurde hierbei 
ein Verhältnis gesucht, bei dem nach einer anfänglichen lag-time eine lineare Abnahme der 
Absorption pro Zeiteinheit beobachtet werden konnte. Der folgende Test wurde im Mikroti-
terplattenfotometer durchgeführt:           
Tabelle 18: RmlC- und RmlD-Aktivitätstest für das Mikrotiterplattenfotometer. 
Testansatz Volumen Endkonzentration 
[mM] 
70 mM Tris-HCl Puffer, pH 7,5 (Roth) 70 μl 50 
20 mM dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose
(Kapitel 3.3.1) 
10 μl 2 mM 
10 mM NAD(P)H (Roth) 10 μl 1 mM 
RmlC (pur) für RmlD-Test oder ver-
dünnte RmlC-Probe 
5 μl - 
RmlD (pur) für RmlC-Test oder ver-
dünnte RmlD-Probe 
5 μl - 
Gesamtvolumen 100 μl - 
 
Alle Testbestandteile bis auf das Substrat dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose wurden in der Mik-
rotiterplatte zusammengegeben. Die Reaktion wurde dann durch Substratzugabe mit der Mul-
tipette (Eppendorf) gestartet und die Absorptionsänderung pro Zeit wurde vom Mikrotiterplat-
tenfotometer (Molecular Devices) bei 340 nm für 20 min verfolgt. Eine 1 minütige lag-time 
zu Beginn jeder Messung wurde berücksichtigt und außerdem wurden Blindproben gemessen, 
welche anstelle des Substrates oder jeweils eines der Enzyme Puffer enthielt. Die Formel (3) 
beschreibt die Zusammenhänge bei der Aktivitätsbestimmung, wobei 1 U RmlC bzw. RmlD 
dabei der Enzymmenge entspricht, die unter Standardbedingungen die Synthese von 1 μmol 
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dTDP-6-Desoxy-4-keto-rhamnose bzw. dTDP-β-L-Rhamnose pro Minute katalysiert. 
⎥⎦
⎤⎢⎣
⎡⋅⋅⋅
⋅=
ml
U
min
ΔE
vdε
FVAktivität RmlC/RmlD                                                                                    (3) 
                        
mit E:  Extinktion 
      ΔE: Änderung der Extinktion  
 ε: Extinktionskoeffizient von NADH, hier 6,3 L·mmol-1·cm-1 
 d: Füllhöhe in der Mikrotiterplatte, hier: 0,26 cm 
 V: Testvolumen, hier 100 μl 
 v: Probenvolumen, hier 5 μl 
 F: Verdünnungsfaktor    
Die aufgereinigten Enzyme wurden mit 15% (v/v) Glycerin (ICN) bei -20°C gelagert. Die 
aufgereinigten Enzyme wurden im Folgenden zur Synthese der Nukleotiddesoxyzucker und 
im Enzym-Modul-System eingesetzt. 
2.4.4 Biochemische Charakterisierung von AviS, AviT, UrdR, MidC, MidH und 
MidK 
2.4.4.1 Expressionsnachweis durch Immunoblotting 
Die Enzyme AviS, AviT, UrdR, MidC, MidH und MidK wurden nach Aufschluss der Zellen 
per SDS-PAGE und Western-Blotting analysiert (Kapitel 2.8.5) und die Expression durch die 
Verwendung verschiedener Strategien optimiert. Insbesondere die lösliche Expression wurde 
untersucht, da bei heterologer Expression die Bildung von inclusion bodies auftreten kann. 
Zunächst wurden die E. coli-Zellen des jeweiligen Enzyms durch Ultraschall aufgeschlossen 
(Kapitel 2.3.1) und der Rohextrakt in Eppendorfgefäßen zentrifugiert (Rotina 35R, Hettich). 
Der Proteingehalt der resuspendierten Pellets und des Überstands der Zentrifugation wurde 
mit dem Bradford-Test (Kapitel 2.8.4) bestimmt. Anschließend wurden die Proben auf SDS-
PAGE Gele aufgetragen (jeweils 15 μg pro Spur) und getrennt (Kapitel 2.8.5.1) und es folgte 
der Nachweis der His-getaggten Enzyme durch Immunoblotting (Kapitel 2.8.5.1). Es wurden 
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sehr viele verschiedene Strategien ausprobiert, um die Expression der 5 verschiedenen Enzy-
me zu verbessern (Kapitel 2.1.2.2 und 2.2.1), und nach jeder neuen Anzucht erneut der Ex-
pressionsnachweis durch Immunoblotting durchgeführt. Bei MidK wurden 15 g Zellen 
(30%ige Zellsuspension) per Ultraschall aufgeschlossen und nach einem Zentrifugati-
onsschritt wurde eine semi-präparative IMAC-Aufreinigung an Ni2+-NTA durchgeführt. Es 
wurden 5 mL Eluat erhalten, die per Ultrafiltration auf 250 μl mit 2 mg/mL Proteinkonzentra-
tion aufkonzentriert wurden. Es wurden nun Proben vom Rohextraktüberstand, dem Pellet, 
dem Durchlauf, der Elution sowie konzentrierter Elution auf ein SDS-PAGE aufgetragen, 
welches anschließend geblottet wurde.  
2.4.4.2 Aufreinigungen und Aktivitätstests 
Für alle 5 beschriebenen Enzyme (AviS/T, MidC/H und UrdR) wurden IMAC-
Aufreinigungen im semi-präparativen und präparativen Maßstab durchgeführt (Kapitel 
2.3.4.2). Das dabei gewonnene hochreine Protein wurde in verschiedene Aktivitätstests einge-
setzt, die sich an Aktivitätstests bereits publizierter homologer Enzyme orientierten (AviS und 
AviT: Dräger et al. 1999; Chen, Agnihotri et al. 1999, MidC und MidH: Chen, Yeung et al. 
1999). Insbesondere wurden die Enzyme nacheinander aufgereinigt und am gleichen Tag die 
Aktivitätstests durchgeführt, da keinerlei Informationen über die Stabilität der Enzyme vorla-
gen. Bei den homologen Enzymen zu AviS/T ist eine geringe Stabilität und damit verbunden 
eine nur kurze aktive Phase beschrieben worden (Dräger et al. 1999). Das Enzym UrdR konn-
te aufgrund des Mangels an dTDP-2,6-Didesoxy-4-keto-glucose nicht damit getestet werden, 
daher wurde das Schlüsselintermediat dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose als Substrat für die 4-
Ketoreductase UrdR verwendet. Das Enzym MidK konnte aufgrund der fehlenden Verfüg-
barkeit von dTDP-3-Amino-3,6-Didesoxy-glucose ebenfalls nicht auf Aktivität getestet wer-
den. Die Enzyme AviS und AviT wurden auch teilweise vor der IMAC-Aufreinigung ge-
mischt und in einem einzigen Schritt zusammen aufgereinigt, da es Hinweise auf eine gegen-
seitige Stabilisierung der Enzyme gab. Außerdem wurden alle 5 Enzyme mit Ni2+-NTA-
Magnet-Beads immobilisiert und im Mikrotiterplattenfotometer auf Aktivität untersucht.  
2.4.5 Biochemische Charakterisierung von SorF 
Das Gen sorF aus Sorangium cellulosum kodiert für eine Glykosyltransferase.  
Es wurde von Rolf Müller (Pharmazeutische Biotechnologie, Universität des Saarlandes, 
Saarbrücken) für diese Arbeit zur Verfügung gestellt (Kopp 2005). Das aufgereinigte Enzym 
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wurde zunächst, wie in den folgenden Unterkapiteln beschrieben, biochemisch charakterisiert, 
da am Institut für Pharmazeutische Biotechnologie (Saarbrücken) neben einem reinen Test auf 
Aktivität als Glykosyltransferase keine weiteren Untersuchungen durchgeführt wurden. 
2.4.5.1 Aufreinigung und Expressionsnachweis durch SDS-PAGE 
Das Enzym SorF wurde nach Aufschluss der E. coli-Zellen und nach Aufreinigung mit Chi-
tin-Beads mit SDS-PAGE (Kapitel 2.8.5) analysiert. Außerdem wurde das Enzym nach der 
darüber hinaus durchgeführten Gelfiltration an G200 Superdex Material (Kapitel 2.3.5) eben-
falls mit SDS-PAGE untersucht.   
2.4.5.2 Bestimmungen der Molmasse von SorF 
Mithilfe der Molekulargewichtsstandards konnten aus den SDS-PAGE-Ergebnissen der Auf-
reinigung per Affinitätschromatographie die relative Molmasse von SorF bestimmt werden. 
Darüber hinaus wurde auch das native Molekulargewicht von SorF mit einer Gelfiltration an 
Superdex G200 bestimmt (Kapitel 2.3.5). Damit lässt sich eine Aussage über die Quartär-
struktur des Enzyms treffen. Die Auswertung erfolgte mit Microsoft Excel XP. 
2.4.5.3 UDP-Glucose als Donorsubstrat für den Transfer auf Sorangicin A mit SorF 
Maren Kopp (Institut für Pharmazeutische Biotechnologie, Universität des Saarlandes, Saar-
brücken) hat in Ihrer Dissertation die UDP-Glucosyltransferase SorF kloniert und nach affini-
tätschromatographischer Aufreinigung einen Aktivitätstest des Enzyms durchgeführt. Der 
Aktivitätstest wurde zunächst wiederholt, um zu zeigen, dass ein funktionelles Enzym zur 
Verfügung stand. Außerdem sollte die Verlässlichkeit der CE-Analytik und des entwickelten 
Aktivitätstests gezeigt werden (Kapitel 2.4.5.4). Der in Tabelle 19 und 20 beschriebene An-
satz mit aufgereinigtem SorF (2.3.4) und eine Blindprobe ohne Sorangicin wurden bei 37°C 
in einem Thermoheizblock (HBT 130, HLC Biotech) in einem Gesamtvolumen von 200 μl in 
Eppendorfgefäßen inkubiert. Nach 5 min, 30 min, 1 und 2 h wurden jeweils 25 μl aus den 
Ansätzen entnommen, für 3 min bei 95°C abgestoppt, 20 min bei 15000 Upm herunterzentri-
fugiert (Rotina 35R, Hettich) und der Überstand mit der CE (Kapitel 2.8.2) analysiert. Außer-
dem wurde zu Beginn der Synthese (5 min) und nach 2 h den Ansätzen jeweils 50 μl ent-
nommen und mit H2O, bidest. auf ca. 200 μl aufgefüllt. Danach wurden die Proben mit der 
C18-Festphasenextraktion durch Sep Pak C18 Säulen (Waters) aufgereinigt (Kapitel 2.8.3.1). 
Das bei der Aufreinigung zur Elution benötigte Methanol wurde mit der Savant SpeedVac 
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SC110 (GMI) verdampft und man erhielt ein trockenes, weißes Produktpulver. Dieses wurde 
nach Aufnahme in 10 μl Methanol (Roth) per Dünnschichtchromatographie (Kapitel 2.8.3) 
analysiert. 
2.4.5.4 Aktivitätstest für bakterielle Glykosyltransferasen 
Zur Bestimmung der enzymatischen Aktivität der UDP-Glucosyltransferase SorF wurde ein 
Aktivitätstest entwickelt. Der Test sollte es ermöglichen, den Substratumsatz von SorF zu 
quantifizieren. Hierfür wurden der von Thomas Schumacher entwickelte Test für bakterielle 
Glykosyltransferasen (Schumacher 2005), mit dem von Maren Kopp entwickelten Test (Kopp 
2005) und den Erfahrungen aus der Bestimmung des pH- und Temperaturoptimums von SorF 
in dieser Arbeit (Kapitel 2.4.5.5 und 2.4.5.6) kombiniert. In Abbildung 30 sind die Substrate 
und Produkte der SorF katalysierten Transferreaktion dargestellt. 
Abbildung 30: Transfer eines aktivierten Nukleotidzuckers (hier UDP-D-Glucose) auf Sorangicin A katalysiert 
durch SorF. 
Sowohl über die Abnahme der Substrate (Nukleotidzucker und Aglykon) als auch über die 
Zunahme der Produkte (Nukleosiddiphosphat und Glykosyl-Sorangicin) in Abbildung 30 
kann die Enzymaktivität von SorF bestimmt werden. Die Abnahme des Aglykon und die Zu-
nahme des Glykosyl-Sorangiosids konnte mit einem HPLC-Test bei 215 nm verfolgt werden 
(Salah-Bey et al. 1998, Schumacher 2005). Da aber selbst bei hohen Aglykon- bzw. Sorangi-
osidkonzentrationen nur sehr kleine Peakflächen sichtbar waren (5-15 mAU·min), war dieser 
HPLC-Test für einen möglichst präzisen Glykosyltransferase-Aktivitätstest nicht geeignet. 
Die Abnahme des Nukleotidzuckers und die Zunahme an Nukleosiddiphosphat konnte hinge-
gen sehr gut mit HPLC (Ryll und Wagner 1991, siehe 2.8.1.1) und CE (Kapitel 2.8.2) verfolgt 
werden. Insbesondere die schnelle und empfindliche CE-Analytik eignete sich zur quantitati-
ven Bestimmung von Nukleotiden und nukleotidaktivierten Zuckern und wurde überwiegend 
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zur Aktivitätsbestimmung von SorF eingesetzt. Durch Vergleich von CE Ergebnissen mit den 
DC- und HPLC-MS Ergebnissen (Kapitel 2.8.3 und 2.8.1.2) verschiedener Enzymassays 
konnte die Verlässlichkeit der CE Ergebnisse bestätigt werden. Die Bestandteile des Stan-
dard-assays wurden in Eppendorf-Reaktionsgefäßen zusammenpipettiert und gemischt (Vor-
texer TTS2, IKA Werk). Das Enzym SorF wurde durch Affinitätschromatographie an Chitin-
Beads aufgereinigt und anschließend umgepuffert. In allen Tests wurde ein konzentriertes 
Eluat der affinitätschromatographischen Aufreinigung eingesetzt. Anschließend wurden die 
Proben für 0-24 h in einem Thermoheizblock bei 30°C inkubiert. Jede entnommene Probe 
wurde für 3 min bei 95°C gestoppt und für 20 min bei 15000 Upm abzentrifugiert (Rotina 
35R, Hettich). Ein Einfluss der Hitzeinaktivierung auf den Aktivitätstest konnte nicht festge-
stellt werden, d.h. ein Zerfall der aktivierten Zucker und damit eine NDP Freisetzung fand in 
Kontrollexperimenten bei 95°C nicht statt.         
Tabelle 19: Standard-Enzymassay der Glykosyltransferase SorF. 
 Endkonzentration bzw. 
Volumen  
Tris-HCl-Puffer, 500 mM, pH: 7,4 (Roth) 50 mM 
MgCl2, 100 mM (Roth) 10 mM 
Sorangicin A, 14 mM (Rolf Müller, Saarbrücken) 1,4 mM 
NDP-aktivierter Zucker (selbst produziert oder von 
Sigma) 
1,4 mM 
BSA (Roth) 1 mg/mL 
SorF (0,44 U/mL, konzentriertes Eluat, siehe 
2.3.4.4) 
10 - 50 μl 
Gesamtvolumen 100 μl-500 μl 
 
Mit dem Überstand der Proben erfolgte dann die Analytik mit der CE (Kapitel 2.8.2) oder 
zusätzlich nach der C18-Festphasenextraktion mit DC und/oder HPLC-MS (Kapitel 2.8.3 und 
2.8.1.2).  
Die Aktivität von SorF kann man dann aus der linearen Anfangsreaktionsgeschwindigkeit der 
enzymatischen Reaktion berechnen: 
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SorF                                                                                (4) 
          
mit: c: Konzentration an dTDP [μmol·mL-1] 
 V: Testvolumen [μl] 
 v: Probenvolumen [μl] 
 F: Verdünnungsfaktor 
 tInk.: Inkubationszeit [min] 
 
Die spezifische Aktivität von SorF (U/ml:mg/ml) konnte unter zusätzlicher Berücksichtigung 
des Proteingehalts der Proben (Kapitel 2.8.4) berechnet werden. 
2.4.5.5 Bestimmung des pH-Optimums für die Transferreaktion von SorF 
Maren Kopp (Institut für Pharmazeutische Biotechnologie, Universität des Saarlandes, Saar-
brücken) hat in Ihrer Dissertation (Kopp 2005) nur qualitativ die Aktivität der UDP-
Glucosyltransferase SorF getestet (Kapitel 2.4.5.3). Die für den Aktivitätstest notwendigen 
Parameter wie pH und Inkubationstemperatur wurden willkürlich bestimmt. Daher wurden 
vor Beginn der Untersuchung des Substratspektrums, der Durchführung von Synthesen und 
dem Einsatz des Enzyms in einem Enzym-Modul-System zunächst das Temperatur- und das 
pH-Optimum des Enzyms bestimmt. Nach der Aufreinigung von SorF (Kapitel 2.3.4.4). und 
der Abtrennung des DTT (Kapitel 2.3.4.4) wurde das konzentrierte SorF-Eluat (0,51 U/ml) in 
den in Tabelle 19 gezeigten Aktivitätstest mit einem Gesamtvolumen von 100 μl eingesetzt. 
In diesem Aktivitätstest wurde der pH-Wert zwischen 6 bis 11 variiert und auch die Pufferzu-
sammensetzung je nach pH-Wert variiert. Für den pH-Wert 6 wurde Kaliumphosphatpuffer 
(Endkonzentration 50 mM), für die pH-Werte 7, 7,4, 8 und 9 wurde Tris-HCl-Puffer (End-
konzentration 50 mM) und für die pH-Werte 10 und 11 wurde ein Glycin-NaCl-Puffer (End-
konzentration 50 mM) verwendet, um den gesamten Pufferbereich abzudecken. Auch pH-
Bereich überlappend wurden testweise einige Messungen durchgeführt, um einen Einfluss der 
Puffersalze auf den Enzymassay auszuschließen. Der in Tabelle 19 beschriebene Ansatz und 
Kontrollen ohne Sorangicin und ohne Enzym wurden bei 37°C in einem Thermoheizblock 
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(HBT 130, HLC Biotech) in einem jeweiligen Volumen von 100 μl in Eppendorfgefäßen in-
kubiert. Nach 0, 5, 10, 15 und 30 min wurden jeweils 20 μl aus den Ansätzen entnommen, für 
3 min bei 95°C abgestoppt, 20 min bei 15000 Upm herunterzentrifugiert (Rotina 35R, Het-
tich) und der Überstand mit der CE (Kapitel 2.8.2) analysiert. Aus der Anfangsreaktionsge-
schwindigkeit der enzymatischen Reaktion wurde für jeden pH-Wert die Enzymaktivität be-
rechnet (Kapitel 2.4.5.4) und damit das pH-Optimum von SorF bestimmt. 
2.4.5.6 Bestimmung des Temperatur-Optimums für die Transferreaktion von SorF 
Neben dem pH-Optimum (vorheriges Kapitel) für die Synthese von Glucosyl-Sorangiosid 
musste auch das Temperaturoptimum von SorF bestimmt werden. Nach der Aufreinigung von 
SorF (Kapitel 2.3.4.4) und der Abtrennung des DTT (Kapitel 2.3.4.4) wurde das konzentrierte 
SorF-Eluat (0,51 U/ml) in den in Tabelle 19 gezeigten Aktivitätstest mit einem Gesamtvolu-
men von 100 μl eingesetzt. Der in Tabelle 19 beschriebene Ansatz und Kontrollen ohne So-
rangicin wurden bei 20, 25, 30, 35, 40 und 45°C in einem Thermoheizblock (HBT 130, HLC 
Biotech) in einem jeweiligen Volumen von 100 μl in Eppendorfgefäßen inkubiert. Nach 0, 5, 
10, 15 und 30 min wurden jeweils 20 μl aus den Ansätzen entnommen, für 3 min bei 95°C 
abgestoppt, 20 min bei 15000 Upm herunterzentrifugiert (Rotina 35R, Hettich) und der Über-
stand mit der CE (Kapitel 2.8.2) analysiert. Aus der Anfangsreaktionsgeschwindigkeit der 
enzymatischen Reaktion wurde für jeden Temperatur-Wert die Enzymaktivität berechnet 
(Kapitel 2.4.5.4) und damit das Temperatur-Optimum von SorF bestimmt. 
2.4.5.7 Untersuchungen des Substratspektrums von SorF 
Das Donorsubstratspektrum von SorF wurde mit zahlreichen dTDP- und UDP-aktivierten 
Zuckern untersucht (Rupprath et al. 2007). Das Akzeptorsubstratspektrum wurde mit dem im 
Vergleich zu Sorangicin ähnlich wirksamen und nach einem vergleichbaren Mechanismus 
wirkenden Rifampicin untersucht.  
Der SorF-Standardenzymassay (Tabelle 19) wurde für die Bestimmung des Donor-
substratspektrums verwendet. Als Substrate wurden die in Tabelle 20 dargestellten NDP-
aktivierten Zucker verwendet. Nach der Aufreinigung von SorF (Kapitel 2.3.4.4) wurde das 
konzentrierte SorF-Eluat (0,44 U/ml) in den in Tabelle 21 gezeigten Aktivitätstest eingesetzt. 
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Tabelle 20: NDP-aktivierte Zucker, die als Donorsubstrate für SorF getestet wurden. 
dTDP-aktivierte Zucker UDP-aktivierte Zucker 
dTDP-D-Glucose (Sigma) UDP-D-Galactose (Sigma) 
dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-Glucose 
(siehe2.5.1) 
UDP-D-Glc/Gal-Biotin (Namdjou 2006) 
dTDP-β-L-Rhamnose (Kapitel 2.5.2) UDP-D-Mannose (Sigma) 
dTDP-D-Desosamin (Marie-Cecil 
Raynal, Sanofi-Aventis, Frankreich) 
UDP-D-Glucuronsäure (Sigma) 
 UDP-N-Acetyl-D-glucosamin (Sigma) 
 UDP-N-Acetyl-D-galactosamin (Sigma) 
 UDP-D-Xylose (Sigma) 
 
Die Proben wurden mit einem Gesamtvolumen von 200 μl in Eppendorfgefäßen zusammen-
pipettiert und im Thermoheizblock (HBT 130, HLC Biotech) bei 30°C inkubiert. Das Enzym 
SorF wurde durch Affinitätschromatographie an Chitin-Beads aufgereinigt und anschließend 
umgepuffert. In allen Tests wurde ein konzentriertes Eluat der affinitätschromatographischen 
Aufreinigung eingesetzt (Tabelle 21). Nach 5 min, 1, 2, 4, 18 und 26 h wurden den Ansätzen 
jeweils 20 μl entnommen, diese für 3 min bei 95°C gestoppt (Thermoheizblock HBT 130, 
Tabelle 21: Enzymassay zur Bestimmung des Substratspektrums von SorF. 
Testansatz Volumen Endkonzentration  
Tris-HCl-Puffer, 500 mM, pH: 7,4 
(Roth) 
20 μl 50 mM 
MgCl2, 100 mM, (Roth) 20 μl 10 mM 
Sorangicin A, 14 mM (Rolf Müller, 
Saarbrücken) 
20 μl 1,4 mM 
NDP-aktivierter Zucker, 14 mM  
(Tabelle 20) 
20 μl 1,4 mM 
BSA, 10 mg/mL (Roth) 20 μl 1 mg/mL 
SorF (0,44 U/mL, konzentriertes Eluat, 
siehe 2.3.4.4) 
20 μl 44 mU/mL 
H2O, bidest. 80 μl - 
Gesamtvolumen 200 μl - 
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HLC Biotech) und durch Zentrifugation für 20 min bei 15000 Upm (Rotina 35R, Hettich) das 
denaturierte Protein abgetrennt. Anschließend erfolgte die Analyse der Proben mit der CE 
(Kapitel 2.8.2). Zum Zeitpunkt 5 min und 18 h wurden außerdem jeweils 40 μl entnommen 
und mit H2O, bidest. auf 100 μl aufgefüllt. Diese Proben wurden per C18-
Festphasenextraktion (Kapitel 2.8.3.1) aufgereinigt und teilweise per DC (Kapitel 2.8.3) 
und/oder per HPLC-MS analysiert (Kapitel 2.8.1.2). Bei fehlendem Umsatz laut CE- und DC-
Analytik wurde auf die HPLC-MS-Analyse verzichtet, da sich bei den ersten Tests zum Sub-
stratscreening schon gezeigt hatte, dass sich alle drei Analyseverfahren in ihren Ergebnissen 
schlüssig ergänzen.  
Der Test zum Akzeptorsubstratscreening wurde, genau wie oben für das Donorsubstratscree-
ning beschrieben, durchgeführt (Tabelle 21). Als einzige Unterschiede wurden nur das natür-
liche Substrat UDP-D-Glucose als Donor und Rifampicin als Akzeptor verwendet.  
2.4.5.8 Michaelis-Menten Kinetiken für SorF für verschiedene dTDP-aktivierte Deso- 
             xyzucker 
Zur Charakterisierung von SorF wurden enzymkinetische Untersuchungen durchgeführt. 
Hierbei wurden die maximale Reaktionsgeschwindigkeit Vmax und die Michaelis-Menten-
Konstante KM (halbmaximale Substratsättigungskonzentration und Reaktionsgeschwindigkeit) 
für UDP-D-Glucose und die Substrate dTDP-D-Glucose, dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose 
und dTDP-β-L-Rhamnose bestimmt. Zur Bestimmung der kinetischen Konstanten wurden 
Anfangsreaktionsgeschwindigkeiten der enzymatischen Umsetzungen in Abhängigkeit einer 
Substratkonzentration gemessen. Beim hyperbolischen Verlauf der Zeit-Umsatz-Kurve ist die 
Reaktionsgeschwindigkeit im Bereich kleiner Umsätze idealerweise linear und daher sollte 
der Umsatz nicht größer als 10% sein. Alle Messungen wurden jeweils mit dem Akzeptor-
substrat Sorangicin A gestartet. Nach der Aufreinigung von SorF (Kapitel 2.3.4.4) wurde das 
SorF-Eluat (0,4 U/ml) in verschiedenen Verdünnungen (1:1 – 1:4) in den in Tabelle 19 ge-
zeigten Aktivitätstest zur Bestimmung der kinetischen Parameter eingesetzt. Der Enzymassay 
wurde jeweils in einem Gesamtvolumen von 20 μl durchgeführt. Im Enzymassay wurden die 
Konzentrationen der vier getesteten SorF-Substrate (UDP-D-Glucose, dTDP-D-Glucose, 
dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose und dTDP-β-L-Rhamnose) auf jeweils 0,5, 1, 2, 4, 6, 8 und 
10 mM eingestellt. Im Thermoheizblock (HBT 130, HLC Biotech) wurden die Proben bei 
30°C für 5 min inkubiert und anschließend für 30 s bei 95°C abgestoppt. Es folgte die Zentri-
fugation der Proben für 15 min bei 15000 Upm (Rotina 35R, Hettich) und die anschließende 
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Analyse der Proben mit der CE-Analytik (Kapitel 2.8.2). Es wurden Kontrollen mitgeführt, 
die kein Enzym oder kein Akzeptorsubstrat Sorangicin A enthielten. Für jeden Ansatz wurde 
aus den Anfangsreaktionsgeschwindigkeiten und dem Proteingehalt (Kapitel 2.8.4) die spezi-
fische Enzymaktivität berechnet. Mit dem Programm Sigma Plot 8.0.2 (Systat Software) wur-
den die Vmax- und KM-Werte der getesteten NDP-aktivierten Hexosen nach Michaelis-Menten 
bestimmt. Der Berechnung lag die folgende Formel zugrunde: 
⎥⎦
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⎡
+
⋅=
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SK
Sv
v
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max                                                                                                                                    (5)                      
 
mit   S:  Substratkonzentration [mM] 
 v: Reaktionsgeschwindigkeit [mU/mg] 
 vmax: maximale Reaktionsgeschwindigkeit [mU/mg] 
 KM: Michaelis-Menten-Konstante [mM] 
2.5 Enzym-Modul-Systeme für die Synthese von dTDP-aktivierten  
Desoxyzuckern 
Als Substrate für Glykosyltransferasen wie z.B. SorF werden neben UDP-aktivierten Zuckern 
insbesondere dTDP-aktivierte Donorsubstrate benötigt. Da nur wenige dTDP-aktivierte De-
soxyhexosen kommerziell erhältlich sind, wurden im Rahmen dieser Arbeit Synthesen von 
dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose und dTDP-β-L-Rhamnose durchgeführt. Als reaktions-
technische Methode wurde die repetitive-batch-Technik verwendet (Herrmann et al. 1993; 
Elling et al. 1996; Bülter et al. 1997; Zervosen und Elling 1996; Zervosen et al. 1996; Elling 
et al. 2005), welche einen mehrmaligen und damit ökonomischen Einsatz der nativen Enzyme 
ermöglicht. Nach einer bestimmten Reaktionszeit wurden bei dieser Technik die Reaktionsan-
sätze per Ultrafiltration aufkonzentriert (Vivaspin 20, Sartorius, 20 mL) und damit die Pro-
duktlösung von den Enzymen getrennt. Nach Zugabe neuer Substrate zu der verbliebenen 
Enzymlösung konnte die Synthese neu gestartet werden, während die Produktlösungen bis zur 
Aufreinigung bei -20°C gelagert wurden. 
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  Abbildung 31: Schematische Darstellung des repetitive-batch-Verfahren mit den Schritten Einfüllen, Reaktion   
  und Ultrafiltration.  
Bei der Auswertung der Synthesen konnten die Konzentrationen an Substraten und Produkten 
mithilfe der HPLC (Kapitel 2.8.1) und CE (Kapitel 2.8.2) bestimmt werden und die Ausbeute, 
der Umsatz und die Produktivität nach den folgenden Formeln bestimmt werden. 
 
[ ] [ ]
[ ]0
0
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PP
AAusbeute
−=  (6) 
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[ ]0
0
S
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−=   (8) 
 
mit: [c0]: Substratkonzentration zum Zeitpunkt t0 [μmol·mL-1 = mM] 
 [P]: Produktkonzentration zu einem bestimmten Zeitpunkt [μmol·mL-1 = mM] 
 [P0]:  Produktkonzentration zum Zeitpunkt t0 [μmol·mL-1 = mM] 
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 [S0]: Substratkonzentration zum Zeitpunkt t0 [μmol·mL-1 = mM] 
 Mw: Molekulargewicht des gebildeten Produktes [g·mol-1] 
  
Die in den vorherigen Kapiteln beschriebenen molekularbiologischen Arbeiten, Fermentatio-
nen und Aufreinigungen dienten u.a. der Enzymproduktion für die nun folgenden Synthesen 
zweier dTDP-aktivierter Desoxyzucker. Im Einzelnen wurde die dTMP-Kinase (Kapitel 
2.2.1.1), die SuSy (Kapitel 2.2.1.2) sowie die Enzyme RmlB (dTDP-Glucose-4,6-
Dehydratase, siehe 2.2.1.3), RmlC (dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose 3,5-Epimerase, siehe 
2.2.1.3) und RmlD (dTDP-4-Dehydrorhamnose Reduktase, siehe 2.2.1.3) verwendet.  
2.5.1 Synthese von dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose  
Die Synthese von dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose erfolgte ausgehend von dTMP und Sac-
charose ( Abbildung 32) unter Verwendung der Enzyme dTMP-Kinase, SuSy, Pyruvat-Kinase 
und dTDP-Glucose-4,6-Dehydratase (RmlB) in Anlehnung an Günther (Günther 2001).  
 Abbildung 32: Synthese von dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose ausgehend von den preiswerten Substraten dTMP   
 und Saccharose mit den Enzymen dTMP-Kinase, SuSy und RmlB (sowie dem Hilfsenzym Pyruvat Kinase) in  
 einer Ein-Topf Reaktion. 
In der vorliegenden Arbeit wurde im Unterschied zu den Synthesen von Nicole Günter die 
dTMP-Kinase per His-Tag (IMAC) aufgereinigt (Kapitel 2.3). Die dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-
glucose wurde präparativ mit dem repetitive-batch-Verfahren (  Abbildung 31) bei 30°C her-
gestellt. Auf eine Kombination mit der fed-batch-Synthese wurde verzichtet, da keine pH-
Kontrolle zur Verfügung stand und die Ergebnisse mit der alleinigen repetitive-batch-
Synthese sehr gut waren. Der Verlauf der Synthese wurde mit CE-Analyse verfolgt (Kapitel 
2.8.2). Es wurde ein Tris-HCl-Puffer für die Synthese verwendet (100 mM Tris-HCl, 1 mM 
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MgCl2, 1 mM KCl, 1 mM DTT, 0,1 mg/mL BSA, pH: 7,8).  
Alle Substanzen wurden im Synthesepuffer angesetzt und in einem sterilen Erlenmeyerkolben 
unter leichtem Rühren inkubiert. Nach Synthesebeginn wurde die Umsetzung per CE-
Analytik (Kapitel 2.8.2) verfolgt, und bei nahezu 100% Umsatz wurden Enzyme und Produkt-
lösung durch Ultrafiltration (10 kDa cut off, Vivaspin 20, Sartorius) bei 10000 Upm in einer 
Zentrifuge (Rotina 35R, Hettich) getrennt, so dass ca. 1 mL Enzymlösung oberhalb der Ultra-
filtrationsmembran verblieb. Die ultrafiltrierten Produktlösungen wurden bis zur Aufreini-
gung bei -20°C gelagert und die Enzyme mit neuem Substrat in einem sterilen Erlenmeyer-
kolben erneut zur Synthese eingesetzt (Abbildung 31). 
Tabelle 22: Syntheseansatz für die Produktion von dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose. 
Syntheseansatz Volumen  Endkonzentration bzw. 
Aktivität  
dTMP, 40 mM (Sigma) 1,5 mL 4 mM 
PEP, 60 mM (Biomol) 1,5 mL 6 mM 
ATP, 12 mM (Sigma) 0,15 mL 0,12 mM 
Saccharose, 1,5 M (Westzucker)  3 mL 300 mM 
dTMP-Kinase (aus 2.2.1.1, 35 
U/mL) 
0,43 mL 1 U/mL 
Pyruvat-Kinase (Roche, 2000 U/mL) 0,15 mL 20 U/mL 
SuSy, 10,5 U/mL (Kapitel 2.4.1) 2,9 mL 2 U/mL 
RmlB, 70 U/mL (Kapitel 
Aufreinigung und Aktivitätstest von 
RmlB2.4.2) 
1,1 mL 5 U/mL 
Synthesepuffer 4,27 mL - 
Gesamtvolumen 15 mL - 
 
Nach mehrmaliger Enzymanwendung trat gelegentlich eine Aktivitätsabnahme ein, die durch 
Nachdosierung von jeweils 1/3 der zu Beginn eingesetzten Enzymmengen ausgeglichen wur-
de. Insgesamt wurden 3 Synthesen über jeweils 50-60 h durchgeführt, und in dieser Zeit wur-
den jeweils 7-8 repetitive-batch-Schritte durchgeführt. Ein Teil der ultrafiltrierten Produktlö-
sung wurde für die Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose (Kapitel 2.5.2) verwendet. Die restli-
che dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose wurde durch Dowex Ionenaustauschchromatographie 
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und Gelfiltration aufgereinigt (Kapitel 2.5.3) und als Substrat für die Bestimmung der Sub-
stratpromiskuität von SorF verwendet (Kapitel 2.4.5.7).   
2.5.2 Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose 
Die Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose erfolgte ausgehend von nicht aufgereinigter dTDP-6-
Desoxy-4-keto-D-glucose in Anlehnung an Günther (Günther 2001) im repetitive Batch Ver-
fahren bei 30°C (Tabelle 23). In dieser Arbeit wurde mit IMAC-gereinigten His-Tag Enzy-
men (RmlC und RmlD) gearbeitet. Bei der verwendeten dTDP-4-Dehydrorhamnose-
Reduktase RmlD handelt es sich um eine NAD(P)H abhängige Reduktase. Unter in situ Re-
generation von NADH wurde die Reaktion mithilfe der Formiat-Dehydrogenase FDH [EC 
1.2.1.2] aus Candida bodinii durchgeführt. Der Verlauf der Synthese wurde mit CE-Analytik 
verfolgt (Kapitel 2.8.2). In einem sterilen Erlenmeyerkolben wurde 2,4 mM dTDP-6-Desoxy-
4-keto-glucose (bei -20°C gelagerte Syntheseansätze aus 2.5.1, ultrafiltriert) mit NAD+, Am-
moniumformiat sowie RmlC, RmlD und FDH zusammengegeben und in einem Gesamtvolu-
men von 12 mL unter leichtem Rühren bei 30°C inkubiert.  
Tabelle 23: Syntheseansatz für die Produktion von dTDP-β-L-Rhamnose 
Syntheseansatz Volumen  Endkonzentration bzw. 
Aktivität  
dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose, ca. 3-
4 mM im Syntheseansatz aus 2.5.1 
ca. 9 mL ca. 2,4 mM 
RmlC, 35 U/mL (Kapitel 2.4.3.3) 0,66 mL 2 U/mL 
RmlD, 50 U/mL (Kapitel 2.4.3.3) 0,48 mL 2 U/mL 
NAD+ (60 mM) 0,1 mL 0,5 mM 
Ammoniumformiat (2,4 M) 1 mL 200 mM 
FDH, 100 U/mL (Jülich Chiral Solu-
tions) 
0,6 mL 5 U/mL 
Gesamtvolumen 12 mL - 
 
Nach Synthesebeginn wurde die Umsetzung per CE-Analytik (Kapitel 2.8.2) verfolgt, und bei 
nahezu 100% Umsatz wurden Enzyme und Produktlösung durch Ultrafiltration (10 kDa cut 
off, Vivaspin 20, Sartorius) bei 10000 Upm in einer Zentrifuge (Rotina 35R, Hettich) ge-
trennt, so dass ca. 1 mL Enzymlösung oberhalb der Ultrafiltrationsmembran verblieb. Die 
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Produktlösungen wurden bis zur Aufreinigung bei -20°C gelagert und die Enzyme mit neuem 
Substrat in einem sterilen Erlenmeyerkolben erneut zur Synthese eingesetzt (repetitive-batch-
Technik, Abbildung 31). Insgesamt wurden 2 Synthesen über jeweils 7 h durchgeführt und in 
dieser Zeit wurden 6 repetitive-batch-Schritte durchgeführt. Die dTDP-β-L-Rhamnose wurde 
durch Dowex Ionenaustauschchromatographie und Gelfiltration aufgereinigt (Kapitel 2.5.3) 
und zur Bestimmung des Substratspektrums von SorF verwendet (Kapitel 2.4.5.7).  
2.5.3 Aufreinigung der dTDP-aktivierten Desoxyzucker 
2.5.3.1 Anionenaustauschchromatographie an Dowex-Material 
Die in dieser Arbeit präparativ hergestellten dTDP-aktivierten Zucker wurden nach Ihrer Syn-
these (Kapitel 2.5) durch Ionenaustauschchromatographie an Dowex-Material (Serva) und 
daran anschließend per Gelfiltration aufgereinigt (Kapitel 2.5.3.2). Mithilfe der Ione-
naustauschchromatographie an Dowex-Material gelingt die Abtrennung des Synthesepuffers 
(Tris-Puffer) und aller ungeladenen Nebenprodukte bzw. Verunreinigungen. Bei dem ver-
wendeten Dowex-Ionentauschermaterial 1x2, 100-200 mesh, Chlorid-Form (Serva) handelt es 
sich um einen stark basischen Anionentauscher auf Kunstharzbasis, der mit 2% Divinylbenzol 
quervernetzt ist und als funktionelle Einheiten Trimethylammoniumgruppen enthält.  
 
Säule:  5 x 25 cm (Gelbettvolumen: 490 mL), Leersäule XK50/60 (GE Healthcare) 
Fluss:  25 cm/h (Pumpe im GradiFrac- bzw. ÄktaPrime-System, GE Healthcare) 
Detektion: UV-Messzelle bei 254 nm 
Äquilibrieren: 1 L H2O, bidest. 
Probe:  75-150 mL ultrafiltrierte Produktlösung wurden auf die Säule gegeben 
Waschen: Die Säule wurde mit H2O, bidest. gespült, bis die Basislinie wieder auf Null 
war 
Elution: Elution von der Säule durch Anlegen eines linearen Gradienten von 0 M – 1 M 
NaCl (dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose) bzw 0 – 0,8 M (dTDP-β-L-
Rhamnose) in 4 Säulenvolumen H2O, bidest., Fraktionsgröße: 10 mL 
Temperatur: 4°C (mit aktiver Kühlung des Kühlmantel, FP40 Kryostat, Julabo) 
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Die Fraktionen wurden mithilfe der CE-Analytik (Kapitel 2.8.2) analysiert und die Produkt-
enthaltenden Fraktionen wurden gepoolt. Die im Eluat noch vorhandenen Nukleotide wurden 
mit 1 U/mL alkalischer Phosphatase (calf intestine, Roche, EC 3.1.3.1) bei 30°C gespalten. 
Nach 2 h Inkubation (Kontrolle der Spaltung mit der CE-Analytik) wurde das Enzym durch 
Ultrafiltration (Vivacell 250, Sartorius) mit einer Membran (10 kDa, cut off) abgetrennt. An-
schließend wurde das Filtrat zur Volumenverkleinerung mit einem Rotationsverdampfer 
(Heidolph VV1 mit vacuubrand MD4C-Pumpeneinheit) bei Raumtemperatur soweit aufkon-
zentriert, dass das Löslichkeitsprodukt des NaCl-Salzes nicht überschritten wurde. Zur Ent-
salzung schloss sich eine präparative Gelfiltration an Sephadex G-10 (GE Healthcare) an.  
2.5.3.2 Chromatographie an Sephadex G10 
Die Gelfiltration war bei der präparativen Isolierung von dTDP-β-L-Rhamnose und dTDP-6-
Desoxy-4-keto-glucose notwendig, da mit der zuvor durchgeführten Ionenaustauschchroma-
tographie an Dowex-Material zwar die Verunreinigungen an Nebenprodukten, Puffern und 
Substraten abgetrennt wurde, bei der Elution aber NaCl verwendet wurde, dass vor der Ge-
friertrocknung der aktivierten Zucker abgetrennt werden musste. Dieses Salz wurde mit der 
Chromatographie an Sephadex G10 (GE Healtcare) abgetrennt, welches zum Entsalzen und 
Trennen von kleinen Molekülen bis zu einem Molekulargewicht von 700 g/mol geeignet ist.  
Schema der Gelfiltration: 
Säule:  5 x 90 cm (Gelbettvolumen: 1750 mL), Leersäule XK50/100 (GE Healthcare) 
Fluss:  3 cm/h (Pumpe im ÄktaPrime, zum Auftragen: P1-Pumpe (GE Healthcare)) 
Detektion: UV-Messzelle bei 254 nm 
Äquilibrieren: mit H2O, bidest. über Nacht 
Probe:  20-60 mL aufkonzentrierter Dowex-Pool wurde auf die Säule gegeben (Kapitel 
2.5) 
Elution: Elution der Probe mit H2O, bidest. 
Temperatur: 4°C (mit aktiver Kühlung des Kühlmantels, Kryostat FP40, Julabo) 
Anschließend wurde die Säule in 20% Ethanol (Roth) eingelegt und bei Raumtemperatur ge-
lagert. Die Gelfiltration musste oft 2-3mal wiederholt werden, um vollkommen salzfreies 
Produkt zu erhalten. Die Fraktionen wurden per CE analysiert (Kapitel 2.8.2) und die Produkt 
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enthaltenden Fraktionen gepoolt. Abschließend wurde die Produktlösung bei -20°C eingefro-
ren und durch Lyophilisation (Lyophylle, Medizinische Geräte J. H. Schrader) getrocknet. Als 
letzter Schritt der Synthese erfolgte das Auswiegen der synthetisierten dTDP-aktivierten De-
soxyzucker (Waage Labstyle 5001, Mettler Toledo). 
2.6 Enzym-Modul-Systeme für die in situ Regeneration von 
dTDP-aktivierten Desoxyzuckern 
Die Kombinatorische Biokatalyse wird idealerweise mit einer in situ Ein-Topf-Strategie 
durchgeführt, so dass die Produktion neuer glykosylierter Aglyka oder die Charakterisierung 
einer Glykosyltransferase mit einem minimalen Aufwand durchgeführt werden können. Die 
einzelnen Syntheseschritte können in Module unterteilt werden, so dass ein Enzym-Modul-
System für die kombinatorische Biokatalyse entwickelt werden konnte (Kapitel 1.4 und 2.6) 
(Rupprath et al. 2007).  
2.6.1 Kopplung des SuSy-Moduls mit dem Glykosyltransferase-Modul –
Enzym-Modul-System 1 (SuSy und SorF) 
Zunächst wurde untersucht, ob ein Enzym-Modul-System (EMS) mit in situ Regeneration 
zwischen einer Glykosyltransferase (hier: SorF) und einem dTDP-Glucose-synthetisierenden 
pflanzlichen Enzym überhaupt möglich ist (Abbildung 33). Nur ein Erfolg dieses grundlegen-
den Modul-System-Ansatzes macht Experimente mit weiteren Enzymen, z.B. aus dem Deso-
xyzucker-Modul, überhaupt sinnvoll. Zur Verwirklichung des EMS wurden SuSy und SorF 
aus bereits beschriebenen Aufreinigungen verwendet (Kapitel 2.2.1.2, 2.4.1 und 2.3.4.4).  
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Abbildung 33: Enzym-Modul-System 1 bestehend aus SuSy und SorF für die in situ Regeneration von dTDP-
Glucose. 
In einem 1,5-mL-Eppendorfgefäß wurden alle in Tabelle 24 angegebenen Substanzen zu-
sammengegeben und mit der dTDP-Zugabe die Reaktion gestartet. Die Proben wurden bei  
  
Tabelle 24: Enzym-Modul-System-Ansatz mit SuSy und SorF zur Synthese von Glucosyl-
Sorangiosid. 
Syntheseansatz Volumen  Endkonzentration bzw. 
Aktivität  
Tris-HCl, 500 mM, pH: 7,5 (Roth) 50 μl 50 mM 
MgCl2, 100 mM (Roth) 50 μl 10 mM 
Saccharose, 2,5 M (Westzucker) 50 μl 250 mM 
Sorangicin, 14 mM (Rolf Müller, 
Saarbrücken) 
50 μl 1,4 mM 
SuSy, 14,5 U/mL (Kapitel 2.4.1) 35 μl 1 U/mL 
SorF, 0,66 U/mL (Kapitel 2.3.4.4) 100 μl 0,13 U/mL 
dTDP, 1,4 mM (Sigma) 50 μl 0,14 mM 
H2O, bidest. 115 μl - 
Gesamtvolumen 500 μl - 
2 Material und Methoden  119 
30°C im Thermoheizblock (HBT 130, HLC Biotech) inkubiert und nach 18 h bei 95°C für 3 
min gestoppt. Es folgte eine Zentrifugation für 15 min bei 15000 Upm (Rotina 35R, Hettich). 
Anschließend wurde der komplette Ansatz per C18-Festphasenextraktion aufgereinigt (Kapitel 
2.8.3.1) und mit HPLC-MS-Analytik untersucht (Kapitel 2.8.1.2). Die lange Inkubationszeit 
des Ansatzes von 18 h wurde gewählt, um einen möglichst maximalen Umsatz mit dem EMS 
zu erreichen. Aus der Menge an entstandenem Glucosyl-Sorangiosid konnte direkt auf die 
Zyklenzahl geschlossen werden, da der Ansatz nur 0,14 mM dTDP enthielt und ohne in situ 
Regeneration nur maximal 10% Umsatz möglich waren. Somit entsprechen 10% Umsatz je-
weils einem Zyklus bei maximal 10 zu erreichenden Zyklen, da dann das Sorangicin mit der 
Endkonzentration von 1,4 mM den maximalen Umsatz beschränkt. Kontrollen ohne Sorangi-
cin und ohne SorF wurden ebenfalls durchgeführt. 
2.6.2 Kopplung des SuSy-Moduls mit dem Desoxyzuckermodul und Glyko-
syltransferase-Modul – Enzym-Modul-System 2 (SuSy, RmlB und SorF) 
Nach der Durchführung des EMS-Ansatzes nur mit SuSy und SorF wurde das System um die 
dTDP-Glucose-4,6-Dehydratase (RmlB) erweitert ( Abbildung 34). Als Aglyka-Produkt wur-
de anstelle von Glucosyl-Sorangiosid nun 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid erwartet. Es 
wurden SuSy, RmlB und SorF aus bereits beschriebenen Aufreinigungen verwendet (Kapitel 
2.2.1.2, 2.4.1, 2.4.2 und 2.3.4.4).    
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 Abbildung 34: Das Enzym-Modul-System 2 bestehend aus SuSy, RmlB und SorF zur in situ Regeneration von   
 dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose. 
 
In einem 1,5-mL-Eppendorfgefäß wurden alle in Tabelle 25 angegebenen Substanzen zu-
sammengegeben und mit der dTDP-Zugabe die Reaktion gestartet. Die Proben wurden bei 
30°C im Thermoheizblock (HBT 130, HLC Biotech) inkubiert und nach 18 h bei 95°C für 3 
min gestoppt. Es folgte eine Zentrifugation für 15 min bei 15000 Upm (Rotina 35R, Hettich). 
Anschließend wurde der komplette Ansatz per C18-Festphasenextraktion aufgereinigt (Kapitel 
2.8.3.1) und mit HPLC-MS-Analytik untersucht (Kapitel 2.8.1.2). Kontrollen ohne Sorangicin 
und ohne SorF wurden ebenfalls durchgeführt. Eine Inkubationszeit von 18 h wurde gewählt, 
um einen möglichst maximalen Umsatz mit dem EMS zu erreichen. Aus der Menge an ent-
standenem 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid konnte direkt auf die Zyklenzahl geschlos-
sen werden, da der Ansatz nur 0,14 mM dTDP enthielt und ohne in situ Regeneration nur ma-
ximal 10% Umsatz entstehen konnten. Besonders zu beachten bei der Auswertung war die 
breite Substratspezifität von SorF. So kann die intermediär entstehende dTDP-Glucose eben-
falls von SorF umgesetzt werden, was durch den großen Überschuss an RmlB verhindert wer-
den sollte (Verhältnis RmlB:SorF - 76:1). 
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Tabelle 25: Enzym-Modul-System-Ansatz mit SuSy, RmlB und SorF zur Synthese von 6-Desoxy-4-
keto-glucosyl-Sorangiosid. 
Syntheseansatz Volumen  Endkonzentration bzw. 
Aktivität  
Tris-HCl, 500 mM, pH: 7,5 (Roth) 50 μl 50 mM 
MgCl2, 100 mM (Roth) 50 μl 10 mM 
Saccharose, 2,5 M (Westzucker) 50 μl 250 mM 
Sorangicin, 14 mM (Rolf Müller, 
Saarbrücken) 
50 μl 1,4 mM 
SuSy, 14,5 U/mL (Kapitel 2.4.1) 35 μl 1 U/mL 
RmlB, 100 U/mL (Kapitel 2.4.2) 50 μl 10 U/mL 
SorF, 0,66 U/mL (Kapitel 2.3.4.4) 100 μl 0,13 U/mL 
dTDP, 1,4 mM (Sigma) 50 μl 0,14 mM 
H2O, bidest. 65 μl - 
Gesamtvolumen 500 μl - 
 
2.6.3 Kopplung des Susy-Moduls mit dem Desoxyzucker-Modul und Glyko-
syltransferase-Modul – das Enzym-Modul-System 3 (SuSy, RmlB, RmlC, 
RmlD und SorF) 
Nachdem die aus SuSy und SorF sowie aus SuSy, RmlB und SorF (siehe vorheriges Kapitel) 
bestehenden Enzym-Modul-Systeme zu viel versprechenden Ergebnissen führten, wurden nun 
im Folgenden weitere Enzyme aus dem Desoxyzucker-Modul in das funktionierende System 
integriert (Abbildung 35). Hierbei wurde das komplette Enzym-Modul-System, bestehend aus 
SuSy-, Desoxyzucker- und Glykosyltransferase-Modul, zusammengesetzt. Nach verschiede-
nen Optimierungen wurden letztlich 4 verschiedene Ansätze A, B, C und D durchgeführt. 
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 Abbildung 35: Das Enzym-Modul-System 3, bestehend aus SuSy und RmlB im SuSy-Modul, RmlC und RmlD   
 im Desoxyzucker-Modul sowie SorF im Glykosyltransferase-Modul, für die in situ Regeneration von dTDP-β-  
 L-Rhamnose.  
In einem 1,5-mL-Eppendorfgefäß wurden alle in Tabelle 26 angegebenen Substanzen zu-
sammengegeben und mit der dTDP-Zugabe die Reaktion gestartet. Die Proben wurden bei 
30°C im Thermoheizblock (HBT 130, HLC Biotech) inkubiert und nach 18 h bei 95°C für 3 
min gestoppt. Es folgte eine Zentrifugation für 15 min bei 15000 Upm (Rotina 35R, Hettich). 
Anschließend wurde der komplette Ansatz per C18-Festphasenextraktion aufgereinigt (Kapitel 
2.8.3.1) und mit HPLC-MS-Analytik untersucht (Kapitel 2.8.1.2). Eine Inkubationszeit von 
18 h wurde gewählt, um einen möglichst maximalen Umsatz mit dem EMS zu erreichen. Aus 
der Menge an entstandenem Rhamnosyl-Sorangiosid konnte direkt auf die Zyklenzahl ge-
schlossen werden, da der Ansatz nur 0,14 mM dTDP enthielt und ohne in situ Regeneration 
nur maximal 10% Umsatz entstehen konnten. Kontrollen ohne Sorangicin und ohne SorF 
wurden ebenfalls durchgeführt. Um die Umsetzungen der intermediär auftretenden dTDP-D-
Glucose und dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose zu verhindern, wurde bei Ansatz A die Rml-
Enzyme und SuSy in gleichen Aktivitäten eingesetzt. Damit sollte die Anhäufung eines In-
termediats verhindert werden, welches von SorF für eine Synthese zum entsprechenden So-
rangiosid verwendet werden könnte.  
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Ansatz A:     
Tabelle 26: Enzym-Modul-System-Ansatz A mit SuSy, RmlB, RmlC, RmlD und SorF zur Synthese   
von Rhamnosyl-Sorangiosid. 
Syntheseansatz Volumen  Endkonzentration bzw. 
Aktivität  
Tris-HCl, 500 mM, pH: 7,5 (Roth) 50 μl 50 mM 
MgCl2,100 mM (Roth) 50 μl 10 mM 
Saccharose, 2,5 M (Westzucker) 50 μl 250 mM 
Sorangicin, 14 mM (Rolf Müller, 
Saarbrücken) 
50 μl 1,4 mM 
SuSy, 14,5 U/mL (Kapitel 2.4.1) 35 μl 1 U/mL 
RmlB, 100 U/mL (Kapitel 2.4.2) 5 μl 1 U/mL 
RmlC, 25 U/mL (Kapitel 2.4.3.3) 20 μl 1 U/mL 
RmlD, 40 U/mL (Kapitel 2.4.3.3) 12,5 μl 1 U/mL 
NADH, 56 mM (Roth) 12,5 μl 1,4 mM 
SorF, 0,66 U/mL (Kapitel 2.3.4.4) 100 μl 0,13 U/mL 
dTDP, 1,4 mM (Sigma) 50 μl 0,14 mM 
H2O, bidest. 65 μl - 
Gesamtvolumen 500 μl - 
 
Ansatz B: 
Nachdem der Ansatz A nur unbefriedigende Mengen an Rhamnosyl-Sorangiosid ergeben hat-
te, wurde der Ansatz optimiert. Die Enzyme RmlB, RmlC und RmlD wurden nun mit höheren 
Aktivitäten eingesetzt, um möglichst viel dTDP-β-L-Rhamnose herzustellen und damit die 
Synthese von Rhamnosyl-Sorangiosid zu begünstigen und die Synthese der anderen Sorangi-
oside zu beschränken (Tabelle 27). Die Aufarbeitung und Analytik des Ansatzes wurde, wie 
bei Ansatz A bereits beschrieben, durchgeführt. Kontrollen ohne Sorangicin und ohne SorF 
wurden ebenfalls mitgeführt. 
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Tabelle 27: Optimiertes Enzym-Modul-System B mit SuSy, RmlB, RmlC, RmlD und SorF zur Syn-
these von    Rhamnosyl-Sorangiosid. 
Syntheseansatz Volumen  Endkonzentration bzw. 
Aktivität 
Tris-HCl, 500 mM, pH: 7,5 (Roth) 49,5 μl 50 mM 
MgCl2, 100 mM (Roth) 50 μl 10 mM 
Saccharose, 2,5 M (Westzucker) 50 μl 250 mM 
Sorangicin, 14 mM (Rolf Müller, 
Saarbrücken) 
50 μl 1,4 mM 
SuSy, 14,5 U/mL (Kapitel 2.4.1) 35 μl 1 U/mL 
RmlB, 100 U/mL (Kapitel 2.4.2) 25 μl 5 U/mL 
RmlC, 25 U/mL (Kapitel 2.4.3.3) 49 μl 2,4 U/mL 
RmlD, 40 U/mL (Kapitel 2.4.3.3) 29 μl 2,4 U/mL 
NADH, 56 mM (Roth) 12,5 μl 1,4 mM 
SorF, 0,66 U/mL (Kapitel 2.3.4.4) 100 μl 0,13 U/mL 
dTDP, 1,4 mM (Sigma) 50 μl 0,14 mM 
H2O, bidest. - - 
Gesamtvolumen 500 μl - 
 
Ansatz C: 
Nachdem mithilfe der HPLC-MS-Analytik von Ansatz B die Funktion des Modul-Systems 
mit SuSy, RmlB, RmlC, RmlD und SorF gezeigt worden war, wurde noch eine weitere Opti-
mierung (Ansatz C) durchgeführt. Bei diesem Ansatz wurde die Menge an SorF halbiert (nur 
noch 0,065 U/mL (50 μl) statt 0,13 U/mL) und die Menge an RmlB verdoppelt (10 U/mL, (50 
μl) statt 5 U/mL). Hiermit sollte zum einen durch Vergrößerung der RmlB-Aktivität die Men-
ge an dTDP-Glucose verringert werden, die von SorF zur Bildung von Glykosyl-Sorangiosid 
verwendet werden kann, und zum anderen durch Verringerung der SorF-Aktivität eine Kon-
zentration von SorF auf das am stärksten gebildete Substrat, die dTDP-β-L-Rhamnose, er-
reicht werden. Die Aufarbeitung und Analytik des Ansatzes wurde, wie bei Ansatz A bereits 
beschrieben, durchgeführt. Kontrollen ohne Sorangicin und ohne SorF wurden ebenfalls 
durchgeführt. 
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Ansatz D: 
In einem weiteren Optimierungsansatz D wurde das bestehende Modul-System noch mit einer 
Kofaktorregenerierung durch die Formiat-Dehydrogenase [EC 1.2.1.2] aus Candida bodinii 
verbunden. In Tabelle 28 sind die verwendeten, leicht veränderten Konzentrationen und Akti-
vitäten angegeben.  
Tabelle 28: Optimiertes Enzym-Modul-System D mit SuSy, RmlB, RmlC, RmlD und SorF zur Syn-
these von Rhamnosyl-Sorangiosid.  
Syntheseansatz Volumen  Endkonzentration bzw.  
Aktivität  
Tris-HCl, 500 mM, pH: 7,5 (Roth) 50 μl 50 mM 
MgCl2, 100 mM (Roth) 50 μl 10 mM 
Saccharose, 2,5 M (Westzucker) 50 μl 250 mM 
Sorangicin, 14 mM (Rolf Müller, Saar-
brücken) 
50 μl 1,4 mM 
SuSy, 14,5 U/mL (Kapitel 2.4.1) 35 μl 1 U/mL 
RmlB, 100 U/mL (Kapitel 2.4.2) 25 μl 5 U/mL 
RmlC, 25 U/mL (Kapitel 2.4.3.3) 24 μl 1,2 U/mL 
RmlD, 40 U/mL (Kapitel 2.4.3.3) 14 μl 1,2 U/mL 
NAD+, 14 mM (Roth) 5 μl 0,14 mM 
SorF, 0,66 U/mL (Kapitel 2.3.4.4) 100 μl 0,13 U/mL 
FDH, 100 U/mL (Jülich Chiral Solu-
tions) 
25 μl 5 U/mL 
Ammoniumformiat, 4,5 M (Roth) 22 μl 200 mM 
dTDP, 1,4 mM (Sigma) 50 μl 0,14 mM 
H2O, bidest. - --- 
Gesamtvolumen 500 μl 500 μl 
 
Um die NAD+-Kofaktorregenerierung durch FDH unter Umwandlung von Ammoniumformi-
at in CO2 in das Enzym-Modul-System einzubauen, musste das Volumen und damit die Akti-
vität von RmlC und RmlD halbiert werden. Die Aufarbeitung und Analytik des Ansatzes 
wurde, wie bei Ansatz A bereits beschrieben, durchgeführt. Kontrollen ohne Sorangicin und 
ohne SorF wurden ebenfalls durchgeführt. 
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2.7 Immobilisierung von RmlC, RmlD, dTMP-Kinase und SuSy 
Nachdem der Beweis für die Funktionsfähigkeit des Enzym-Modul-Systems erbracht war 
(Kapitel 3.5), wurde an der Vereinfachung der Durchführung gearbeitet. Das Enzym-Modul-
System wurde für die einfache und schnelle Charakterisierung von Glykosyltransferasen und 
die Produktion neuer hybrid glykosylierter Aglyka durch eine Ein-Topf-Reaktion entwickelt. 
Der mit Abstand zeitaufwändigste Schritt beim Einsatz des Enzym-Modul-Systems war die 
Aufreinigung aller beteiligten Enzyme. Durch eine Immobilisierung der beteiligten Enzyme 
über den His-Tag durch Verwendung von Ni2+-NTA-Magnet-Beads (Qiagen) sollte dieser 
zeitaufwändige Schritt stark vereinfacht und verkürzt werden. 
2.7.1 Diskontinuierliche Messung von immobilisiertem RmlC und RmlD im 
Mikrotiterplattenfotometer  
Zunächst wurden diskontinuierliche Messungen von an Ni2+-NTA-Magnet-Beads immobili-
siertem RmlC und RmlD durchgeführt, um zu untersuchen, ob die Enzyme im immobilisier-
ten Zustand überhaupt aktiv sind. Hierzu wurden mit einem Aktivitätstest, der dem bereits für 
RmlC/D-His beschriebenen Test ähnelt (Kapitel 2.4.3.3), Messungen im Mikrotiterplattenfo-
tometer bei 340 nm durchgeführt. Diese Messungen waren rein qualitativ und wurden mit 
verschiedenen Bead-Mengen durchgeführt, um eine mögliche Aktivität der immobilisierten 
Enzyme zu zeigen. Zunächst wurden 0,4 g RmlC- und RmlD-E. coli-Zellen in jeweils 1 mL 
Lysispuffer ML (50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 10 mM Imidazol, 
0,05% Tween 20, pH: 8,0) mit dem analytischen Ultraschall-Aufschluss aufgeschlossen (Ka-
pitel 2.3.1) und zur Abtrennung der Zellbestandteile für 15 min bei 15000 Upm (Rotina 35R, 
Hettich) zentrifugiert. Anschließend wurden zum Überstand je Eppendorfgefäß 200 μl Ni2+-
NTA-Magnet-Bead-Suspension (Qiagen) hinzugegeben und die His-getaggten Enzyme mit-
hilfe der Ni2+-NTA-Magnet-Beads und einem Eppendorfreaktionsgefäß-Magnet-Separator 
(Chemagen, für maximal 2 Reaktionsgefäße) aufgereinigt (Kapitel 2.3.4.3). Nachdem die En-
zyme immobilisiert und gewaschen waren, wurden sie mit Lysis-Puffer ML versetzt (gleiches 
Volumen wie zuvor die Bead-Suspension) und in die Mikrotiterplatte (MTP) pipettiert. Es 
wurden Tests mit jeweils 50 μl, 25 μl und 10 μl RmlC- und RmlD-Magnet-Bead-Suspension 
durchgeführt, da nicht bekannt war, ob und wie aktiv die beiden Enzyme im immobilisierten 
Zustand waren. Der Puffer der Bead-Suspension wurde vor dem Test durch einen 96-well 
Standard Magnet-Separator abgetrennt (Abbildung 36) und durch den Enzymassaypuffer er-
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setzt.  
   Abbildung 36: Standard Magnet-Separator ohne (links) und mit Mikrotiterplatte (rechts). 
In dieser Arbeit wurde ein eigener Standard Magnet-Separator verwendet (ähnlich dem 96-
Well Magnet Typ A, Qiagen), der von Techniker Peter Hostenbach gebaut wurde (Abbildung 
36). Zu den „trockenen“ Beads in den Wells der 96-well Mikrotiterplatte wurden nach Ab-
trennung der Bead-Suspension die in Tabelle 29 angegebenen Bestandteile des Aktivitätstest 
hinzugegeben. 
Tabelle 29: Qualitatitiver Aktivitätstest mit immobilisiertem RmlC und RmlD. 
Syntheseansatz Volumen  Endkonzentration 
Tris-HCl, 62,5 mM, pH: 7,5 (Roth) 80 μl 50 mM 
dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose (20 
mM, siehe 2.5.1) 
10 μl 2 mM 
NADH, 10 mM (Roth) 10 μl 1 mM 
RmlC (Bead-Suspension, Puffer wurde 
abgetrennt) 
je 50 μl / 25 μl /10 
μl 
- 
RmlD (Bead-Suspension, Puffer wurde 
abgetrennt) 
je 50 μl / 25 μl /10 
μl 
- 
Gesamtvolumen 100 μl - 
Das NADH wurde zuletzt zugegeben um den Aktivitätstest zu starten. Bei 340 nm und 30°C 
wurde die Reaktion der beiden Enzyme im Mikrotiterplattenfotometer (SpectraMax Plus 384, 
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Molecular Devices) verfolgt (für die Reaktionen siehe 2.4.3.3), wobei nach jeweils 1 min die 
Magnet-Beads mit dem Standard Magnet-Separator abgetrennt wurden, das komplette Testvo-
lumen in jeweils einen Nachbar-Well pipettiert und im Fotometer eine Endpunktmessung bei 
340 nm durchgeführt wurde. Hiernach wurde die Mikrotiterplatte dem Fotometer wieder ent-
nommen und das Testvolumen in den ursprünglichen Well mit den zurückgebliebenen Beads 
pipettiert. Die enzymatische Reaktion konnte anschließend durch die an den Beads immobili-
sierten Enzyme weiterlaufen und nach einer weiteren Minute wurden die Beads erneut sepa-
riert und das Assayvolumen für die nächste Endpunktmessung wieder in den Nachbar-Well 
überführt. Insgesamt wurde im 1 min Abstand (10 min Messung) die oben beschriebenen 
Endpunktmessungen im Mikrotiterplattenfotometer durch Verwendung des Standard Magnet-
Separators 10mal wiederholt.  
2.7.2 Entwicklung des MAGICA-Separators 
Nachdem der Aktivitätstest mit immobilisiertem RmlC und RmlD im Mikrotiterplattenfoto-
meter erfolgreich war, wurde die Immobilisierung als schnelle Methode zur Enzymaufreini-
gung für das EMS sehr interessant. Die Durchführung der Fotometermessung mit dem Stan-
dard Magnet-Separator erwies sich als sehr aufwändig und ungenau. Der Pipetieraufwand 
(Kapitel 2.7.1) war sehr groß und die Methode ermöglichte nur diskontinuierliche Messungen 
im Fotometer. Darüber hinaus führten kleine Pufferreste die an Wells und Pipetten zurück-
blieben nach ca. 5 Messungen zu einer deutlichen Abnahme des Probenvolumens, was bei 
quantitativen Anwendungen zu großen Abweichungen führen musste. Aus diesem Grund 
wurde ein vollkommen neuer Magnet-Separator, der MAGICA (Magnetic Immobilized Con-
tinuous Assay Separator) entwickelt (Abbildung 37 und Abbildung 38) und vom Techniker 
Peter Hostenbach gebaut. Dieser MAGICA-Separator ermöglicht die kontinuierliche Messung 
im Mikrotiterplattenfotometer, womit zum einen z.B. Kinetikmessungen von immobilisierten 
Enzymen möglich werden und zum anderen die sehr aufwändige Pipettierarbeit komplett 
wegfällt (Kapitel 2.7.1). Eine ausführliche Diskussion der Vorteile und Wirkungsweise der 
Erfindung findet sich mit Beispielen im Ergebnis- und Diskussionsteil. Der MAGICA-
Separator setzt sich aus einer Aluminium-Grundplatte (J. Lothmann GmbH & Co KG, Würse-
len), welche per CNC Fräse vom Techniker Peter Hostenbach bearbeitet wurde), einem fe-
dernden Druckstück GN614 von Ganter (Furtwangen) und Neodym-Eisen-Bor Magneten 
NE45 von IBS-Magnete (Berlin) zusammen.   
2 Material und Methoden  129 
 
Inzwischen wurde der MAGICA-Separator zum Patent angemeldet: PCT 12:10:2006 
(Rupprath und Elling, 2006), dort ist auch eine Konstruktionszeichnung mit allen Maßanga-
ben zu finden. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                                     
Abbildung 37: MAGICA-Separator in der Aufsicht.                
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                         Abbildung 38: MAGICA-Separator mit Mikrotiterplatte. 
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2.7.3 Kontinuierliche Messung der Aktivität von immobilisiertem RmlC und 
RmlD im Mikrotiterplattenfotometer  
Nachdem die Aktivität der mit Ni2+-NTA-Magnet-Beads immobilisierten Enzyme RmlC und 
RmlD mit dem Standard Magnet-Separator gezeigt werden konnte (Kapitel 2.7.1), wurde nun 
der neu entwickelte MAGICA-Separator für einen Aktivitätstest der immobilisierten Enzyme 
RmlC und RmlD verwendet. Bei diesem Aktivitätstest wurde auch eine quantitative Bestim-
mung der spezifischen Aktivität der Enzyme durchgeführt.      
Zunächst wurden 0,4 g RmlC- und RmlD-E. coli-Zellen in jeweils 1 mL Lysispuffer ML (50 
mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 10 mM Imidazol, 0,05% Tween 20, pH: 
8,0) mit dem analytischen Ultraschall-Aufschluss aufgeschlossen (Kapitel 2.3.1) und zur Ab-
trennung der Zellbestandteile für 15 min bei 15000 Upm (Rotina 35R, Hettich) zentrifugiert. 
Anschließend wurden zum Überstand je Eppendorfgefäß 200 μl Ni2+-NTA-Magnet-Bead-
Suspension (Qiagen) hinzugegeben und die His-getaggten Enzyme mithilfe der Ni2+-NTA-
Magnet-Beads und einem Eppendorfreaktionsgefäß-Magnet-Separator (Chemagen, für maxi-
mal 2 Reaktionsgefäße) abgetrennt (Kapitel 2.3.4.3). Nachdem die Enzyme immobilisiert und 
gewaschen waren, wurden sie mit Lysis-Puffer ML (50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 
mM NaCl, 10 mM Imidazol, 0,05% Tween 20, pH: 8,0) versetzt (gleiches Volumen wie zu-
vor die Bead-Suspension) und das jeweils eingesetzte Bead-Suspensionsvolumen (Tabelle 30) 
in die Mikrotiterplatte pipettiert. Die durch RmlD katalysierte Reduktion des Zwischenpro-
duktes dTDP-6-Desoxy-L-lyxo-4-hexulose ist NAD(P)H abhängig und konnte daher bei 340 
nm fotometrisch verfolgt werden (Kapitel 2.4.3.3). Da das Gleichgewicht der Epimerase-
Reaktion jedoch auf der Seite der dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose liegt, musste die Aktivi-
tätsbestimmung der beiden Enzyme in einem gekoppelten Test durchgeführt werden. Der Test 
wurde so angelegt, dass jeweils eines der beiden Enzyme RmlC und RmlD im Überschuss 
vorlag, so dass sich dieses Enzym nicht limitierend auf die Aktivitätsbestimmung des anderen 
Enzyms auswirkte, welches dann verdünnt vorlag. Von einem der beiden Enzyme wurden 50 
μl Bead-Suspension mit immobilisiertem Enzym eingesetzt, während vom jeweils anderen 
Enzym 40, 30, 20, 10, 5 und 1 μl Bead-Suspension mit immobilisertes Enzym eingesetzt 
wurden. Durch Variation der Enzymmengen wurde hierbei ein Verhältnis gesucht, bei dem 
nach einer anfänglichen lag-time eine lineare Abnahme der Absorption pro Zeiteinheit beo-
bachtet werden konnte. Zu Beginn der Messung wurden die jeweiligen Bead-Suspensionen 
mit immobilisiertem Enzym in die Mikrotiterplatte gegeben und die Flüssigkeit von den rei-
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nen Beads mit dem MAGICA-Separator getrennt. Anschließend erfolgte die Zugabe der Test-
bestandteile aus Tabelle 30. Die Messung der Absorptionsänderung pro Zeit bei 340 nm wur-
de bei 30°C für 20 min kontinuierlich in der Mikrotiterplatte im Mikrotiterplattenfotometer 
(SpectraMax Plus 384, Molecular Devices) mit eingelegtem MAGICA-Separator (Abbildung 
38) durchgeführt.  
Tabelle 30: Quantitativer Aktivitätstest mit immobilisiertem RmlC und RmlD im MAGICA-Separator.  
Syntheseansatz Volumen  Endkonzentration  
Tris-HCl, 62,5 mM, pH: 7,5 (Roth) 80 μl 50 mM 
dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose, 20 mM 
(Kapitel 2.5.1) 
10 μl 2 mM 
NADH, 10 mM (Roth) 10 μl 1 mM 
RmlC (Bead-Suspension, Puffer wurde 
abgetrennt) 
50 / 40, 30, 20 10, 
5, 1 μl 
- 
RmlD (Bead-Suspension, Puffer wurde 
abgetrennt) 
50 / 40, 30, 20 10, 
5, 1 μl 
- 
Gesamtvolumen 100 μl - 
 
Der Test wurde durch die Substratzugabe gestartet und Kontrollen ohne dTDP-6-Desoxy-4-
keto-D-glucose und ohne NADH wurden mitgeführt. Eine lag-time zu Beginn jeder Messung 
wurde berücksichtigt. Nach der Messung wurden die Assaylösungen mit dem MAGICA-
Separator abgetrennt, die Beads zweimal mit bidest. H2O gewaschen und die Enzyme mit 
Elutionspuffer ohne Detergens (50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 250 mM 
Imidazol, pH: 8,0) von den Ni2+-NTA-Magnet-Beads eluiert. Anschließend wurde der Prote-
ingehalt der eluierten Enzyme bestimmt (Kapitel 2.8.4), um die spezifische Aktivität der En-
zyme zu bestimmen.  
2.7.4 Kontinuierliche Messung und kinetische Untersuchung der Aktivität 
von immobilisierter SuSy im Mikrotiterplattenfotometer  
Nachdem die Immobilisierung von RmlC und RmlD an Ni2+-NTA-Beads erfolgreich war und 
die Enzyme auch im immobilisierten Zustand aktiv waren, wurden weitere Enzyme des En-
zym-Modul-Systems auf Aktivität im immobilisierten Zustand mit dem MAGICA-Separator 
untersucht. Zur Charakterisierung der immobilisierten SuSy wurden enzymkinetische Unter-
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suchungen durchgeführt. Hierbei wurden die maximale Reaktionsgeschwindigkeit Vmax und 
die Michaelis-Menten-Konstante KM (halbmaximale Substratsättigungskonzentration und Re-
aktionsgeschwindigkeit) bestimmt. Es wurde hierbei allerdings nicht untersucht, wie sich der 
KM-Wert durch äußere Einflussfaktoren (z.B. Diffusionsbarrieren) gegenüber dem nativen 
Zustand unterscheidet, so dass alle in dieser Arbeit aufgeführten KM-Werte immobilisierter 
Enzyme als „scheinbare“ KM-Werte zu bezeichnen sind (Hartmeier 1986). Neben der Immo-
bilisierung direkt aus geklärtem Rohextrakt wurde SuSy auch aus dem Anionenaustauschch-
romatographie- und dem IMAC-Pool der SuSy-Aufreinigung immobilisiert. Diese Experi-
mente waren notwendig, da SuSy nur schlecht über die natürlich vorkommenden histidinrei-
chen Bereiche an der Oberfläche des Enzyms an Ni2+-NTA bindet. Die SuSy wurde in Spalt-
richtung im immobilisierten Zustand mit dem kontinuierlichen Fotometertest nach Barrat 
(Barratt et al. 2001) auf Aktivität untersucht.   
Zunächst wurden 7 mL einer 40%igen SuSy S. cerevisiae Zellsuspension (in 50 mM Natri-
umdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 1,25 mM Imidazol, 0,05% Tween 20, pH: 8,0) mit 
der Schwingmühle (MM200, Retsch) aufgeschlossen und für 15 min bei 15000 Upm zentri-
fugiert (Rotina 35R, Hettich). Der geklärte Überstand (je 1 mL) wurde in 1,5-mL-
Eppendorfgefässe pipettiert. Außerdem wurden noch konzentrierte Anionenautauschchroma-
tographie-Pools (Q-Sepharose FF, siehe 2.3.3) und konzentrierte umgepufferte IMAC-Pools 
(Ni2+-NTA-Agarose, umgepuffert in Tris-HCl, 50 mM, pH: 7,5) der SuSy-Aufreinigung (Ka-
pitel 2.4.1) in 1,5-mL-Eppendorfgefäße pipettiert (je 1 mL). In die Eppendorfgefäße mit ge-
klärtem Rohextrakt, Ionenaustauschchromatographie-Pool und IMAC-Pool wurden jeweils 
200 μl Ni2+-NTA-Magnet-Bead-Suspension (Qiagen) hinzugegeben und SuSy mithilfe der 
Ni2+-NTA-Magnet-Beads und einem Eppendorfreaktionsgefäß-Magnet-Separator (Chemagen, 
für maximal 2 Reaktionsgefäße) abgetrennt (Kapitel 2.3.4.3). Nachdem die Enzyme immobi-
lisiert und gewaschen waren, wurden sie mit Lysispuffer (50 mM Natriumdihydro-
genphosphat, 300 mM NaCl, 1,25 mM Imidazol, 0,05% Tween 20, pH: 8,0) versetzt (gleiches 
Volumen wie zuvor die Bead-Suspension) und das nach Tabelle 31 verwendete Bead-
Suspensionsvolumen für den Aktivitätstest in die Mikrotiterplatte pipettiert. In den Aktivitäts-
test wurden 100 und 200 μl Bead-Suspension mit immobilisierter SuSy eingesetzt, um zu ge-
währleisten, dass SuSy das geschwindigkeitsbestimmende Enzym ist. Durch Variation der 
Enzymmengen wurde hierbei ein Verhältnis gesucht, bei dem nach einer anfänglichen lag-
time eine lineare Zunahme der Absorption pro Zeiteinheit beobachtet werden konnte. Zu Be-
ginn der Messung wurden die jeweiligen Bead-Suspensionen mit immobilisiertem Enzym in 
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die Mikrotiterplatte gegeben und die Flüssigkeit mit dem MAGICA-Separator von den reinen 
Beads getrennt. Anschließend erfolgte die Zugabe des Barrat-Test Master-Mix, der aufgrund 
der Vielzahl an Substanzen angesetzt wurde (Tabelle 31). Außerdem wurde die immobilisier-
te SuSy hinsichtlich ihrer kinetischen Eigenschaften gegenüber dem Substrat UDP untersucht. 
Für die Aufnahme einer SuSy Kinetik wurde der beschriebene Barrat-Fotometertest mit Vari-
ation der UDP Konzentration (0,5-10 mM) verwendet. Die Messung der Absorptionsänderung 
pro Zeit bei 340 nm wurde bei 30°C für 20 min kontinuierlich in der Mikrotiterplatte im 
Mikrotiterplattenfotometer mit eingelegtem MAGICA-Separator (Abbildung 38) durchge-
führt. Der Test wurde durch die Zugabe von Master-Mix gestartet. Die kinetische Untersu-
chung wurde durch die Zugabe des Substrates UDP gestartet. 
Tabelle 31: Quantitativer Aktivitätstest von immobilisierter SuSy. 
Syntheseansatz Volumen Endkonzentration 
HEPES-NaOH, 1 M, pH: 7,6 (Roth) 12,5 μl 50 mM 
MgCl2, 10 mM (Roth) 25 μl 1,0 mM 
ATP, 5 mM (Roth) 25 μl 0,5 mM 
NAD+, 5 mM (Roche) 25 μl 0,5 mM 
Hexokinase, 1500 U/mL (Roche) 1,25 μl 7,5 U/mL 
Glucose-6-phosphat-Dehydrogenase, 1000 
U/mL (Roche) 
1,25 μl 5 U/mL 
Phospho-Glucose-Isomerase, 700 U/mL (Roche) 1,30 μl 3,6 U/mL 
Saccharose (2 M, Westzucker) 31,25 μl 250 mM 
dTDP, 20 mM (Sigma) 12,5 μl 1 mM 
H2O, bidest. 114,95 - 
SuSy (Bead-Suspension, Puffer wurde abge-
trennt) 
100, 200 μl - 
Gesamtvolumen 250 μl - 
Nach der Messung wurden die Assaylösungen mit dem MAGICA-Separator abgetrennt, die 
Beads zweimal mit bidest. H2O gewaschen und die Enzyme mit Elutionspuffer ohne Deter-
gens (50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 250 mM Imidazol, pH: 8,0) von 
den Ni2+-NTA-Magnet-Beads eluiert. Anschließend wurde der Proteingehalt (Kapitel 2.8.4) 
der eluierten Enzyme bestimmt, um die spezifische Aktivität der Enzyme zu berechnen. Der 
Aktivitätstest wurde dreimal hintereinander mit denselben Beads durchgeführt, um zu über-
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prüfen, ob eine Ablösung der Enzyme von den Beads stattfindet. Wenn dies der Fall wäre, 
müsste eine deutliche Abnahme der Enzymaktivität beobachtet werden.   
Mit dem Programm Sigma Plot 8.0.2 (Systat Software) wurden die gewonnen Daten ausge-
wertet. Die kinetischen Konstanten wurden durch nicht-lineare Regressionsanalyse der expe-
rimentellen Daten bestimmt. Zur Vereinfachung wurde von Einsubstratkinetiken ausgegan-
gen. Bei den hyperbolen Verläufen der Kurven wurden die kinetischen Konstanten KM und 
Vmax mit der Michaelis-Menten-Gleichung bestimmt (Formel (6)). 
2.7.5 Kontinuierliche Messung und kinetische Untersuchung der Aktivität 
von immobilisierter dTMP-Kinase im Mikrotiterplattenfotometer  
Nach den erfolgreichen Aktivitätstests mit immobilisierten RmlC, RmlD und SuSy wurde im 
Folgenden die dTMP-Kinase auf Aktivität im immobilisierten Zustand mit dem MAGICA-
Separator untersucht. Zur Charakterisierung der immobilisierten dTMP-Kinase wurden en-
zymkinetische Untersuchungen durchgeführt. Hierbei wurden die maximale Reaktionsge-
schwindigkeit Vmax und die Michaelis-Menten-Konstante KM (halbmaximale Substratsätti-
gungskonzentration und Reaktionsgeschwindigkeit) bestimmt. Es wurde hierbei allerdings 
nicht untersucht, wie sich der KM-Wert durch äußere Einflussfaktoren (z.B. Diffusionsbarrie-
ren) gegenüber dem nativen Zustand unterscheidet, so dass alle in dieser Arbeit aufgeführten 
KM-Werte immobilisierter Enzyme als „scheinbare“ KM-Werte zu bezeichnen sind (Hartmeier 
1986). 
Die Aktivität der dTMP-Kinase wird durch das entstehende ADP mithilfe von zwei Hilfsen-
zymen nachgewiesen, wobei der letzte Enzymschritt mit der L-Lactat-Dehydrogenase durch 
die Beteiligung von NAD+/NADH für die Absorptionsänderung bei 340 nm im Fotometer 
verantwortlich ist.  
 
  
 
                                   Abbildung 39: Reaktionsschema zur Bestimmung der dTMP-Kinase Aktivität mit der  
                                   Pyruvat-Kinase und der Lactat-Dehydrogenase. 
Zunächst wurden mit 0,4 g dTMP-Kinase E. coli-Zellen (Kapitel 2.2.1.1) und 1 mL Auf-
schlusspuffer eine 40%ige Zellsuspension (mit 50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM 
NaCl, 10 mM Imidazol, 0,05% Tween 20, pH: 8,0) hergestellt und ein analytischer Auf-
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schluss per Ultraschall durchgeführt (Kapitel 2.3.1). Nach Klärung der Lösung durch Zentri-
fugation (Rotina 35R, Hettich) wurden je Eppendorfgefäß 200 μl Ni2+-NTA-Magnet-Bead-
Suspension (Qiagen) hinzugegeben und die His-getaggte dTMP-Kinase mithilfe der Magnet-
Beads und einem Eppendorfreaktionsgefäß-Magnet-Separator (Chemagen, für maximal 2 
Reaktionsgefäße) aufgereinigt (Kapitel 2.3.4.3). Nachdem die Enzyme immobilisiert und ge-
waschen waren, wurden sie mit Lysispuffer ML (50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 
mM NaCl, 10 mM Imidazol, 0,05% Tween 20, pH: 8,0) versetzt (gleiches Volumen wie zu-
vor die Bead-Suspension) und das jeweils nach Tabelle 32 eingesetzte Bead- Suspensionsvo-
lumen in die Mikrotiterplatte pipettiert. Es wurden Proben mit 25, 50 und 100 μl Bead-
Suspension mit immobilisierter dTMP-Kinase eingesetzt, um zu gewährleisten, dass die 
dTMP-Kinase das geschwindigkeitsbestimmende Enzym ist. Durch Variation der Enzym-
mengen wurde hierbei ein Verhältnis gesucht, bei dem nach einer anfänglichen lag-time eine 
lineare Abnahme der Absorption pro Zeiteinheit beobachtet werden konnte. Für die Aufnah-
me einer dTMP-Kinase-Kinetik wurde die dTMP-Konzentration (0,5-40 mM) variiert.  
Tabelle 32: Enzymassay zur Bestimmung der Aktivität der immobilisierten dTMP-Kinase.  
Syntheseansatz Volumen Endkonzentration 
Testpuffer, 100 mM Tris-HCl, 1 mM MgCl2, 3 
mM DTT, 0,1 mg/mL BSA, pH: 7,6 (Roth) 
45 μl - 
dTMP, 2,5-100mM (Sigma) 20 μl 0,5-40 mM 
ATP, 6 mM (Roth) 10 μl 0,6 mM 
PEP, 8 mM (Biomol) 10 μl 0,8 mM 
Pyruvat-Kinase (500 U/mL, Roche) 1,4 μl 7 U/mL 
L-LDH (550 U/mL, Roche) 3,6 μl 20 U/mL 
NADH,  2 mM (Roth) 10 μl 0,2 mM 
dTMP-Kinase (Bead-Suspension, Puffer wurde 
abgetrennt) 
25, 50, 100 μl 1 mM 
H2O, bidest. variiert - 
Gesamtvolumen 100 μl - 
Zu Beginn der Messung wurden die jeweiligen Bead-Suspensionen mit immobilisiertem En-
zym in die Mikrotiterplatte gegeben und die Flüssigkeit mit dem MAGICA-Separator von den 
reinen Beads getrennt. Anschließend erfolgte die Zugabe des dTMP-Kinase-Master-Mix, der 
aufgrund der Vielzahl an Substanzen angesetzt wurde. Die Messung der Absorptionsänderung 
136                                                                                                                             
pro Zeit bei 340 nm wurde bei 37°C für 20 min kontinuierlich in der Mikrotiterplatte im 
Mikrotiterplattenfotometer (SpectraMax Plus 384, Molecular Devices) mit eingelegtem MA-
GICA-Separator (Abbildung 38) durchgeführt. Der Aktivitätstest wurde durch die Zugabe 
von Master-Mix gestartet, während die kinetische Messung durch Substratzugabe (dTMP) 
gestartet wurde. Nach der Messung wurden die Assaylösungen mit dem MAGICA-Separator 
abgetrennt, die Beads zweimal mit bidest. H2O gewaschen und die Enzyme mit Lysispuffer 
ML ohne Detergens (50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 10 mM Imidazol, 
0,05% Tween 20, pH: 8,0) von den Ni2+-NTA-Magnet-Beads eluiert. Anschließend wurde der 
Proteingehalt der eluierten Enzyme bestimmt (Kapitel 2.8.4), um die spezifische Aktivität der 
Enzyme zu berechnen. Mit dem Programm Sigma Plot 8.0.2 (Systat Software) wurden die 
gewonnen Daten ausgewertet.  
2.7.6 Kontinuierliche Messung der Aktivität von immobilisierter SuSy in Kom-
bination mit immobilisierter dTMP-Kinase im Mikrotiterplattenfotometer  
Nachdem alle zuvor beschriebenen Tests mit den immobilisierten Enzymen dTMP-Kinase, 
RmlC, RmlD und SuSy und dem MAGICA-Separator erfolgreich waren, wurde im Hinblick 
auf eine Anwendung im Enzym-Modul-System die Kombination zweier immobilisierter En-
zyme untersucht. Hierzu wurden immobilisierte dTMP-Kinase und immobilisierte SuSy zu-
sammen in einem Fotometertest eingesetzt (Abbildung 40). In einem qualitativen Aktivitäts-
test sollte nun überprüft werden, ob sich beide Enzyme immobilisiert kombinieren lassen. 
Hierzu wurde der schon in 2.4.1 beschriebene Barrat-Aktivitätstest (Barratt et al. 2001) ange-
wendet. Der Barrat-Test erlaubt das SuSy-Produkt Fructose im Fotometer bei 340 nm zu ver-
folgen (Kapitel 2.4.1).  
 
 
Abbildung 40: Kombination von immobilisierter dTMP-Kinase und immobilisierter SuSy führt zur Bildung von 
dTDP-Glucose und Fructose, wobei letzteres mit dem SuSy-Aktivitätstest nach Barrat et al. verfolgt werden 
konnte. 
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Einzig dTDP musste aus dem Master-Mix entfernt werden, da dies durch die dTMP-Kinase 
synthetisiert werden sollte, während das ATP-Recyclingsystem der dTMP-Kinase in den 
kombinierten Aktivitätsassay übernommen wurde (Kapitel 2.7.5). Der fotometeraktive LDH-
Schritt (Tabelle 32) wurde nicht in den kombinierten Aktivitätsassay übernommen.  
Zunächst wurde ein analytischer Ultraschallaufschluss von 0,4 g dTMP-Kinase E. coli-Zellen 
(Kapitel 2.2.1.1) und 1 mL Aufschlusspuffer (Puffer ML, 50 mM Natriumdihydro-
genphosphat, 300 mM NaCl, 10 mM Imidazol, 0,05% Tween 20, pH: 8,0) durchgeführt (Ka-
pitel 2.3.1). Der nach der Zentrifugation (Rotina 35R, Hettich) geklärte Überstand der dTMP-
Kinase sowie der konzentrierte IMAC Pool (Ni2+-NTA) der SuSy-Aufreinigung (Kapitel 
2.4.1) wurden in 1,5-mL-Eppendorfgefäße pipettiert (je 1 mL). In die Eppendorfgefäße mit 
den beiden Enzymen wurden jeweils 200 μl Ni2+-NTA-Magnet-Bead-Suspension (Qiagen) 
hinzugegeben und die beiden Enzyme mithilfe der Ni2+-NTA-Magnet-Beads und einem Ep-
pendorfreaktionsgefäß-Magnet-Separator (Chemagen, für maximal 2 Reaktionsgefäße) aufge-
reinigt (Kapitel 2.3.4.3). Nachdem die Enzyme immobilisiert und gewaschen waren, wurden 
sie mit Lysispuffer ML (50 mM Natriumdihydrogenphosphat, 300 mM NaCl, 10 mM Imida-
zol, 0,05% Tween 20, pH: 8,0) versetzt (gleiches Volumen wie zuvor die Bead-Suspension) 
und jeweils 100 bzw. 200 μl Bead-Suspension mit immobilisierter SuSy und immobilisierter 
dTMP-Kinase in jeweils einem Mikrotiterplattenwell in den Aktivitätstest eingesetzt (Tabelle 
33). Die Pufferflüssigkeit wurde mit dem MAGICA-Separator von den reinen Beads mit dem 
MAGICA-Separator getrennt. Anschließend erfolgte die Zugabe des optimierten Barrat-Test-
Master-Mix (ohne dTDP, mit ATP Recycling), der aufgrund der Vielzahl an Substanzen an-
gesetzt wurde. Die Messung der Absorptionsänderung pro Zeit bei 340 nm wurde bei 30°C 
für 20 min kontinuierlich in der Mikrotiterplatte im Mikrotiterplattenfotometer (SpectraMax 
Plus 384, Molecular Devices) mit eingelegtem MAGICA-Separator (Abbildung 38) durchge-
führt. Der Test wurde durch die Zugabe von dTMP gestartet.  
Der Aktivitätstest wurde als Doppelbestimmung durchgeführt. Außerdem wurde der Test der 
kombinierten Enzymaktivität von dTMP-Kinase und SuSy fünfmal hintereinander mit den-
selben Beads durchgeführt, um zu überprüfen, ob eine Ablösung der Enzyme von den Beads 
stattfindet. Wenn dies der Fall wäre, müsste eine Abnahme der Enzymaktivität beobachtet 
werden. 
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Tabelle 33: Qualitativer Aktivitätstest von immobilisierter dTMP-Kinase und SuSy in Kombination.  
Syntheseansatz Volumen  Endkonzentration  
HEPES-NaOH, 1 M, pH: 7,6 (Roth) 12,5 μl 50 mM 
MgCl2, 10 mM (Roth) 25 μl 1,0 mM 
ATP, 5 mM (Roth) 35 μl 0,7 mM 
NAD+, 5 mM (Roche) 25 μl 0,5 mM 
Hexokinase, 1500 U/mL (Roche) 1,25 μl 7,5 U/mL 
Glucose-6-phosphat-Dehydrogenase, 1000 
U/mL (Roche) 
1,25 μl 5 U/mL 
Phospho-Glucose-Isomerase, 700 U/mL (Roche) 1,30 μl 3,6 U/mL 
Saccharose (2 M, Westzucker) 31,25 μl 250 mM 
dTMP, 20 mM (Sigma) 12,5 μl 1 mM 
PEP, 8 mM (Biomol) 25 μl 0,8 mM 
Pyruvat-Kinase (500 U/mL, Roche) 5 μl 10 U/mL 
H2O, bidest. 74,95 - 
SuSy (Bead-Suspension, Puffer wurde abge-
trennt) 
200 μl - 
dTMP-Kinase (Bead-Suspension, Puffer wurde 
abgetrennt) 
200 μl - 
Gesamtvolumen 250 μl - 
 
2.8 Analytik 
2.8.1 Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (HPLC) 
2.8.1.1 HPLC-Verfahren zur Trennung von Nukleosiden, Nukleotiden und nukleotid- 
aktivierten Zuckern 
Nukleoside, Nukleosidphosphate und die jeweiligen aktivierten Zucker können mithilfe der 
Reversed-Phase-Ionenpaarchromatographie getrennt und aufgrund ihrer UV-Absorption bei 
254 nm detektiert werden. Anhand von Standards können die o.g. Substanzen über die spezi-
fische Retentionszeit identifiziert werden (Ryll und Wagner 1991). Die Quantifizierung er-
folgt durch Verwendung von Kalibrierungsgeraden (Peakfläche/Konzentration) im Bereich 
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von 0 bis 2 mM.  
Trennsäule:  Hypersil ODS 5μ, RP-18, 125 x 4,6 mm mit Vorsäule 10 x 4,6 mm (CS-
Chromatographie Service) 
Laufmittel: Puffer A (100 mM KH2PO4, 8 mM TBA, mit KOH auf pH 5,3 einge-
stellt) 
 Puffer B (Puffer A mit 30% (v/v) Methanol, mit KOH auf pH 5,9 einge-
stellt) 
 Alle Puffer wurden mit H2O, bidest. angesetzt, filtriert (0,2μ-Filter, Sar-
torius) und entgast. 
Gradientenprofil: bis 2,5 min 100% Puffer A 
 bis 16,5 min linearer Gradient 0-40% Puffer B 
 bis 17,5 min linearer Gradient 40-100% Puffer B 
 bis 29 min 100% Puffer B 
 bis 30 min linearer Gradient 100-0% Puffer B 
 bis 35 min 100% Puffer A 
 Einspritzvolumen: 20 μl 
 Flussrate: 1 mL/min 
 Temperatur: 40°C 
 Detektion: 254 nm 
Es wurde einer HPLC-Anlage der Firma Dionex verwendet (Kapitel 6.7).     
2.8.1.2 HPLC-Massenspektrometrie (HPLC-MS) 
Zur Zuordnung und Identifizierung hat sich im Bereich der Naturstoffforschung die HPLC-
MS als Standardmethode etabliert. Bei der Massenspektrometrie werden Ionen entsprechend 
ihrem Verhältnis von Masse/Ladung (m/z) aufgetrennt und über den Ionenstrom mithilfe ei-
nes Sekundärelektronen-Vervielfachers (SEV) detektiert.  
Die im Rahmen dieser Arbeit durchgeführten massenspektrometrischen Untersuchungen wur-
den von Maren Kopp aus der Arbeitsgruppe von Rolf Müller, Institut für Pharmazeutische 
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Biotechnologie, Universität des Saarlandes durchgeführt. Hierbei wurde zur HPLC-MS-
Analyse methanolischer Extrakte eine Dioden-Array-Detektor-(DAD)-gekoppelte HPLC An-
lage (Agilent 1100 Serie) eingesetzt, die mit einer Elektronen-Spray-Ionisations-(ESI-
)Vorrichtung verbunden war. Die Detektion einzelner Massen sowie deren weitere Fragmen-
tierung erfolgte in der Ionenfalle eines HCT plus Massenspektrometers der Fa. Bruker (Bre-
men). Die chromatographische Trennung erfolgte über eine reverse phase Nucleodur C18-
Säule 125 x 2 mm/3 μm der Fa. Macherey und Nagel. Als Lösungsmittel wurden Wasser und 
Acetonitril mit einem Zusatz von je 0,5% Ameisensäure in einem kontinuierlichen Gradienten 
von 5-98% Acetonitril eingesetzt.  
Die Auswertung erfolgte sowohl über den Dioden-Array-Detektor anhand des UV-Spektrums 
als auch über die Detektion spezifischer Massen von positiv geladenen Ionen der gesuchten 
Substanzen und deren Fragmente. 
 
Laufmittel: Lösungsmittel A (99,5% H2O, bidest., 0,5% Ameisensäure (Roth)) 
 Lösungsmittel B (99,5% Acetonitril (Roth), 0,5% Ameisensäure (Roth)) 
Gradientenprofil: bis 2,0 min 5,0% Puffer B 
 bis 32,0 min 95,0% Puffer B 
 bis 36,0 min 95,0% Puffer B 
 bis 39,0 min 5,0% Puffer B 
 bis 43,0 min 5,0% Puffer B 
Flussrate: 0,4 mL/min 
Die Detektion der Substanzen erfolgte standardmäßig bei 300 nm mit einer Bandbreite von 
200 nm, bzw. bei der spezifischen Wellenlänge des zu bestimmenden Analyten bei einer 
Bandbreite von 2 nm. 
2.8.2 Kapillarelektrophorese (CE) zur Trennung von Nukleosiden, Nukleoti-
den und nukleotidaktivierten Zuckern 
Unter Elektrophorese versteht man die Bewegung (Wanderung/Transport) von Ionen in einem 
meist flüssigen Medium unter Einfluss eines elektrischen Feldes. Bei der Kapillarelektropho-
rese findet diese Trennung in einem dünnen Kapillarrohr in einer Elektrolytlösung statt. Der 
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elektrophoretischen Wanderung von Ionen im elektrischen Feld ist eine zweite Bewegung 
überlagert, die als elektroosmotischer Fluss (EOF) bezeichnet wird. Seine Stärke hängt vom 
pH-Wert des Elektrolyten und von der Ladung in der Nähe der Kapillaroberfläche ab. Der 
EOF tritt als Folge des Grenzflächenphänomens zwischen Kapillarinnenwand und der Elekt-
rolytlösung bei Anlegen eines elektrischen Feldes auf. Der EOF verursacht eine Bewegung 
der Elektrolytlösung und zieht die gesamte Flüssigkeit mit. Das hat zur Folge, dass nicht nur 
Kationen, sondern auch neutrale Verbindungen und sogar Anionen mit unterschiedlichen 
Wanderungsgeschwindigkeiten je nach elektrophoretischer Mobilität zur Kathode gezogen 
und damit aufgetrennt werden.  
Nukleoside, Nukleosidphosphate und die jeweiligen aktivierten Zucker können ebenfalls mit-
hilfe einer geeigneten CE-Methode getrennt werden und anhand von Standards über die spezi-
fische Migrationszeit zugeordnet werden. Die Quantifizierung erfolgte unter Verwendung von 
Eichgeraden (Peakfläche/Konzentration) im Bereich von 0,125 mM bis 2 mM der jeweiligen 
Substanzen. Eichgeraden für dTDP und UDP befinden sich im Anhang (Kapitel 6.4). 
Kapillare:  Quarzkapillare (fused silica), Innendurchmesser 75 μm, effektive Länge   
  50 cm, totale Länge 57 cm (Beckman-Coulter) 
Elektrolyt: 50 mM Natriumborat (Borax, Roth) 
 64 mM Borsäure (Merck) 
 pH: 9,0 
Injektion: hydrodynamisch über Druck mit 0,5 psi für 10 s 
Temperatur: 25°C (Kapillare) 
Detektion: 254 nm 
Programm: 1. Spülen mit 0,1 M NaOH, 20 psi, für 2 min 
 2. Spülen mit H2O, bidest., 20 psi, für 2 min 
 3. Spülen mit Elektrolyt, 20 psi, für 2 min 
 4. Injektion der Probe, 0,5 psi, für 10 s 
 5. Trennung bei 25 kV, angelegt über eine Rampe von 30 s, für 20 min 
     (bei UDP und UDP-Zuckern für 25 min) 
Es wurde ein P/ACE MDQ Carbohydrate Kapillarelektrophoresesystem der Firma Beckman-
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Coulter verwendet. 
2.8.3 Dünnschichtchromatographie (DC) 
2.8.3.1 C18-Festphasenextraktion 
Vor dem direkten Nachweis der verschiedenen Sorangioside aus den in vitro Ansätzen mithil-
fe von DC (Kapitel 2.8.3.2) oder HPLC-MS (Kapitel 2.8.1.2) wurden die Ansätze zuvor mit 
C18-Festphasenextraktion aufkonzentriert und aufgereinigt (Schumacher 2005). Die C18-
Festphasenextraktion war nicht für den SorF-Aktivitätstest mit CE-Nachweis des entstehen-
den dTDP oder UDP notwendig (Kapitel 2.4.5.4). Die Festphasenextraktion wurde mithilfe 
von Vakuum-Extraktionsmodulen vom Typ Sep-Pak C18, 1 mL der Fa. Waters durchgeführt. 
 
1. Proben abstoppen durch 3 min Hitzedenaturierung bei 95°C gestoppt (HBT 130, HLC 
Biotech) und anschließende Zentrifugation für 15 min bei 15000 Upm (Rotina 35R, 
Hettich)  
2. Äquilibrierung des Extraktionsmoduls und befeuchten der Matrix mit 800 μl Methanol 
(100%, Roth) 
3. Waschen des Extraktionsmoduls mit 3 x 800 μl Methanol (100%, Roth) 
4. Beladen des Extraktionsmoduls mit der geklärten Probe  
5. Waschen des Extraktionsmoduls mit 3 x 800 μl Methanol (100%, Roth) 
6. Elution mit 400 μl Methanol (100%, Roth) 
 
Die einzelnen Spülschritte wurden mangels einer geeigneten Vakuumanlage mit einer 100-
1000 μl-Pipette (Eppendorf) durchgeführt. Hierbei wurden die jeweiligen Lösungen durch das 
Extraktionsmodul gedrückt bis das Modul vollständig geleert war. Die Proben wurden nach 
der Elution in einer SpeedVac (Savant SpeedVac SC 110, GMI) im Vakuum bis zur Trockene 
eingeengt. Anschließend wurden die Proben mit 10-50 μl Methanol (100%, Roth) versetzt 
und bei -20°C gelagert. 
2.8.3.2 DC-Verfahren zur Trennung von Sorangiosiden 
Die Reversed-Phase-DC wurde für die Trennung der Sorangioside und Sorangicin A einge-
setzt. Hierfür wurden DC-Fertigplatten vom Typ RP18 W/UV254 (10 x 20 cm bzw. 5 x 20 cm) 
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von Macherey-Nagel verwendet. Es handelt sich um „Hybrid“-Platten, die sowohl für die 
Reversed-Phase (RP) als auch für die Normal-Phasen (NP) Chromatographie eingesetzt wer-
den können. Ein teilweise silanisiertes C-18 Kieselgel mit einer genau definierten Zahl an 
verbleibenden Silanol-Gruppen erlaubt je nach Laufmittelzusammensetzung eine mehr „RP-
ähnliche“ oder „NP-ähnliche“ Trennung. Die Polarität der Schicht kann durch die relative 
Polarität des Laufmittels bestimmt werden. Die mittlere Korngröße des Kieselgels beträgt 9 
μm. Als Laufmittel wurde der HPLC-Puffer nach Salah-Bey et al. (Salah-Bey et al. 1998; 
Schumacher 2005) verwendet.  
 
Laufmittel:  50% (v/v) Ammoniumacetat (0,065 M, pH 6,7, Merck) 
                    35% (v/v) Acetonitril (Roth) 
 5% (v/v) Methanol (Roth) 
 
Alle Proben wurden mit Festphasenextraktion (Kapitel 2.8.3.1) aufgereinigt und in 100% Me-
thanol (Roth) gelöst. Anschließend wurden die DC-Platten mit den Proben sowie mit dem 
Standard (Sorangicin A, Rolf Müller, Saarbrücken) beladen und für ca. 3 h in einer DC-
Kammer unter dem Abzug inkubiert. Von jeder Probe wurden mit einer Mikropipette (Ep-
pendorf) maximal 5 μl pro Spur aufgetragen und vom Standard Sorangicin A (14 mM) wur-
den 2-3 μl pro Spur aufgetragen. Sobald die Laufmittelfront fast das obere Ende der DC-
Platte erreicht hatte, wurde die Platte aus der DC-Kammer entnommen, die Laufmittelfront 
markiert und unter dem Abzug im Warmluftstrom (Fön) getrocknet. Die Entwicklung wird im 
Folgenden (Kapitel 2.8.3.3) beschrieben. Die Rf-Werte jeder Verbindung wurden mit der fol-
genden Formel ermittelt: 
[ ]
[ ]cm
cm
frontLaufmitteldereLaufstreck
ProbedereLaufstreckR f =                                                                                        (9) 
                                                                      
2.8.3.3 Sorangiosidnachweis durch Anisaldehyd-H2SO4-Reagenz 
Zur Entwicklung der getrockneten DC-Platte wurde Ekkerts-Reagenz (Anisaldehyd-
Schwefelsäure) verwendet. Es handelt sich um ein universelles Sprühreagenz für Naturstoffe 
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und ermöglicht auch Farbdifferenzierungen (Jork et al. 1990). Der Reaktionsmechanismus ist 
ungeklärt und die Nachweisgrenze für Zucker liegt bei 50 ng pro Chromatogramm-Zone. 
Nach der Entnahme der DC-Platten aus der DC-Kammer und dem Trocknen der DC-Platten 
unter dem Abzug mit einem Warmluftstrom (Fön), wurden die Platten mit dem Sprühreagenz 
eingesprüht. Hierbei wurde auf vollständige Durchfeuchtung der DC-Platte bis auf den Glas-
träger geachtet. Nach einem kurzen Vortrocknungsschritt unter dem Abzug mit dem Fön wur-
den die Platten für 5-10 min bei 90-110°C in einem Trockenschrank (U30, Memmert) entwi-
ckelt. Anschließend erfolgte die Dokumentation der DC-Ergebnisse. 
Herstellung der Sprühlösung: 
Eine Mischung aus 85 mL Methanol (Roth) und 10 mL konz. Essigsäure (Roth) wurde unter 
Eiskühlung und rühren mit 8 mL konz. Schwefelsäure (Roth) und 0,5 mL p-Anisaldehyd 
(Sigma-Aldrich) versetzt. Die Reagenz-Lösung ist im Kühlschrank bei 4°C für mehrere Wo-
chen haltbar. 
2.8.4 Bestimmung des Proteingehalts nach Bradford 
Der Proteingehalt aller Enzymproben wurde nach der Methode von Bradford bestimmt 
(Bradford 1976). Hierbei bindet das Protein an den Triarylmethan Farbstoff Coomassie Brilli-
ant Blue G-250 und verschiebt sein Absorptionsmaximum von 495 auf 595 nm, was mit Fo-
tometern (z.B. Mikrotiterplattenfotometer SpectraMax Plus 384, Molecular Devices) verfolgt 
werden kann. 
Tabelle 34: Bradford-Reagenz 
Coomassie Brilliant Blue G-250 (Sigma-Aldrich) 100 mg 
o-Phosphorsäure 85%ig (Roth) 100 mL 
Ethanol 96%ig (Roth) 50 mL 
H2O, bidest. 850 mL 
Gesamtvolumen 1000 mL 
Herstellung des Bradford-Reagenzes: 
Der Farbstoff Coomassie Blue G-250 (Sigma-Aldrich) wird in 96%igen Ethanol gelöst. Die 
konzentrierte Orthophosphorsäure wurde hinzugegeben und für 1 h gerührt. Anschließend 
wurde mit H2O, bidest. aufgefüllt und das Reagenz für 15 min gekocht. Am nächsten Tag 
wurde das Bradford-Reagenz mit einem Faltenfilter filtriert und in einer lichtundurchlässigen 
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Flasche gelagert.  
Um eine Quantifizierung der Proteinproben durchzuführen wurden Kalibrierungsgeraden für 
BSA (Fraktion V, Roth) von 0-0,1 mg/mL erstellt (Kapitel 6). Die Messungen erfolgten mit 
einem Mikrotiterplattenfotometer (SpectraMax Plus 384, Molecular Devices) oder einem Kü-
vettenfotometer (UV 1602 Spektrofotometer, Shimadzu). Alle Proteinbestimmungen wurden 
in Form von Dreifachbestimmungen durchgeführt. 
 
Ansatz für eine Messung mit dem Mikrotiterplattenfotometer: 
90 μl Bradford-Reagenz 
10 μl BSA-Lösung 
Ansatz für eine Messung mit dem Küvettenfotometer: 
900 μl Bradford-Reagenz 
100 μl BSA-Lösung 
Die Ansätze wurden gemischt und für 7 min bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend 
wurde die Absorption bei 595 nm gemessen. Eine Kalibriergerade befindet sich im Anhang. 
2.8.5 SDS-PAGE, Western- und Immunoblotting 
Die wichtige proteinchemische Analysenmethode der SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese 
(SDS-PAGE) ermöglicht die Kontrolle der Proteinexpression, die Reinheitskontrolle von En-
zympräparationen und die Ermittlung der Molmasse der jeweiligen Protein-Monomere. Hier-
bei werden Proteine und Proteinuntereinheiten im denaturierten und reduzierten Zustand im 
elektrischen Feld anhand ihres Molekulargewichts getrennt und anschließend mit Coomassie-
Blue angefärbt. Darüber hinaus können die Proteine auch aus dem Gel heraus in einem elekt-
rischen Feld auf eine geeignete Membran (PVDF oder Nitrocellulose) immobilisiert und mit 
einem geeigneten Antikörper spezifisch nachgewiesen werden. Das verwendete Polyacryla-
midgel besitzt einen bestimmten Vernetzungsgrad und wirkt wie ein Molekularsieb. Je stärker 
die Vernetzung ist, desto kleinere Moleküle können getrennt werden. Durch den Vernet-
zungsgrad und das elektrische Feld erfolgt eine Trennung nach elektrophoretischer Beweg-
lichkeit und Größe. Um den Einfluss der Proteinladung auszuschalten, bindet bei einem SDS-
PAGE das stark negativ geladene Natriumdodecylsulfat (SDS) an die Proteine. Eine Größen-
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bestimmung der Proteine erfolgt über einen Größenstandard. Es wurden Fertiggel-Systeme 
von Invitrogen (NuPAGE-System) und Bio-Rad (Criterion-System) verwendet, sowie 10%ige 
SDS-PAGE-Gele für das Invitrogen-System (NuPAGE) selbst gegossen. 
2.8.5.1 NuPAGE-SDS-PAGE- und Blottingsystem 
Das diskontinuierliche SDS-PAGE Fertiggel-System arbeitet im Vergleich zum klassischen 
Laemmli-System (Laemmli 1970) bei neutralem pH-Wert und zeigt eine hohe elektrophoreti-
sche Auflösung mit schärferen Banden, kürzerer Laufzeit und einen verbesserten Transfer 
beim Western-Blotting. Weiterführende Informationen über die Bestandteile des NuPAGE-
Elektrophorese-Fertiggel-Systems sind im „NuPAGE Technical Guide, Version D, August 
2002, Invitrogen bzw. unter www.invitrogen.com zu finden. 
NuPAGE Gelelektrophorese mit gekauften Novex-Gelen: 
Es wurden 10%ige Bis-Tris Gele von Novex verwendet (1 mm Dicke, 10 Gelbahnen). Je nach 
aufzutrennendem Molekulargewichtsbereich wurden entweder MOPS- oder MES SDS-Puffer 
verwendet (Kapitel 6.6).  
Zunächst wurde der Kamm aus dem Novex-Fertiggel entfernt und die Gelbahntaschen mit 
H2O, bidest. gewaschen. Anschließend wurden 200 mL vom fertigen Laufpuffer entnommen 
und mit 500 μl NuPAGE Antioxidant versetzt, um das Reoxidieren der Gelproben zu verhin-
dern. Nach Einsetzen und Befestigen des Gels in der Kammer wurde die innere Kammer mit 
den zuvor entnommenen 200 mL Laufpuffer befüllt und die äußere Kammer mit den restli-
chen 800 mL Laufpuffer. Die Probenbestandteile wurden in 1,5 mL Reaktionsgefäßen zu-
sammenpipettiert, gemischt (Vortexer TTS2, IKA-Werk) und für 10 min bei 70°C inkubiert 
(HBT 130, HLC Biotech). Das Probenvolumen wurde entsprechend des Proteingehalts der 
Proben variiert (Tabelle 35). 
Tabelle 35: Probenvorbereitung für die NuPAGE Gelelektrophorese mit Fertiggelen. 
Substanz Volumen [μl] 
Probe x 
NuPAGE Reducing Agent (10x), Invitrogen 4 
NuPAGE LDS-Probenpuffer (4x), Invitrogen 10 
H2O (bidest.) 26 - x 
Gesamtvolumen 40 
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Bei Rohextrakt-Proben wurden jeweils 40 μg Protein pro Gelbahn und bei aufgereinigten Pro-
teinfraktionen jeweils 20 μg Protein pro Gelbahn aufgeladen. Das Novex-Fertiggel wurde mit 
jeweils 20 μl der denaturierten Probe und 10 μl Marker (All blue prestained Precision Plus 
Protein Molekulargewichtsstandard, Prestained Precision Protein Molekulargewichtsstandard 
oder Kaleidoscope Prestained Standard, alle Bio-Rad) beladen und die Elektrophorese gestar-
tet (50 min, 200 V konstant, RT mit einem PowerPac 300 Netzteil, Bio-Rad). Nach Ende des 
ca. 1 h Gellaufs wurde das Gel aus der Gelkassette entnommen und mit Coomassie-
Färbelösung angefärbt (siehe unten) oder für das Western Blotting weiterverwendet.  
 
Gelelektrophorese mit selbst hergestellten Gelen im NuPAGE-Format nach Laemmli : 
Die Gelelektrophorese mit selbst hergestellten Gelen erfolgte zwar im NuPAGE Format, aber 
es handelte sich um eine Gelelektrophorese nach Laemmli (Laemmli 1970). SDS-PAGE-Gele 
wurden selbst hergestellt, indem zunächst ein 10%iges Trenngel hergestellt wurde. Dafür 
wurden die in Tabelle 36 aufgeführten Komponenten gemischt (ausreichend für 3 Gele).  
Tabelle 36: Zusammensetzung eines 10%igen Trenngels für die Laemmli-Gelelektrophorese 
 Substanz Volumen [mL] 
30%ige Acrylamidlösung (Roth) 8,3 
1 M Tris-HCl, pH 8,8 (Roth) 9,4 
10%ige SDS-Lösung (Roth) 0,25 
50%ige Saccharoselösung (Westzucker) 4,0 
H2O, bidest. 2,5 
TEMED-Fertiglösung (Roth) 0,005 
Ammoniumpersulfat, 5% (w/v, Sigma-A.)    0,625 
 
Anschließend wurde die Trenngellösung in vorgefertigte Gelkassetten von Invitrogen bis zu 
einer Höhe von 2 cm unter dem oberen Rand eingefüllt. Die Trenngellösung wurde mit ent-
gastem H2O, bidest. überschichtet und das Gel für 1 h bis zur vollständigen Polymerisation 
aufrecht gelagert. Nach dem Aushärten des Trenngels wurde das Wasser abgeschüttet und das 
Sammelgel eingefüllt. Hierfür wurden die in Tabelle 37 aufgeführten Komponenten gemischt 
(ausreichend für 3 Gele): 
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Tabelle 37: Zusammensetzung eines Sammelgels für die Laemmli-Gelelektrophorese 
Substanz Volumen [mL] 
30%ige Acrylamidlösung (Roth) 1,7 
375 mM Tris-HCl, pH 6,8 (Roth) 4,2 
10%ige SDS-Lösung (Roth) 0,125 
H2O, bidest. 4,9 
TEMED-Fertiglösung (Roth) 0,005 
Ammoniumpersulfat, 5% (w/v, Sigma-A.)    1,0 
 
Die Sammelgellösung wurde in die bereits mit dem Trenngel gefüllten Gelkassetten gegeben 
und der Probenkamm eingesetzt. Nach einer Wartezeit von 1 h war das Gel vollständig poly-
merisiert und wurde sofort verwendet oder mit etwas SDS-Laufpuffer in Folien eingeschweißt 
und bei 4°C gelagert.   
Vor dem Lauf wurde zunächst der Kamm aus dem selbst hergestellten Gel entfernt und die 
Gelbahntaschen mit H2O, bidest. gewaschen. Nach Einsetzen und Befestigen des Gels in der 
Kammer wurde die innere Kammer mit 200 mL SDS-PAGE Laufpuffer (für selbst hergestell-
te Gele, Kapitel 6.6), die Gelbahntaschen mit den Proben und die äußere Kammer mit den 
restlichen 800 mL Laufpuffer befüllt. Die Probenvorbereitung erfolgte analog der in Tabelle 
35 beschriebenen Probenvorbereitung für Fertiggele. Die Probenbestandteile wurden in 1,5- 
mL-Reaktionsgefäßen zusammenpipettiert, gemischt (Vortexer TTS2, IKA-Werk) und für 10 
min bei 70°C inkubiert (HBT 130, HLC Biotech). Das Probenvolumen wurde entsprechend 
des Proteingehalts der Proben variiert (siehe Tabelle 35). Bei Rohextrakt-Proben wurden je-
weils 40 μg Protein pro Gelbahn und bei aufgereinigten Proteinfraktionen jeweils 20 μg Pro-
tein pro Gelbahn aufgeladen. Das Gel wurde mit jeweils 20 μl der denaturierten Probe und 10 
μl Marker (All blue prestained Precision Plus Protein Molekulargewichtsstandard, Prestained 
Precision Protein Molekulargewichtsstandard oder Kaleidoscope Prestained Standard, alle 
Bio-Rad) beladen und die Elektrophorese gestartet (50 min, 200 V konstant, RT mit einem 
PowerPac 300 Netzteil, Bio-Rad). Nach Ende des ca. 1 h Gellaufs wurde das Gel aus der Gel-
kassette entnommen und mit Coomassie-Färbelösung angefärbt (siehe unten) oder für das 
Western Blotting weiterverwendet.   
Zur Einfärbung der Gele beider SDS-PAGE-Systeme (NuPAGE und Laemmli) wurden ent-
weder Bio-Safe Coomassie (Bio-Rad); SimplyBlue SafeStain (Invitrogen) oder selbstange-
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setzte Coomassie-Färbelösung (Kapitel 6.6) verwendet.  
 
Die Coomassie-Färbungen von SDS-PAGE Gelen erfolgten nach folgender Vorschrift: 
• Waschen des Gels für 3 x 5 min mit jeweils frischem H2O, bidest. 
• Inkubation des Gels für 15-30 min mit Coomassie-Färbelösung 
• Waschen des Gels mit H2O, bidest. oder Entfärber (Kapitel 6.6) bis es farblos ist 
 
Die Waschschritte wurden unter Schütteln in kleinen Schalen mit 15-40 mL Lösung (2D-
Schüttler KS 130 basic, IKA Werk) durchgeführt.  
Viele der untersuchten Enzyme besaßen einen His-Tag für eine Aufreinigung mit Affini-
tätschromatographie an Ni2+-NTA-Agarose (IMAC). Aufgrund des His-Tags können diese 
Enzyme sehr leicht per Immunoblotting mit einem Anti-His6-Antikörper hochspezifisch nach-
gewiesen werden. An den Antikörper ist eine Peroxidase konjugiert, die Diaminobenzidin 
(DAB-Substrat, Roche) enzymatisch umsetzt, so dass sich ein rötlich-brauner Niederschlag 
bildet und damit das His-getaggte Enzym hochspezifisch nachgewiesen wird.  
Der NuPAGE-Blotting-Puffer (Kapitel 6.6) eignet sich für das Blotten von Einzelgelen. Für 
zwei Gele wurden dem Blotting-Puffer weitere 100 mL Methanol zugesetzt. Im ersten Schritt 
des Western Blottings wurden die Blottingpads in Blotting-Puffer eingeweicht und gesättigt. 
Im zweiten Schritt wurde die Transfermembran (PVDF-Membran, Invitrogen) kurz in Metha-
nol eingelegt (1 min), mit H2O, bidest. gewaschen und in 50 mL-Blotting-Puffer  äquilibriert 
(5 min). Die Filterpapiere wurden nur kurz mit Blotting-Puffer angefeuchtet und das Gel e-
benfalls mit H2O, bidest. gewaschen und in Blotting-Puffer äquilibriert. Anschließend wurde 
die Blottingapparatur (XCell II Blot Module, Invitrogen) nach Vorschrift zusammengebaut 
und in die Elektrophoresekammer eingesetzt (XCell SureLock Mini-Cell, Invitrogen). Das 
Blotting wurde für 1 h bei 30 V und Raumtemperatur durchgeführt (PowerEase 500, Invitro-
gen bzw. PowerPac 300, Bio-Rad).  
Nach Abschluss des Blottings wurde die Kammer zerlegt und die PVDF-Membran für den 
Immunonachweis des His-getaggten Enzyms mit TBS-Blockierungspuffer (Kapitel 6.6) wei-
terbehandelt. Hierzu wurde die Membran zur Absättigung (Blocking) auf einem Schüttler 
(3D-Schüttler Polymax 1040, Heidolph) im TBS-Blockierungspuffer für 1 h bei Raumtempe-
ratur inkubiert. Zur Detektion des His-getaggten Proteins folgte die Inkubation in der Anti-
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körperlösung (Kapitel 6.6) auf dem 3D-Schüttler bei Raumtemperatur für 1 h. Anschließend 
wurde die Antikörperlösung entfernt und die Membran dreimal 5 min mit TBS-Tween-
Waschpuffer (Kapitel 6.6) zur Entfernung des ungebundenen Antikörpers gewaschen. 
Schließlich wurde die Membran mit DAB-Substratlösung (Kapitel 6.6) für 5-10 min inku-
biert, bis sich deutlich sichtbar die braun gefärbten Proteinbanden des His-getaggten Enzyms 
zeigten. Nach der Anfärbung wurde die Blottingmembran noch mehrfach mit H2O, bidest. 
gewaschen und dann zur Dokumentation eingescannt.   
Die Lagerung der Immunoblots erfolgte in Folie eingeschweißt bei 4°C im Kühlschrank.  
2.8.5.2 Criterion SDS-PAGE-System und Blotting nach Khyse-Andersen 
Neben dem NuPAGE-System von Invitrogen (Kapitel 2.8.5.1) wurde auch mit dem Criterion 
System von Bio-Rad unter Verwendung von Tris/HCl Fertiggelen (Trenngel 12,5%, 18 Slots, 
Dicke: 1 mm, Bio-Rad) gearbeitet. Hierbei handelt es sich ebenfalls um ein diskontinuierli-
ches SDS-PAGE-Fertiggel-System, welches sich kaum vom Laemmli-System (Laemmli 
1970) unterscheidet.  
Zunächst wurden 20 μl Probe mit 40 μl Laemmli-Probenpuffer (Bio-Rad) gemischt, abzentri-
fugiert (Mikro 22R, Hettich) und bei 95°C für 5 min inkubiert (HBT 130, HLC Biotech). Von 
Rohextraktproben wurden bis zu 50 μg Protein pro Spur aufgetragen, während von bereits 
aufgereinigten Proteinfraktionen 5-15 μg (je nach Reinheitsgrad) aufgetragen wurden. Das 
Fertiggel wurde in die Elektrophoresekammer eingebaut und die Kammer mit SDS-Glycin-
Laufpuffer (Kapitel 6.6) gefüllt. Anschließend wurden 30 μl des Proben-Laemmli-Puffer-
Gemisches in die Geltaschen pipettiert und die restlichen 30 μl für weitere Analysen (z.B. 
Western-Blotting) bei -20°C eingefroren. Die Elektrophorese wurde für 1 h konstant bei       
200 V und Raumtemperatur (PowerPac 300, Bio-Rad) durchgeführt. Außerdem wurde noch 
mindestens eine Geltasche mit 10 μl eines Molekulargewichtsstandard gefüllt (All blue 
prestained Precision Plus Protein Molekulargewichtsstandard oder Prestained Precision Prote-
in Molekulargewichtsstandard, Bio-Rad), um später eine Molekulargewichtsbestimmung der 
Protein-Monomere durchführen zu können. Nach dem Gellauf wurde die Gelkassette geöffnet 
und das Gel mit einer Coomassie-Färbelösung angefärbt (Kapitel 6.6) oder in Form des Semi-
Dry-Blottings (Trans-Blot SD Semi-Dry Transferzelle, Bio-Rad) nach Khyse-Andersen 
geblottet (Kyhse-Andersen 1984). Diese diskontinuierliche Blottingmethode ermöglicht den 
gleichzeitigen und quantitativen Transfer von großen (ab 200 kDa) bis zu kleinen (bis 5 kDa) 
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Proteinen.    
Nach der Entnahme des Gels aus der Elektrophoresekammer wurde es mit H2O, bidest. gewa-
schen und in Kathodenpuffer (Kapitel 6.6) äquilibriert. Die PVDF-Membran (Immun-Blot 
PVDF Membran, Bio-Rad) wurde passend geschnitten und für ca. 5 min in Methanol einge-
legt. Anschließend wurde die Membran mit H2O, bidest. gewaschen und für 5 min in Ano-
denpuffer II äquilibriert. Zwei Filterpapiere wurden in Anodenpuffer I (Kapitel 6.6) getränkt 
und auf die Anode gelegt. Ein weiteres Filterpapier wurde in Anodenpuffer II (Kapitel 6.6) 
getränkt und auf die anderen Filterpapiere gelegt. Die PVDF-Membran wurde auf die Filter 
gelegt und das Gel auf die Membran gelegt. Der Filterpapiere wurden mit Kathodenpuffer 
befeuchtet und auf das Gel gelegt. Nach Aufsetzen des Kathodendeckels wurde der Blot für 
45 min mit einer Stromdichte von 1,5 mA/cm2 bei Raumtemperatur durchgeführt (PowerPac 
300, Bio-Rad). Nach Ablauf der 45 min wurde die Blottingapparatur auseinandergebaut und 
die PVDF-Membran wie unter 2.8.5.1 beschrieben für den Immunonachweis der His-
getaggten Proteine weiterbehandelt.    
2.8.6 Agarosegelelektrophorese 
Im Zuge der molekularbiologischen Arbeiten (Kapitel 2.1) wurde zur Aufreinigung und Kon-
trolle von DNA eine horizontale Agarosegelelektrophorese mit Ethidiumbromidfärbung 
durchgeführt. Ähnlich wie Proteine (Kapitel 2.8.5), kann auch DNA über ihre Größe anhand 
ihrer eigenen Ladung in einem elektrischen Feld aufgetrennt werden. Auch hier macht man 
von der Eigenschaft geladener Substanzen Gebrauch, in einem elektrischen Feld zum ihrer 
Ladung entgegengesetzten Pol zu wandern, während das Agarosegel als Molekularsieb für die 
wandernde DNA dient. Daher können Proteine (Restriktionsenzyme, Polymerasen) und Pri-
mer effektiv getrennt werden, und das durch die PCR amplifizierte DNA-Fragment kann in 
reiner Form isoliert werden. Agarose ist ein kältegelierendes Polymer aus Galactose, An-
hydrogalactose und K-Carrageenan und wird vorzugsweise für die DNA-Auftrennung ver-
wendet. Der Elektrophoresepuffer in der Kammer dient der Stabilisierung des elektrischen 
Feldes. Die bei der Probenvorbereitung verwendete glycerinhaltige Bromphenolblaulösung 
beschwert die Probe und visualisiert die Wanderung im Gel durch den Farbstoff. Da die DNA 
negativ geladen ist, bewegt sie sich zur Anode, und durch den Molekularsiebeffekt bewegen 
sich kleinere Moleküle schneller und damit weiter als größere. Die Größe der DNA-
Fragmente wird mit Größenstandards bestimmt, und die Anfärbung erfolgt durch Ethidi-
umbromid, das zwischen doppelsträngige DNA interkalieren kann. Die Detektion erfolgt am 
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UV-Tisch bei 312 nm (GelDocSystem, Bio-Rad).  
Es wurden je nach Zahl der Proben kleine (8-Slot-Kammer, Bio-Rad) oder große (20-Slot-
Kammer, Bio-Rad).Agarosegele verwendet. Die verwendeten 0,5%igen Agarosegele wurden 
wie folgt hergestellt und verwendet:  
 
1. 2 g Agarose wurden in 0,4 L TAE-Puffer (40 mM Tris-Acetat, 1 mM EDTA) aufge-
nommen und in der Mikrowelle bis zur vollständigen Lösung der Agarose erhitzt. 
2. Der Geltray wurde in die Gießkammer eingespannt und der Probenkamm (8er oder 
20er) in die Halterung eingesetzt. Anschließend wurden 15 μl Ethidiumbromidlösung 
(1%ig, Roth) in den eingespannten Geltray gegeben und mit der Agarose vermischt, so 
dass ein Gel von ca 0,5-0,8 cm Dicke entstand, welches ca. 30 min unter dem Abzug 
aushärtete. 
3. Nach der Aushärtung wurde das Gel vorsichtig in die horizontale Elektrophorese-
kammer gesetzt und vollständig mit TAE-Puffer überschichtet.  
4. Nun wurden die DNA Proben mit 6x-Auftragspuffer (Glycerin-Bromphenolblau-
Lösung, MBI Fermentas) versetzt und je 20 μl Probe und 10 μl Standard (GeneRuler 
1kBp, MBI Fermentas) in die Slots pipettiert.   
5. Die Auftrennung erfolgte bei 90V für ca. 30 min und die Detektion sowie Dokumenta-
tion erfolgte mit dem GelDocSystem (Bio-Rad). 
Bei einer DNA Aufreinigung per Agarosegelelektrophorese wurden die Banden im UV-Licht 
mit einem Skalpell aus dem Gel ausgeschnitten und in sterile 1,5-mL-Eppendorfgefäße über-
führt (Kapitel 2.1.3). 
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3 Ergebnisse und Diskussion 
3.1 Molekularbiologische Methoden 
3.1.1 Klonierung von rmlC und rmlD mit His-Tag 
RmlC und RmlD wurden durch Klonierung mit einem His-Tag für eine erleichterte Aufreini-
gung versehen (Kapitel 6.1, Vektorkarten pCJR02 und pCJR03). Es wurde eine Kontroll-PCR 
der fünf von jedem der beiden Gene rmlC und rmlD gepickten Transformanden mit anschlie-
ßender DNA-Agarose-Gelelektrophorese durchgeführt. Abbildung 41 zeigt das Ergebnis der 
Kontroll-PCR.  
Abbildung 41: DNA-Agarosegel der Kontroll-PCR der rmlC- und rmlD-Klonierung mit Slot 1-5: rmlD-His 
Klone, Slot K-D: rmlD-Kontrolle, Slot 6-10: rmlC-His Klone, Slot K-C: rmlC-Kontrolle und Slot S: DNA Mar-
ker Gene Ruler, 1kb DNA Ladder (Fermentas). 
Durch den Vergleich mit den Kontrollen (Abbildung 41) zeigte sich, dass die rmlD-Klone 
sowie die rmlC-Klone positiv waren. Das Genom der erfolgreichen Transformanden wurde 
sequenziert (Sequiserve, Vaterstetten), wobei sich die erfolgreiche Klonierung von rmlC-His 
und rmlD-His zeigte. Anschließend wurden die Plasmide pCJR02 und pCJR03 in den Expres-
sionsstamm BL21 (DE3, Novagen) transformiert und für die weiteren Arbeiten genutzt (Kapi-
tel 3.2.1.4). 
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3.1.2 Fusion von aviS mit einem Propeptid aus Staphylococcus hyicus 
Das Gen aviS wurde für eine verbesserte lösliche Expression in den Expressionsvektor pTS05 
(Propeptid aus Staphylococcus hyicus) kloniert (Kapitel 6.1, Vektorkarte pCJR01). Es wurde 
eine Kontroll-PCR von 18 gepickten Transformanden mit anschließender DNA-Agarose-
Gelelektrophorese (Abbildung 42) durchgeführt.  
Abbildung 42: DNA-Agarosegel der Kontroll-PCR der aviS-Propeptid-Klonierung mit Slot S: 1kb DNA Ladder 
(invitrogen), Slot 1-8 und 10-18 AviS-Propeptid-Klone und Slot K AviS-Kontrolle. 
Von den 18 gepickten Transformanden zeigten 7 eine erfolgreiche Fusion von AviS mit dem 
Propeptid von Staphylococcus hyicus. Das Genom eines der erfolgreichen Transformanden 
wurde sequenziert (Sequiserve, Vaterstetten) und die Sequenzen analysiert, wobei sich die 
erfolgreiche Klonierung von aviS-Propeptid zeigte. Anschließend wurde das Plasmid pCJR01 
in den Expressionsstamm BL21 (DE3) (Novagen) transformiert und für die weiteren Arbeiten 
genutzt (Kapitel 3.2.1.5). 
3.2 Kultivierung, Proteinproduktion und Aufreinigung 
3.2.1 Produktion und Aufreinigung von Enzymen zur Synthese von Nukleo-
tidzuckern 
3.2.1.1 Heterologe Produktion der dTMP-Kinase  
Die dTMP-Kinase synthetisiert dTDP aus dTMP unter ATP-Verbrauch und wurde bereits in 
der Dissertation von Nicole Günther verwendet (Günther 2001). Im Gegensatz zu den dort 
durchgeführten Aufreinigungen mit der Anionenaustauschchromatographie wurde in dieser 
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Arbeit der His-Tag des Enzyms ausgenutzt, um eine semi-präparative IMAC-Aufreinigung 
durchzuführen. Außerdem wurde die E. coli-dTMP-Kinase nicht im Schüttelkolben, sondern 
aufgrund des großen Bedarfs im 10-L-Fermenter kultiviert. In einer 10-L-Fermentation konn-
ten 175 g Biofeuchtmasse geerntet werden. Die Fermentation der E. coli- dTMP-Kinase stellt 
eine deutliche Verbesserung gegenüber der Schüttelkolbenkultivierung dar (Günther 2001). In 
dieser konnten nur 38 g Biofeuchtmasse aus 10-L-Kulturmedium gewonnen werden (5x2-L-
Schüttelkolbenkultivierung).   
Im Rohextrakt konnte eine Gesamtaktivität der dTMP-Kinase von 1428 U bei einer Protein-
konzentration von 18,4 mg/mL gemessen werden (Tabelle 38). Damit betrug die spezifische 
Aktivität 3,3 U/mg und die Kultivierung von dTMP-Kinase ergab 119 U/g Biofeuchtmasse 
bzw. 2083 U/L Kulturmedium.  
Tabelle 38: Ergebnisse der dTMP-Kinase-Aufreinigung. 
 Volumen 
[mL] 
Gesamt-
aktivität 
[U] 
Aktivität 
[U/mL] 
Spezifische 
Aktivität 
[U/mg] 
Auf- 
reingungs-
faktor 
Ausbeute 
[%] 
Rohextrakt 24 1428 60 3,3 1,0 100 
Pool IMAC 66 1179 18 12,0 3,6 83 
IMAC-
Konzentrat 
 
11 
 
1122 
 
102 
 
10,2 
 
3,1 
 
79 
 
Ausgehend von 12 g Biofeuchtmasse konnte die dTMP-Kinase nach einer IMAC-
Aufreinigung mit einer Aktivität von 102 U/mL und 10,2 U/mg bei einer Ausbeute von 79% 
erhalten werden.  
Zuvor wurde die dTMP-Kinase bereits durch Anionenaustauschchromatographie mit an-
schließender Dialyse aufgereinigt und es wurden ähnliche Ergebnisse erhalten (Günther 
2001). So konnte eine volumetrische Aktivität von 88 U/mL und eine spezifische Aktivität 
von 15 U/mg erreicht werden, was vergleichbar mit den Ergebnissen in Tabelle 38 ist. Die 
einfache IMAC-Aufreinigung ist schneller und führt zu reinerem Protein, als die Kombination 
von Anionenaustauschchromatographie und Dialyse. Die dTMP-Kinase ermöglicht eine öko-
nomische Synthese der dTDP-aktivierten Zucker, da sie das preiswerte dTMP zum dTDP um-
setzt, dem Kosubstrat der SuSy. Damit ist die dTMP-Kinase ein wichtiger Eckpfeiler für die 
ökonomische Synthese von dTDP-aktivierten Desoxyzuckern. Das Enzym wurde nach der 
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Aufreinigung für die Synthesen der dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose und dTDP-β-L-
Rhamnose (Kapitel 3.3) eingesetzt. 
3.2.1.2 Heterologe Produktion der Saccharose Synthase (SuSy)  
Der S. cerevisiae Stamm 22574d wurde in einer Hochzelldichtefermentation in einem 50-L-
Fermenter (Labor-Pilot-Reaktor LP 351, Bioengineering AG) im Institut für Bioverfahrens-
technik (RWTH Aachen) angezogen (Schroer 2004). Die Kultivierung von S. cerevisiae im 
Druckfermenter erfolgte in Anlehnung an (Jenzelewski 2002), wobei als Kohlenstoffquelle 
dem Medium ein exponentieller Glucose-Feed zugeführt wurde. Der Feed wurde derart regu-
liert, dass eine Glucoselimitierung vorlag, um eine Gärung zu vermeiden. Die Durchführung 
einer Hochzelldichtefermentation besitzt Vorteile verglichen mit den in den Dissertationen 
von Günther (Günther 2001) und Römer (Römer 2002) beschriebenen Kultivierungen. Mit 
einer 10-L-Schüttelkolbenkultivierung konnten 80 g Biofeuchtmasse geerntet werden 
(Günther 2001) und mit 20-30-L-Fermentationen konnten Ausbeuten von 391-823 g erreicht 
werden (Römer 2002). Im Vergleich dazu konnten mit der Hochzelldichtefermentation in 
einem Fermentationsvolumen von 24 L 8,4 kg Biofeuchtmasse erhalten werden (Schroer 
2004). 
Im Rohextrakt konnte eine Gesamtaktivität an SuSy von 510 U bei einer Proteinkonzentration 
von 22,5 mg/mL gemessen werden. Damit betrug die spezifische Aktivität 0,04 U/mg und die 
Kultivierung von SuSy ergab 2,1 U/g Biofeuchtmasse bzw. 744 U/L Kulturmedium.  
Die zellspezifische Expressionsrate der SuSy-Fermentation im Standardrührfermenter liegt 
mit 6,1-15,1 U/g Biofeuchtmasse (Römer 2002) oberhalb der per Hochzelldichtefermentation 
erreichten Expressionsrate (2,1 U/g). Die volumenspezifische Expressionsrate hingegen liegt 
mit 744 U/L aufgrund der sehr guten Ausbeute der Hochzelldichtefermentation deutlich höher 
als die Expressionsraten im Standardrührfermenter von 120-402 U/L (Römer 2002). Ausge-
hend von 240 g Biofeuchtmasse konnte die SuSy nach Anionenaustauschchromatographie 
und IMAC mit einer Aktivität von 10,9 U/mL bei einer Ausbeute von 17,1% erhalten werden. 
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Tabelle 39: Ergebnisse der SuSy-Aufreinigung. 
 Vo-
lumen 
[mL] 
Gesamt-
aktivität 
[U] 
Aktivität 
[U/mL] 
Spezifische 
Aktivität 
[U/mg] 
Auf- 
reinigungs- 
faktor 
Ausbeute 
[%] 
Rohextrakt 600 510 0,85 0,04 1 100 
Pool Q-Sepharose 780 203 0,26 0,33 8,3 40 
Pool Konzentrat 1 100 100 1,0 0,25 6,3 20 
IMAC-Pool 216 108 0,5 1,67 41,8 21 
Pool Konzentrat 2 8 87,2 10,9 2,00 50 17 
 
Insgesamt führte die Hochzelldichtefermentation zu deutlich niedrigeren Ausbeuten an aktiver 
SuSy. Während 240 g Biofeuchtmasse aus der Hochzelldichtefermentation nach Aufschluss 
nur 510 U Gesamtaktivität besaßen, konnte Ulrike Römer aus 340 g Biofeuchtmasse einer 
Standardfermentation 5152 U freisetzen. Aufgrund dieser großen Unterschiede sind die End-
aktivitäten von Ulrike Römer mit Zellen der Hochzelldichtefermentation nicht zu erreichen. 
Man erhält zwar aus einer 20-L-Fermentation 8,4 kg Biofeuchtmasse gegenüber den 400 g 
einer Standardfermentation, aber die zellspezifische Expressionsrate ist deutlich niedriger. Ein 
Grund hierfür ist sicherlich die Zellernte, da die 8,4 kg Biofeuchtmasse der Hochzelldichte-
fermentation mit nur einer Zentrifuge geerntet werden mussten, was zu deutlichen Standzeiten 
führte. Dies ist sicherlich (trotz Kühlung bei 4°C) von Nachteil für die Aktivität der SuSy.  
Tabelle 40: Vergleich zwischen verschiedenen SuSy Aufreinigungen 
 vorliegende Arbeit Dissertation Ulrike Römer 
(Römer 2002) 
Fermentationsvolumen 24 L 20 L 
Ausbeutea 8,4 kg 400 g 
Gesamtaktivität nach der 
Aufreinigung (Aufschluss 
von 240 g BFM) 
 
87 
 
926 Ub 
spezifische Aktivität nach 
der Aufreinigung 
2,0 U/mg 5,6 U/mg 
a= Die Ausbeuteangabe versteht sich als Kilogramm Biofeuchtmasse. b=berechnet 
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Der Verlust von >50% der Gesamtaktivität durch die Anionenaustauschchromatographie ist 
ebenfalls eine Verschlechterung gegenüber den 13% von Ulrike Römer (Römer 2002). Mehr-
fache komplette Regeneration des Säulenmaterials konnte die Effektivität der Anionen- 
austauauschchromatographie aber nicht verbessern. Aufgrund der Wichtigkeit der nicht 
kommerziell erhältlichen dTDP-6-Desoxy-4-keto-α-D-glucose für die vorliegende Arbeit ist 
eine ständige ausreichende Versorgung mit SuSy notwendig. Hierbei zeigt sich beim Ver-
gleich von Hochzelldichtefermentation mit der herkömmlichen Fermentation (Tabelle 40), 
dass bei der Hochzelldichtefermentation wenig fermentiert (8,4 kg Ausbeute bei einer 20-L-
Fermentation), aber viel aufgereinigt werden muss (87 U finale Aktivität aus 240 g Bio-
feuchtmasse). Bei der Standardfermentation hingegen muss viel fermentiert (nur 400 g Bio-
feuchtmasse bei einer 20-L-Fermentation, dafür aber wenig aufgereinigt werden (926 U finale 
Aktivität aus 240 g Biofeuchtmasse (berechnet)). Insgesamt führte dies dazu, dass ca. 15 Su-
Sy-Aufreinigungen durchgeführt werden mussten, um genügend Enzym für die Nukleotidzu-
ckersynthesen, das Enzym-Modul-System und die SuSy-Immobilisierung zur Verfügung zu 
haben. Die Aktivitäten der Aufreinigungen unterschieden sich dabei nur unwesentlich von der 
in Tabelle 39 exemplarisch gezeigten Aufreinigung. Für die Immobilisierung mit Magnet-
Beads und das Enzym-Modul-System wurde SuSy aus der in Tabelle 39 beschriebenen Auf-
reinigung verwendet. 
3.2.1.3 Heterologe Produktion von dTDP-Glucose-4,6-Dehydratase (RmlB) 
Die dTDP-Glucose-4,6-Dehydratase (RmlB) wurde nicht erst im Schüttelkolben kultiviert, 
wie z.B. RmlC-His und RmlD-His (Kapitel 3.2.1.4), sondern direkt mit einer 20-L-
Fermentation kultiviert. Außerdem wurde, verglichen mit der Dissertation von Nicole Günter 
(Günther 2001), die Kultivierungsdauer von 1,5 h auf 12 h verlängert. Die Fermentation von 
RmlB stellt eine deutliche Verbesserung gegenüber der Schüttelkolbenkultivierung (Günther 
2001) dar. Während Nicole Günther nur 35,4 g Biofeuchtmasse aus 10 L Kulturmedium ge-
winnen konnte, waren es in dieser Arbeit 375 g Biofeuchtmasse aus 20 L Kulturmedium. Die 
längere Inkubationszeit von 12 h gegenüber z.B. 4 h bei RmlC-His/RmlD-His (Kapitel 
3.2.1.4) macht sich bei der Ausbeute an Biofeuchtmasse positiv bemerkbar. Im Rohextrakt 
konnte eine Gesamtaktivität an RmlB von 1071 U bei einer Proteinkonzentration von 10 
mg/mL gemessen werden. Damit betrug die spezifische Aktivität 0,28 U/mg und die Kultivie-
rung von RmlB ergab 8,1 U/g Biofeuchtmasse bzw. 151 U/L Kulturmedium.  
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Tabelle 41: Ergebnisse der RmlB-Aufreinigung. 
 Volumen 
[mL] 
Gesamt-
aktivität 
[U] 
Aktivität 
[U/mL] 
Spezifische 
Aktivität 
[U/mg] 
Auf- 
reinigungs- 
faktor 
Ausbeute 
[%] 
Rohextrakt 
 
380 1071 2,8 0,28 1,0 100 
Pool  
Q-Sepharose 
480 881,4 1,8 1,84 6,5 82 
Pool  
Konzentrat 1 
29 832,3 28,7 1,44 5,1 78 
Pool  
Konzentrat 2 
8 800,0 100 1,10 3,9 75 
 
Ausgehend von 133 g Biofeuchtmasse konnte RmlB nach Anionenaustauschchromatographie 
und Gelfiltration mit einer Aktivität von 100 U/mL bei einer Ausbeute von 75% mit einer 
spezifischen Aktivität von 1,1 U/mg erhalten werden (Tabelle 41). 
Tabelle 42: Vergleich zwischen verschiedenen RmlB-Aufreinigungen. 
 vorliegende Arbeit Dissertation Nicole Günther 
(Günther 2001) 
Expressionsrate BFM 8,1 U/g BFM 7,3 U/g BFM 
Expressionsrate Volumen 302 U/L Medium 26 U/L Medium 
Aufreinigungsausbeute 75% 79% 
Finale Aktivität 100 U/ml (in 8 mL) 13,6 U/mL (in 3,4 mL) 
Finale spezifische Aktivität 1,1 U/mg 0,4 U/mg 
 
Die Unterschiede zwischen den Expressionsraten in der Dissertation von Nicole Günther 
(Günther 2001) und der vorliegenden Arbeit sind ähnlich wie bei RmlC-His/RmlD-His (Kapi-
tel 3.2.1.4) auf die unterschiedliche Kultivierung zurückzuführen (Tabelle 42). Die Fermenta-
tionsausbeuten sind verglichen mit der Schüttelkolbenkultivierung von Nicole Günther erheb-
lich höher, was die Überlegenheit der Fermentation eindrucksvoll zeigt. Auch Andreas Stein 
(Stein 1995) konnte durch eine 10-L-Fermentation eine ebenfalls sehr hohe Expressionsrate 
von 210 U/L Kulturmedium erreichen. Ein Unterschied zwischen der RmlB-Aufreinigung 
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von Nicole Günther gegenüber der vorliegenden Arbeit ist der Maßstab. Während Nicole 
Günther nur 8 g Biofeuchtmasse aufschloss, wurden in der vorliegenden Arbeit 133 g Bio-
feuchtmasse aufgeschlossen. Die Ausbeute der Aufreinigung war jedoch sehr ähnlich, 79% 
von Nicole Günther stehen 75% in dieser Arbeit gegenüber (Tabelle 42). Nicole Günther rei-
nigte das Enzym in einem zusätzlichen Aufreinigungsschritt durch Gelfiltration noch weiter 
auf und erreichte dabei eine Aktivität von 16,7 U/mL in einem Volumen von 1,8 mL. Dieser 
Aufreinigungsschritt wurde unterlassen, da das hochaktive und stabile Enzym RmlB nach nur 
einem Aufreinigungsschritt schon eine ausreichende Reinheit für die Verwendung bei Synthe-
sen besaß und außerdem die Verluste an Aktivität durch den Gelfiltrationsschritt mit 66% 
deutlich am größten waren (Günther 2001). Das Enzym wurde nach der Aufreinigung für die 
Synthesen der Nukleotidzucker (Kapitel 3.3) und im Enzym-Modul-System (Kapitel 3.5) ein-
gesetzt. 
3.2.1.4 Heterologe Produktion und biochemische Charakterisierung von dTDP-4-
Dehydrorhamnose-3,5-Epimerase (RmlC) und dTDP-4-Dehydrorhamnose-
Reduktase (RmlD)  
Die mit His-Tag versehenen E. coli-RmlC-His und E. coli-RmlD-His wurden zunächst mit 
einer 1-L-Schüttelkolbenanzucht in LB-Medium (Kapitel 6.6) kultiviert und 12 g RmlC-
Biofeuchtmasse und 15 g RmlD-Biofeuchtmasse geerntet. Anschließend wurde ein analyti-
scher Zellaufschluss und eine analytische IMAC-Aufreinigung durchgeführt. Mit Proben des 
Überstands, Pellets, Durchlaufs und der Elution wurde die Aufreinigung mithilfe von SDS-
PAGE und Western-Blotting untersucht. Der His-Tag erlaubte nicht nur die hochspezifische 
Aufreinigung, sondern auch eine präzise Analyse der Aufreinigung durch die Anfärbung mit 
Anti-His6-Peroxidase und DAB-Konjugat (Roche). Die Ergebnisse der Aufreinigung ließen 
sich mit dem SDS-PAGE-Ergebnis in Abbildung 43 und dem Western-Blotting in Abbildung 
44 sehr gut analysieren und auswerten. Die Überexpression der Zielproteine RmlC und RmlD 
im Rohextrakt war im SDS-PAGE und Western-Blotting sehr stark und damit gut sichtbar 
(Slots 1 und 2). Die Proben des Durchlaufs (4 und 5) der Ni2+-NTA-Aufreinigung ergaben nur 
eine schwache Bande, es ist nur wenig RmlC- und RmlD-Protein sichtbar. Die Slots mit Elu-
tionsproben (Slots 8 und 10) zeigten eine große Menge an RmlC und RmlD und aufgrund der 
hochspezifischen Antikörperbindung der Anti-His6-Peroxidase beim Immunoblotting 
(Abbildung 44) war gleichzeitig der Beweis erbracht, dass es sich um die Zielproteine handel-
te. Das SDS-PAGE zeigte bei den beiden Elutionsproben auch den hohen Reinigungsgrad der 
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beiden Zielproteine, da andere Proteine nur mit einem sehr kleinen Anteil beteiligt waren 
(Abbildung 43). 
 
 
Abbildung 43: SDS-PAGE der RmlC-His und RmlD-His Aufreinigung an Ni2+-NTA-Agarose. 
Abkürzungen: Roh: Rohextrakt, DL: Durchlauf, Pel: Pellet, Elu: Elution und MW: Molekulargewichts-
standard (All blue prestained Precision Plus Protein, Bio-Rad). 
Dies bewies, dass die Aufreinigung funktionierte, die Proteine an das Ni2+-NTA-
Säulenmaterial banden und nur wenig Zielprotein die Säule mit dem Durchlauf verließ. Inte-
ressant waren auch die relativ großen Banden der Zielproteine in den beiden Pellet-Proben in 
den Slots 6 und 7, die auf die Bildung von inclusion bodies hindeuteten.  
Die Pellet-Proben von RmlC und RmlD zeigten in der SDS-PAGE sowie im Western-Blotting 
deutlich die Bildung von inclusion bodies. Die Bildung von inclusion bodies schien bei diesen 
beiden Enzymen aus Salmonella enterica sehr unterschiedlich zu sein. Während Stefan Vers-
eck (Verseck 1997) keine Bildung von inclusion bodies beschrieb, entdeckte Nicole Günther 
(Günther 2001), dass viel Enzym durch die Bildung von inclusion bodies verloren geht. Gra-
ninger et al. (Graninger et al. 1999) bemerkten zwar die Bildung von inclusion bodies, beach-
tete sie allerdings nicht weiter, da die Mehrheit der Proteine löslich exprimiert wurde. Ähnlich 
sind die Ergebnisse in dieser Arbeit zu bewerten. Es wurde zwar deutlich RmlC-His und 
RmlD-His in den Pellet-Proben erkannt, aber es war auf jeden Fall möglich, selbst für präpa-
rative Synthesen genug Enzym herzustellen. 
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Abbildung 44: Immunoblotting der RmlC-His und RmlD-His Aufreinigung an Ni2+-NTA-Agarose. 
Abkürzungen: Roh: Rohextrakt, DL: Durchlauf, Pel: Pellet, Elu: Elution und MW: Molekulargewichts-
standard (All blue prestained Precision Plus Protein, Bio-Rad). 
Es gibt aber auch Beispiele für homologen Enzyme von RmlC und RmlD z.B. aus Mycobac-
terium tuberculosis, die sich kaum in E. coli exprimieren ließen, so dass spezielle „low-copy 
number“ T-7 Expressionsvektoren entwickelt werden mussten (Hoang et al. 1999; Lee et al. 
2000). Die inclusion body-Problematik wird in Kapitel 3.2.1.5 bei der Expression von AviS, 
AviT, MidC, MidH und UrdR näher beleuchtet.     
Zur weiteren Identifizierung der Proteine wurden anhand des Immunoblots die relativen Mol-
massen von RmlC und RmlD bestimmt und mit den theoretischen Daten verglichen (Tabelle 
43). Alle theoretischen Angaben beziehen sich auf Proteine in monomerer Form ohne His-
Tag. 
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Tabelle 43: Vergleich zwischen experimentell ermittelten und berechneten Daten für die Molmassen 
der Nukleotidzuckersynthesegenen (Zugangsnummern der ExPasy-Datenbank (www.expasy.org): 
RmlC: P26394 und RmlD: P26392). 
Enzym Relative Molmassen, abgeleitet 
aus dem Immunoblot 
theoretische Molmassen, abgelei-
tet aus der Aminosäuresequenz 
RmlC 36647 Da 32554 Da 
RmlD 23921 Da 20663 Da 
 
Damit konnte gezeigt werden, dass RmlC und RmlD mit fusioniertem N-terminalen His-Tag 
für eine stark vereinfachte Aufreinigung an Ni2+-NTA-Material verwendet werden können. 
Die Aufreinigungen beider Enzyme ergaben sehr reines Protein, dass für die Synthese von 
dTDP-β-L-Rhamnose benötigt wurde (Kapitel 3.3.2) und der His-Tag ermöglichte auch die 
Immobilisierung an Ni2+-NTA-Magnet-Beads (Kapitel 3.6). Nach der erfolgreichen analyti-
schen Aufreinigung von RmlC-His und RmlD-His wurden nun große Mengen der beiden En-
zyme benötigt, so dass jeweils 10-L-Fermentationen durchgeführt wurden. Abbildung 77 und 
Abbildung 78 in Kapitel 6.2 zeigen anhand der während der Fermentation kontinuierlich auf-
genommenen Daten den graphisch dargestellten Fermentationsverlauf der beiden E. coli-
Fermentationen. In beiden Abbildungen kann man sehr gut die Abnahme des Sauerstoffparti-
aldrucks nach der Innokulation des Fermenters erkennen. Wenn der Grenzwert des Sauer-
stoffpartialdrucks unterschritten wurde, stieg die Rührerdrehzahl an, um den Sauerstoffparti-
aldruck während des Wachstums ≥40% zu halten.   
Die Kultivierung von E. coli-RmlC-His und E. coli-RmlD-His konnte erfolgreich vom Schüt-
telkolbenmaßstab in den Fermentationsmaßstab überführt werden. Die 10-L-Fermentation 
von RmlC-His ergab 145 g BFM und die 10-L-Fermentation von RmlD-His ergab 120 g 
BFM. Damit konnten ausreichende Zellmengen für die präparativen Aufreinigungen beider 
Enzyme, für die Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose und für die Versuche mit dem Enzym-
Modul-System zur Verfügung gestellt werden. Anschließend wurde ein präparativer Zellauf-
schluss von E. coli-RmlC und E. coli-RmlD Zellen mit Ultraschall durchgeführt, und der  
Überstand (35 mL) mit einer semi-präparativen Ni2+-NTA-Agarose-Säule aufgereinigt. In 
Abbildung 45 ist der typische Verlauf der UV-Absorption des Säulendurchlaufs einer IMAC-
Aufreinigung bei 280 nm gezeigt (hier RmlD). Diese Aufreinigung wird an dieser Stelle ex-
emplarisch für alle Ni2+-NTA-Aufreinigungen dieser Arbeit diskutiert, die sich nur in der Puf-
ferzusammensetzung unterschieden. Zunächst zeigte sich in Abbildung 39 der große Peak der 
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Auftragung des Rohextrakt-Überstands auf die Ni2+-NTA-Säule (1. Durchlauf). Proteine ohne 
His-Tag konnten nicht an das Säulenmaterial binden und liefen durch. Nach dem Auftragen 
wurde zunächst mit Lysispuffer gewaschen, bis die Basislinie wieder erreicht war. Anschlie-
ßend kam ein Waschschritt mit einem geringfügig mehr Imidazol (20 mM Imidazol, Kapitel 
2.3.4) enthaltenden Puffer, so dass unspezifisch gebundenes Protein von der Säule eluiert 
werden konnte (2). Schließlich wurde mit dem viel Imidazol enthaltenden Elutionspuffer (250 
mM) eluiert, wobei sich der große Elutionspeak (3) bildete. Die Elution wurde fraktioniert mit 
der ÄktaPrime Chromatographieanlage gesammelt und die Protein enthaltenden Fraktionen 
gepoolt sowie per Ultrafiltration konzentriert.  
 
 
 
 
 
 
 
                                  
                                            
 
 
 
 
 
 
 
 
                         Abbildung 45: Schema einer Ni2+-NTA-Aufreinigung am Beispiel von RmlD.  
                         Auftragung der UV-Absorption bei 280 nm gegen die Zeit [t] (aufgenommen mit  
                         einer ÄktaPrime-Chromatographieanlage, GE Healthcare). 
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Der Elutionspuffer enthielt zusätzlich noch 15% (v/v) Glycerin, da bei der großen homogenen 
Konzentrierungzentrierung, die die IMAC-Aufreinigung darstellte, RmlC und RmlD bei der 
Elution sonst aggregierten und ausfielen. Darübehhinaus neigen hochaufgereinigte Enzyme 
bei der Lagerung bei -20°C zur Denaturierung, was sowohl für RmlC als auch für RmlD ge-
zeigt werden konnte. Durch Glycerin im Elutionspuffer trat weder bei der Elution noch bei 
der Lagerung bei -20°C eine Denaturierung des Zielproteins auf. Es konnten 35 mL RmlD 
und 30 mL RmlC von der präparativen Säule eluiert werden, welche auf 18 mL RmlC und 22 
mL RmlD mit Vivaspin 20 Modulen (Sartorius) konzentriert wurden. Nach der Aliquotierung 
in 2-mL-Eppendorfgefäße erfolgte die Lagerung bei -20°C. Anschließend wurde die Aktivität 
der aufgereinigten RmlC- und RmlD-Aliquots mit dem RmlC/RmlD-Fotometertest bestimmt 
(Tabelle 44). Die RmlC/D-Aktivität im Rohextrakt kann nicht mit dem Fotometertest be-
stimmt werden. 
Tabelle 44: Ergebnisse der RmlC-His- und RmlD-His-IMAC-Aufreinigung.  
Enzym Volumen 
[mL] 
Gesamt- 
aktivität 
[U] 
Aktivität 
[U/mL] 
Spezifische 
Aktivität 
[U/mg] 
Ausbeute 
[%] 
30 638 21,3 3,5 100 RmlC-His Pool 
Konzentrat 18 630 34,9 3,4 99 
35 1132 32,3 9,0 100 RmlD-His Pool 
Konzentrat 22 1100 50,3 8,7 97 
Die Bewertung der Expression und Aufreinigung der beiden Enzyme RmlC und RmlD zeigt 
die Verbesserungen durch Fermentation und IMAC-Aufreinigung. Während Nicole Günther 
(Günther 2001) aus 10-L-Schüttelkolben-Zellkultur nur 28,5 g (RmlC) bzw. 31,9 g (RmlD) 
Biofeuchtmasse ernten konnte, waren es in dieser Arbeit dank der Fermentationen 145 g 
(RmlC-His) bzw. 120 g (RmlD-His) Biofeuchtmasse.   
Tabelle 45: Vergleich zwischen verschiedenen RmlC-Aufreinigungen. 
 vorliegende Arbeit Dissertation Nicole Günther 
(Günther 2000) 
Expressionsrate BFM 42 U/g BFM 38 U/g BFM 
Expressionsrate Volumen 609 U/L Medium 109 U/L Medium 
Finale Aktivität 34,9 U/mL (18 ml) 7,7 U/ml (32 mL) 
Finale spezifische Aktivität 3,4 U/mg 0,45 U/mg 
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Tabelle 46: Vergleich zwischen verschiedenen RmlD-Aufreinigungen. 
 vorliegende Arbeit Dissertation Nicole Günther 
(Günther 2001) 
Expressionsrate BFM 73 U/g BFM 40 U/g BFM 
Expressionsrate Volumen 880 U/L Medium 128 U/L Medium 
Finale Aktivität 50,3 U/mL (22 mL) 35,4 U/mL (8 ml) 
Finale spezifische Aktivität 8,7 U/mg 1,3 U/mg 
 
Die Expressionsraten beider Enzyme bezogen auf die Biofeuchtmasse waren im Vergleich zu 
den Daten aus Nicole Günthers Dissertation im gleichen Maßstab (Tabelle 45 und Tabelle 
46). Da durch die Fermentationen mehr Biofeuchtmasse, aber mit ähnlicher Aktivität pro g 
Biofeuchtmasse hergestellt werden konnte, ist die Expressionsrate in U/L Kulturvolumen um 
den Faktor 5-7 höher. Der Vergleich der spezifischen Aktivität als auch der volumetrischen 
Aktivität der Aufreinigung von RmlC/D-His der vorliegenden Arbeit mit der Aufreinigung 
von Nicole Günther zeigt deutlich die Vorteile der IMAC-Aufreinigung. Es wurden deutlich 
höhere spezifische und volumetrische Aktivitäten der beiden Enzyme erreicht werden (Tabel-
le 45 und Tabelle 46). Stefan Verseck (Verseck 1997) erreichte bei der RmlC-Aufreinigung 
eine Aktivität von 2,3 U/mg. Eine spezifische Aktivität von 21 U/mg Protein konnte Granin-
ger et al. (Graninger et al. 1999) nach einer dreistufigen Aufreinigung erreichen. Stefan Vers-
eck konnte für RmlD eine spezifische Aktivität von 2,1 U/mg erreichen, was deutlich unter 
den 8,7 U/mg Protein dieser Arbeit liegt (Verseck 1997). Graninger et al. (Graninger et al. 
1999) hingegen konnten durch eine mehrstufige Aufreinigung eine spezifische Aktivität von 
44 U/mg Protein erreichen. Damit sind die in dieser Arbeit erreichten 3,4 U/mg für RmlC-His 
bzw. 8,7 U/mg für RmlD-His mit nur einem einzigen Aufreinigungsschritt und der gleichzei-
tigen hohen Reinheit ein sehr gutes Ergebnis. Darüber hinaus war die Reinheit der beiden 
Enzyme nach der IMAC-Aufreinigung sehr hoch, wie die Elutionsfraktionen des SDS-PAGE 
zeigten (Abbildung 43). Damit spielten störende Nebenaktivitäten, die nach einigen Aufreini-
gungen durch Anionenaustauschchromatographie auftraten (Daten nicht gezeigt), keine Rolle 
mehr. RmlC und RmlD konnten mit dieser hohen Aktivität und Reinheit jetzt effektiv für die 
Synthese der dTDP-β-L-Rhamnose und im Enzym-Modul-System verwendet werden. 
 
 
3 Ergebnisse und Diskussion  167 
3.2.1.5 Heterologe Produktion und biochemische Charakterisierung von dTDP-6-
Desoxy-4-keto-D-glucose-2,3-Dehydratase (AviS), dTDP-6-Desoxy-2,4-
diketo-D-glucose-3-Ketoreductase (AviT) und dTDP-2,6-Didesoxy-4-keto-D-
glucose-4-Ketoreductase (UrdR)  
Die von Andreas Bechthold aus Freiburg erhaltenen Gene aviS und aviT aus dem Avilamycin 
Biosynthesecluster katalysieren die Umwandlung von dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose in 
dTDP-2,6-Didesoxy-4-keto-D-glucose (Weitnauer et al. 2001)(Abbildung 27). Falls das durch 
AviS entstandene 3,4-Diketo-Produkt nicht weiter durch eine Ketoreductase reduziert wird, 
erfolgt der Zerfall in Maltol und dTDP (Dräger et al. 1999). Die 4-Ketoreductase UrdR aus 
dem Urdamycin Biosynthesecluster kann an diese Synthese angekoppelt werden, da sie unter 
NAD(P)H-Verbrauch dTDP-2,6-Didesoxy-4-keto-D-glucose in dTDP-D-Olivose umwandelt 
(Hoffmeister et al. 2000). Alle genannten Enzyme waren bisher noch nicht funktionell in vitro 
charakterisiert worden. Zunächst wurden AviS, AviT und UrdR im Schüttelkolben kultiviert 
(100 mL Medium), induziert und geerntet. Die E. coli-Zellen wurden aufgeschlossen und mit 
SDS-PAGE und Western Blotting auf ihre Expression hin untersucht.   
Die lösliche Expression der 3-Ketoreductase AviT in E. coli BL21 war von Beginn an sehr 
gut. Eine Optimierung zur Verbesserung der löslichen Expression war für AviT nicht not-
wendig, trotzdem wurde für die Expression zusätzlich der Novagen Stamm E. coli Rosetta-
gami als Wirtsorganismus gewählt. Die Western-Blotting Analyse zeigt starke Banden an 
löslichem Protein und gleichzeitig deutlich weniger Protein unlöslich exprimiert im Protein-
pellet für beide E. coli-Stämme (Rosetta-gami und BL21) (Abbildung 46). Die relative Mol-
masse abgeleitet aus dem Immunoblot lag mit 36,6 kDa nah an der theoretischen Molmasse 
von 35,9 kDa (Tabelle 47). Mit den Kultivierungsbedingungen im Schüttelkolben wurden 
auch die 10-L-Fermentationen von E. coli-AviT durchgeführt (Tabelle 48). 
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Abbildung 46: Immunoblotting der AviT-His Expression. Abkürzungen: RG: AviT in E. coli 
Rosetta-gami (Rohextrakt), RG-P: AviT in E. coli Rosetta-gami (Pellet), BL21: AviT in E. 
coli BL21 (Rohextrakt), BL21-P: AviT in E. coli BL21 (Pellet), MW: Molekulargewichts-
standard (Precision Plus Protein Standard, Bio-Rad). 
Die lösliche Expression der 4-Ketoreductase UrdR in E. coli war allgemein schwach. Eine 
Optimierung zur Verbesserung der löslichen Expression von UrdR war notwendig. Die Wes-
tern-Blotting-Analyse zeigte erst nach einer Optimierung eine ausreichende Expression an 
löslichem Protein (Abbildung 47). Das beste Ergebnis erbrachte die Kultivierung auf TB-
Medium bei 28°C. Die lösliche Expression war immer noch schwach, dafür wurde aber erst-
mals lösliches Protein exprimiert. Eine im Rahmen der Optimierung durchgeführte Fusion 
von urdR mit einer pelB-Leadersequenz für eine periplasmatische Expression ergab keine 
Verbesserung der Expression (Ergebnisse nicht gezeigt). Bei vielen vorherigen Kultivierun-
gen war lösliches UrdR im Western-Blotting überhaupt nicht sichtbar. Nachdem die Expres-
sionsoptimierung lösliches UrdR ergeben hatte, wurden die Kultivierungsbedingungen, die 
zur Expression in Slot 4 (Abbildung 47) führten, für die Fermentation von E. coli-UrdR ver-
wendet. Trotzdem war auch bei der Verwendung von TB-Medium die Produktion von inclu-
sion bodies bei der UrdR-Kultivierung deutlich stärker (Slot 12 und 16 sind die Pellet-Proben 
zu den löslichen UrdR Überständen in Slot 4 und 8). Das Minimalmedium M9 (Slot 10 Pellet, 
Überstand in Slot 2) führte sogar bei den Pellet-Proben nur zu einer schwachen UrdR-
Expression und war für UrdR ungeeignet. Die relative Molmasse für UrdR abgeleitet aus dem 
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Immunoblot lag mit 26,7 kDa nah an der theoretischen Molmasse von 26,8 kDa (Tabelle 47). 
Abbildung 47: Immunoblotting verschiedener UrdR-Kultivierungen, bei denen Temperatur, Medien, IPTG-
Konzentration, Kultivierungsdauer oder E. coli-Stämme variiert wurden. In Slot 1-8 sind die löslichen UrdR 
Überstände getestet worden und in Slot 9-16 wurden die Pellet-Proben aufgetragen. Slot 4 (TB-Medium, 28°C, 
0,4 mM IPTG, 12 h nach Induktion wurde geerntet) und Slot 8 (TB-Medium, 28°C, 1 mM IPTG, 12 h nach 
Induktion wurde geerntet) zeigten die beste lösliche Expression aller Optimierungsansätze. MW: Molekularge-
wichtsstandard (Precision Plus Protein Standard, Bio-Rad).  
Die lösliche Expression der 2,3-Dehydratase AviS war von Beginn an sehr schlecht. Trotz 
aller Optimierungen von Medien, Temperatur, IPTG-Konzentration, O2-Versorgung (Schüt-
telgeschwindigkeit) und Kultivierungsdauer wurde AviS nur unlöslich, d.h. als inclusion bo-
dies exprimiert. Eine Abhilfe versprach die Verwendung spezieller Stämme von Novagen 
(Rosetta®) oder Stratagene (Codon Plus®). Diese Stämme sind speziell entwickelt worden, um 
das Problem der „rare codons“ zu umgehen. Jeder Organismus besitzt seine eigene Neigung 
zur Verwendung bestimmter Codons bei der Proteinexpression, was sich in der Ausstattung 
des Organismus mit der passenden tRNA wiederspiegelt. Wenn Gene heterolog exprimiert 
werden (wie die verwendeten Streptomyceten-Gene bei der Expression in E. coli), passt die 
Ausstattung des Wirtsorganismus an tRNA nicht zur Codonnutzung des zu exprimierenden 
Fremdgens. Dies kann die Translation erschweren, da es zu Translationsverzögerung, vorzei-
tigem Abbruch, „frameshifting“ oder Aminosäurefehlinterpretation führen kann (Kurland und 
Gallant 1996). Das Ergebnis sind dann inclusion bodies oder bei einer großen Zahl von „rare 
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codons“ in der Gensequenz eine allgemein sehr niedrige Expression des Zielgens. Es konnte 
gezeigt werden, dass der Wechsel eines häufig vorkommenden codons zu einem seltenen Co-
don sowohl in E. coli als auch in S. lividans zur Abnahme des Genexpressionslevels führt 
(Ueda et al. 1993). Die oben erwähnten speziellen Stämme codieren tRNA-Gene für die meis-
ten der problematischen und selten genutzten Codons. Bei AviS und UrdR erschien diese 
Strategie sinnvoll, da gerade bei AviS kaum Expression erfolgte und die Zahl an „rare co-
dons“ sehr hoch ist. Bei AviS sind von insgesamt 469 Codons 36 Codons selten (7,7%) und 
bei UrdR sind von 248 Codons 26 Codons selten (10,5%). Die Überprüfung der Expression 
von AviS und UrdR erbrachte bei der Verwendung von Novagen Rosetta® allerdings keinerlei 
Verbesserung der Expression. Ein Grund hierfür kann die Tatsache sein, dass ungefähr die 
Hälfte der seltenen Codons von AviS und UrdR durch Novagens Rosetta Stamm nicht unter-
stützt werden. Von 7,7% seltenen AviS-Codons und 10,5% seltenen UrdR-Codons werden 
3,8% (AviS) und 5,3% (UrdR) von Rosetta® nicht unterstützt. Die Ursache für die fehlende 
Codon-Unterstützung ist das Fehlen der tRNA für die Codons CGG und CGA für Arginin. 
Beide kommen in nennenswerter Menge in AviS und UrdR vor. Allerdings besitzt auch der 
sehr gut löslich exprimierte AviT einen nennenswerte Menge an seltenen Codons (7,4%; von 
337 Codons sind 25 selten), so dass die Theorie der „rare codons“ nicht als alleiniger Grund 
für eine schwache oder starke lösliche heterologe Expression in E. coli ausreicht. 
Als sich die Expression von AviS durch Optimierung nicht verbesserte, wurde das aviS-Gen 
sowie das homologe Gen urdS von Anke Frerich (AK Andreas Bechthold, Freiburg) in Strep-
tomyces fradiae kloniert, exprimiert und per SDS-PAGE und Western Blotting analysiert. Es 
ließ sich aber auch in diesem Fall keine lösliche und meist nicht einmal eine unlösliche Ex-
pression der Enzyme feststellen. Aus diesem Grunde wurde die Fusion von AviS mit einem 
Lipase-Propeptid aus Staphylococcus hyicus (Kapitel 3.1.2) durchgeführt. Eine solche Fusion 
hatte die Expression einer Galactosyltransferase (β4-GalT1) durch Thomas Schumacher 
(Schumacher 1999) deutlich verbessert. Auch für dieses Fusionsprotein (AviS-Pro) wurde 
eine Expressionsoptimierung durch Variation der Kultivierungsparameter durchgeführt. 
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Abbildung 48: Immunoblotting der AviS-Pro-Expressionsoptimierung mit Rohextrakt. und Pellet-Proben. Pel 
1-4: Pellet-Proben; Roh 1-4: Rohextrakt Proben, als sehr gut erwies sich die lösliche Expression von Roh 3 
und 4, d.h. Kultivierung bei 28°C, LB-Medium, 0,4 mM IPTG, 12 h Anzucht (Roh 3) und 4 h Anzucht (Roh 
4); Molekulargewichtsstandard (Precision Plus Protein Standard, Bio-Rad). 
In Abbildung 48 ist ein Immunoblot der AviS-Pro-Expressionsoptimierung dargestellt. Man 
kann gut erkennen, dass die Fusion mit dem Lipase-Propeptid ein voller Erfolg war, das Pro-
tein wurde sehr gut löslich exprimiert. Allerdings bildeten sich auch viele Abbauprodukte, die 
sich auf allen Western-Blots von AviS-Pro zeigten, die im Zuge der Expressionsoptimierung 
durchgeführt wurden. Die besten Kultivierungsbedingungen (Roh 3 in Abbildung 48) wurden 
zur 10-L-Fermentation von AviS-Pro verwendet, um genügend Biofeuchtmasse für Aufreini-
gung, Aktivitätstest und Synthese zu haben. Die relative Molmasse für AviS-Pro abgeleitet 
aus dem Immunoblot lag mit 83,1 kDa nicht weit von der theoretischen Molmasse 75,1 kDa 
entfernt (Tabelle 47). 
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Tabelle 47: Vergleich zwischen experimentell ermittelten und berechneten Daten für die Molmassen 
der Nukleotidzuckersynthesegene AviS-Pro, AviT und UrdR. 
Enzym Relative Molmassen, abgeleitet 
aus dem Immunoblot 
theoretische Molmassen, abgelei-
tet aus der Aminosäuresequenz 
AviS-Pro 83,1 kDa 75,1 kDa 
AviT 36,6 kDa 35,9 kDa 
UrdR 26,7 kDa 26,8 kDa 
 
Die Fermentationen von AviT, AviS-Pro und UrdR wurden mit den durch die Expressionsop-
timierungen gewonnen Daten zur jeweiligen besten Kultivierung durchgeführt. Dabei konnten 
die in Tabelle 48 gezeigten Ausbeuten an Biofeuchtmasse erreicht werden, wobei sich an den 
Ausbeuten ein deutlicher Vorteil der Verwendung von TB-Medium gegenüber der von LB-
Medium zeigte. 
Tabelle 48: Ergebnisse der E. coli-Fermentationen von AviS-Pro, AviT und UrdR. 
Stammbezeichnung Kulturvolumen Medium Ausbeutea 
E. coli-AviS-Pro 10 L LB-Medium 160 g 
E. coli-AviT 10 L TB-Medium 355 g 
E. coli-UrdR 10 L TB-Medium 230 g 
a= Die Ausbeuteangabe versteht sich als Gramm Biofeuchtmasse.  
 
Nach den Fermentationen wurden von AviS-Pro, AviT und UrdR zunächst Aufreinigungen an 
Ni2+-NTA-Agarose (Qiagen) im analytischen Maßstab (Spin Columns, Qiagen) durchgeführt 
und die erfolgreiche Aufreinigung mit SDS-PAGE und Western Blotting nachgewiesen (Da-
ten nicht gezeigt). Anschließend erfolgten Aufreinigungen im semi-präparativen und präpara-
tiven Maßstab, die alle erfolgreich waren. Bei den Ketoreduktasen UrdR und AviT musste 
aufgrund der hohen Aufkonzentrierung bei den präparativen Aufreinigungen 10-15% Glyce-
rin zum Elutionspuffer hinzugegeben werden, da es ansonsten während der Elution von der 
Ni2+-NTA-Säule zur Denaturierung der Proteine kam. Anschließend wurden je nach Enzym 
mindestens 10-15 Aktivitätstests durchgeführt, wobei die publizierten Ergebnisse einer homo-
logen 2,3-Dehyhydratase und 3-Ketoreduktase als Richtlinie verwendet wurden (Dräger et al. 
1999; Chen, Agnihotri et al. 1999). In keinem Fall ließ sich eine Aktivität von AviS-Pro und 
AviT im Mikrotiterplattenfotometer, mit der HPLC oder CE nachweisen, unabhängig von der 
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Wahl des Aufreinigungsmaßstabs und der Konzentration der Enzyme durch Ultrafiltration. 
Durch Aktivitätstests wurde versucht herauszufinden, welches der beiden Enzyme AviS-Pro 
und AviT für die fehlende Aktivität verantwortlich war. Da bei einer AviS-Aktivität das in-
stabile 3,4-Diketo-Produkt entstehen sollte (Abbildung 27), welches leicht in dTDP und Mal-
tol zerfällt (Dräger et al. 1999; Maharjan et al. 2003), müssten diese beiden Produkte bei ei-
nem reinen AviS Aktivitätstest auftreten. Bei keinem alleinigen AviS-Aktivitätstest konnte 
die Entwicklung von dTDP oder Maltol, welche beide im UV ein Absorptionsmaximum bei 
254 nm besitzen, festgestellt werden. Damit war wahrscheinlich AviS für die fehlende Aktivi-
tät verantwortlich, allerdings kann keine Aussage gemacht werden, ob die Fusion mit dem 
Lipase-Propeptid (Kapitel 3.1.2) für die fehlende Aktivität verantwortlich war, da ohne Fusi-
on keinerlei lösliche Expression erreicht wurde. Somit kann auch über die Aktivität von AviT 
keine Aussage gemacht werden, da das instabile 3,4-Diketo-Produkt (Substrat von AviT) oh-
ne aktive 2,3-Dehydratase nicht produziert wurde. Da das Substrat dTDP-2,6-Didesoxy-4-
keto-D-glucose ohne aktive AviS und AviT nicht synthetisiert werden konnte, kann ebenfalls 
keine Aussage über die Aktivität von UrdR gemacht werden. Eine Aktivität von UrdR mit 
dem unnatürlichen Substrat dTDP-6-Deosxy-4-keto-D-glucose konnte nicht festgestellt wer-
den (Daten nicht gezeigt). Die 2-Desoxy-Funktion ist offensichtlich essentiell für das Enzym. 
Dies ist bei den Nukleotidzuckerbiosynthesewegen auch sinnvoll, da die dTDP-6-Desoxy-4-
keto-D-glucose vor der dTDP-2,6-Didesoxy-D-glucose entsteht. Wenn eine Umsetzung statt-
finden würde, würde die dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose von UrdR abgefangen und umge-
setzt, so dass das natürliche Produkt dTDP-D-Olivose von UrdR nicht mehr oder nur noch in 
deutlich geringerem Umfang hergestellt werden könnte. Eine zu hohe Substratpromiskuität 
von UrdR würde die Nukleotidzuckerwege weiter verzweigen und damit zur Abnahme der 
eigentlichen Endprodukte führen.   
Abschließend kann festgehalten werden, dass alle drei Enzyme (teilweise nach einer Expres-
sionsoptimierung, teilweise nach einer Fusion mit einem Propeptid) löslich in E. coli expri-
miert werden konnten. Auch die Aufreinigung der Enzyme an Ni2+-NTA-Material (Qiagen) 
war erfolgreich (Daten nicht gezeigt). Die Aktivitätstests der Enzyme AviS und AviT waren 
nicht erfolgreich und dadurch fehlte das Substrat für Aktivitätstests mit UrdR.  
Das größte Problem bei der Synthese von Nukleotidzuckern war unzweifelhaft das Auftreten 
von unlöslichen, aggregierten Faltungsintermediaten (inclusion bodies), da für präparative 
Synthesen im Rahmen von Rekonstituierungen von Desoxyzuckerwegen hohe Enzymverfüg-
barkeiten essentiell sind. Ein Grund für das Entstehen von inclusion bodies ist häufig der hohe 
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GC-Gehalt von Genen aus Actinomyceten (Streptomyces antibioticus 70,4% oder Streptomy-
ces fradiae 72,1% aus codon database: http://www.kazusa.or.jp/codon). E. coli-Gene haben 
im Vergleich nur einen GC-Gehalt von ~50%, und daher ist deren Expressionsmaschinerie 
nicht dafür ausgestattet, genügend adäquate tRNA für eine korrekte Proteinexpression des 
heterologen Gens bereitzustellen (siehe oben). In vielen Fällen machen die inclusion bodies 
20-50% des gesamten zellulären Proteins aus und aktuelle Ergebnisse deuten darauf hin, dass 
die Protein-Aggregierung durch elementare Strukturen von teilweise gefalteten Intermediaten 
bestimmt wird, welche in einer frühen Phase des Faltungsprozesses gebildet werden und 
durch lokale Kontakte zwischen den am stärksten interagierenden Aminosäuren kontrolliert 
wird (Broglia et al. 1998; Baneyx und Mujacic 2004). Ein Hauptgrund für die Entstehung von 
inclusion bodies ist das Fehlen der Ausstattung für das korrekte Falten von rekombinanten 
Proteinen in ihre native Form (Mitraki und King 1989). Es konnte zwar festgestellt werden, 
dass viele genetische Faktoren und auch Umwelt-Faktoren die rekombinante Expression in E. 
coli beeinflussen (Makrides 1996), aber es konnten keine Beweise für eine direkte Verbin-
dung zwischen inclusion body-Bildung und den intrinsischen Eigenschaften eines Proteins 
wie Hydrophobizität, „Folding Pathways“ oder Molekulargewicht gefunden werden (Panda 
2003). Von den zahlreichen Strategien, die entwickelt wurden um die Bildung von inclusion 
bodies zu verhindern, wurden viele in dieser Arbeit getestet. So wurde z.B. im Falle von AviS 
auch versucht, den Wirtsorganismus zu wechseln, um die Expression des Gens im näher ver-
wandten Streptomyces fradiae zu untersuchen. Dies bedeutete aber auch eine Entscheidung 
gegen das E. coli-Expressionssystem mit seiner einfachen Genetik und den schnell wachsen-
den Zellen nur um mit einer schwachen, dann aber löslichen Expression zu enden. Im Falle 
von AviS war die Expression in Streptomyces fradiae allerdings nicht löslich (Frerich 2006). 
Eine andere Strategie um das inclusion body-Problem zu umgehen, ist die Fusion mit einem 
sehr gut löslichen Protein. Das erste Beispiel hierfür war die Fusion des E. coli-Thioredoxin 
mit einem Zielprotein (Lavallie et al. 1993). Ein weiteres sehr nützliches Carrierprotein ist das 
allerdings sehr große, NusA Protein (55 kDa), welches neben der signifikanten Verbesserung 
der Löslichkeit ebenfalls einen hohen Expressionslevel bietet (Davis et al. 1999). Die in die-
ser Arbeit durchgeführte Fusion von AviS mit dem Propeptid einer Lipase aus Staphylococcus 
hyicus führte zwar zu einer erfolgreicher Expression, allerdings konnte später kein aktives 
Enzym nachgewiesen werden. Auch die Verwendung von schwächeren Promotern oder von 
„low copy number“ T7-Expressionsvektoren führt häufig zu größeren Mengen an löslichem 
Protein und höheren spezifischen Aktivitäten (Georgiou und Valax 1996; Hoang et al. 1999). 
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Eine weitere Strategie ist natürlich das „Refolding“ des rekombinanten inclusion body-
Proteins (De Bernardez Clark 1998; Lilie et al. 1998). Hierfür müssen allerdings für jedes zu 
exprimierende Protein die spezifischen refolding-Bedingungen optimiert werden. Außerdem 
sind die Ausbeuten an aktivem Protein meist gering, so dass die Methode schon allein aus 
Kostengründen bei der Produktion größerer Proteinmengen ausscheidet (Boeggeman et al. 
2003; Panda 2003). Eine weitere Strategie ist die Koexpression von molekularen Chaperonen 
und Foldasen, welche bei der korrekten Protein-Faltung helfen. Molekulare Chaperone und 
Foldasen stabilisieren die ungefalteten oder teilweise gefalteten Domänen der Zielproteine, 
sind hochkonserviert und in der Natur weit verbreitet. Koexpression von Chaperonen oder 
Foldasen ist sicherlich in speziellen Fällen nützlich, ist allerdings keine allgemeine Strategie, 
um das inclusion body-Problem zu lösen. Der Grund hierfür ist die Tatsache, dass verschie-
dene Proteine verschiedenen Faltungswegen folgen und jedes der Chaperone unhabhängig 
essentiell für die korrekte Proteinfaltung ist (Hockney 1994), so dass die Chaperone-
Koexpression häufig ein „trial and error“- Prozess ist, um die spezifische Übereinstimmung 
zwischen dem Zielprotein und den für die korrekte Faltung benötigten Chaperonen zu finden  
(Georgiou und Valax 1996; Hannig und Makrides 1998). Ein pragmatischer Ansatz für die 
Verbesserung der Ausbeute an korrekt gefaltetem Protein ist die Verlangsamung des Aggre-
gations- und Translationsprozesses während der Kultivierung (Chen et al. 2000; Boeggeman 
et al. 2003). Dies kann z.B. durch Absenken der Temperatur, spezielle Minimal-Medien oder 
Beeinflussung der Sauerstoff-Sättigung geschehen. Das Absenken der Temperatur wurde 
auch bei den in dieser Arbeit notwendigen Expressionsoptimierungen durchgeführt und führte 
zu einer geringeren Protein-Assoziierung („self-association“), einer langsameren Rate der 
Proteinsynthese und Änderungen in der Faltungskinetik der Polypeptidkette (Georgiou und 
Valax 1996). Allerdings ist auch diese Strategie nicht universell erfolgreich und für zahlreiche 
Kultivierungen waren andere Parameter wichtiger (Hockney 1994). Die Anwesenheit von 
Detergenzien, chaotrope Reagenzien oder nicht-polaren Additiven wie Saccharose reduzieren 
die Bildung von inclusion bodies und erhöhen die Ausbeute an aktivem Protein (Schaffner et 
al. 2001; Sijwali et al. 2001). Saccharose und Polyole können die Zellmembran nicht passie-
ren und haben daher keinen direkten Einfluss auf die Faltung von cytoplasmatischen Protei-
nen, führen aber zu einer Erhöhung des osmotischen Drucks. Der erhöhte osmotische Druck 
führt zur Anreicherung von Osmoprotektanten (z.B. Glycin betain) welche die native Protein-
struktur stabilisieren (Georgiou und Valax 1996). Es konnte gezeigt werden, dass Zellen, die 
in der Gegenwart von Sorbitol wachsen, verglichen mit Kontrollkulturen ohne Sorbitol einen 
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mehr als 400fach höheren Level an rekombinantem Zielprotein herstellen (Blackwell und 
Horgan 1991). Bei den in dieser Arbeit durchgeführten Expressionsoptimierungen wurde 
auch dieser Ansatz verfolgt, indem Sorbitol-Betain-Medium zur Kultivierung verwendet wur-
de. Hier wurde neben der hohen Konzentration an Sorbitol (1 M) direkt etwas Betain zur Sta-
bilisierung der nativen Proteinstruktur hinzugegeben. Für die im folgenden Kapitel untersuch-
ten Expressionen von MidC (3-Aminotransferase) und MidH (3,4-Isomerase) erwies sich das 
Sorbitol-Betain-Medium als bestes Medium. Außerdem wurden sehr reichhaltige Medien häu-
fig mit dem Ergebnis einer verbesserten Expression eingesetzt (Moore et al. 1993). Auch die-
ser Ansatz wurde in dieser Arbeit durch Verwendung von TB-Medium verfolgt und führte bei 
AviT und UrdR, den beiden Ketoreduktasen, auch zur besten beobachteten löslichen Expres-
sion. Eine finale Strategie war die Verwendung von speziellen Stämmen (Rosetta®, Novagen), 
die das Angebot der tRNA, die in E. coli normalerweise selten ist, für die heterologe Expres-
sion („rare codons“, siehe oben) deutlich erhöhen. Allerdings wurde ca. die Hälfte der rare 
codons in AviS und UrdR nicht unterstützt und es konnte keine Verbesserung der Expression 
beobachtet werden. Einen umfassenden Überblick über die Problematik der inclusion body-
Bildung bei der heterologen Expression von Streptomyceten-Genen in E. coli findet sich bei 
(Rupprath et al. 2005).   
Allgemein lässt sich sagen, dass alle erwähnten Strategien für eine erfolgreiche heterologe 
Expression in E. coli zeitaufwändige Auswege bieten, partikuläre Probleme mit einem einzel-
nen Protein zu lösen. Es existiert allerdings keine befriedigende allgemeine Strategie, um die 
Expressionsprobleme mehrerer Gene erfolgreich zu lösen. Aus diesem Grund ist die Ge-
nexpression das größte Hindernis bei der Wiederherstellung ganzer Desoxyzuckerwege in 
vitro.   
3.2.1.6 Heterologe Produktion und biochemische Charakterisierung von dTDP-6-
Desoxy-4-keto-D-glucose-3,4-Isomerase (MidH), dTDP-6-Desoxy-3-keto-D-
glucose-3-Aminotransferase (MidC) und dTDP-6-Desoxy-3-amino-N,N-
Dimethyltransferase (MidK)  
Die von Wolfgang Piepersberg aus Wuppertal erhaltenen Gene midC, midH und midK aus 
dem Midecamycin Cluster von Streptomyces mycarofaciens katalysieren die Umwandlung 
von dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose zu dTDP-3,3-Dimethylamino-3,6-didesoxy-D-glucose 
(dTDP-D-Mycaminose) (Abbildung 28). Hierbei wandelt die 3,4-Isomerase MidH die dTDP-
6-Desoxy-4-keto-glucose zunächst in die entsprechende 3-Ketoglucose um, worauf dann die 
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Übertragung einer Aminogruppe durch die Aminotransferase MidC folgt. Abschließend wird 
durch die N,N-Dimethyltransferase MidK unter Verbrauch des Methyldonors S-Adenosyl-
methionin (SAM) die dTDP-D-Mycaminose synthetisiert (Cong 2000). Dieser hypothetische 
Biosyntheseweg basiert auf in vivo Untersuchungen und Sequenzvergleichen mit bekannten 
Biosyntheseenzymen.   
Zunächst wurden E. coli-MidC und E. coli-MidH im Schüttelkolben kultiviert (100 mL), in-
duziert und geerntet. Die E. coli-Zellen wurden aufgeschlossen und mit SDS-PAGE und Wes-
tern-Blotting auf Ihre Expression hin untersucht. Die lösliche Expression von MidC war von 
Beginn an unterdurchschnittlich. Zur Verbesserung der löslichen Expression von MidC war 
eine Optimierung notwendig, auch wenn zumindest etwas lösliches Protein hergestellt werden 
konnte. Die lösliche Expression von MidH war per Western-Blotting kaum detektierbar, es 
wurden fast nur inclusion bodies im Proteinpellet exprimiert. Eine Expressionsoptimierung 
wurde für beide Stämme durchgeführt und die Kultivierungsbedingungen variiert, um den 
Anteil an löslichem Protein zu erhöhen. Auch bei MidC und MidH wurden spezielle Stämme 
von Novagen verwendet, um das Problem der „rare codons“ zu umgehen (Kapitel 3.2.1.5). 
Das beste Ergebnis für beide Enzyme erbrachte eine Kultivierung in Sorbitol-Betain Medium 
bei 28°C für 12 h. Abbildung 49 zeigt eindeutig, dass MidC löslich mit Sorbitol-Betain (SB) 
Medium exprimiert werden konnte, allerdings war die unlösliche Expression von MidC im 
Protein-Pellet weiterhin deutlich stärker. Außerdem waren bei der unlöslichen MidC-
Expression auch einige Abbauprodukte zu erkennen. Bei MidH war auch etwas lösliches En-
zym sichtbar, allerdings nur schwach. Die unlösliche Expression war wesentlich stärker, aber 
zumindest war lösliche MidH Expression sichtbar. Die relativen Molmassen für MidC mit 
44,2 kDa und MidH mit 46,7 kDa abgeleitet aus dem Immunoblot lagen sehr nah an den theo-
retischen Molmassen von 44,3 kDa für MidC und 46,3 kDa für MidH (Tabelle 50). 
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Abbildung 49: Immunoblotting verschiedener Expressionsversuche der MidC- und MidH-Expressions-  optimie-
rung. H1-3: MidH Rohextrakt, C1-3:  MidC Rohextrakt, H1-3P und C1-3P: jeweils H- oder C-Pellet Proben, 
MW: Molekulargewichtsstandard (Precision Plus Protein Standard, Bio-Rad), Bande mittig nicht beschriftet: 
UrdR-Expression. Optimale Anzuchtbedingungen (H3 bzw C1) waren: Sorbitol-Betain Medium, 0,4 mM IPTG, 
12 h Anzucht nach Induktion mit 28°C.  
Es wurden Fermentationen mit den optimierten Kultivierungsbedingungen aus Abbildung 49 
durchgeführt, um genug MidH für präparative Aufreinigungen und Synthesen zur Verfügung 
zu haben. 
Tabelle 49: : Ergebnisse der Fermentationen von MidC, MidH und MidK. 
Stammbezeichnung Kulturvolumen Medium Ausbeutea 
E. coli-MidC 10 L SB-Medium 238 g 
E. coli-MidH 10 L SB-Medium 253 g 
S. lividans-MidK 20 L SGYEME 1010 g 
a= Die Ausbeuteangabe versteht sich als Gramm Biofeuchtmasse. 
Das Gen midK, welches für eine N,N-Dimethyltransferase kodiert, wurde nicht in E. coli, 
sondern in Streptomyces lividans exprimiert. Zunächst wurde S. lividans MidK im Schüttel-
kolben für 42 h kultiviert (100 mL) und geerntet. Die S. lividans Zellen wurden aufgeschlos-
sen und mit SDS-PAGE und Western-Blotting auf Ihre Expression hin untersucht. Die lösli-
che und unlösliche Expression von MidK war von Beginn an so schwach, dass weder eine 
lösliche noch eine unlösliche Expression im Western-Blotting sichtbar war. Daher wurde eine 
20-L-Fermentation durchgeführt, um genug Zellen für eine Aufreinigung zu produzieren und 
             H1    H2    H3    MW    C1  C2   C3                H1P  H2P  H3P   C1P   C2P  C3P MW 
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das Eluat dann per Western Blotting erneut zu untersuchen.    
Die 20-L-Fermentation von S. lividans MidK ergab eine Ausbeute von 1010 g Biofeuchtmas-
se (Tabelle 49). Nach einem semi-präparativen Aufschluss per Ultraschall und einer semi-
präparative IMAC-Aufreinigung an Ni2+-NTA wurden die erhaltenen 5 mL Eluat per Ultra-
filtration auf 250 μl mit 2 mg/mL Proteinkonzentration aufkonzentriert. Nun wurden Proben 
vom Rohextraktüberstand, dem Pellet, dem Durchlauf, der Elution sowie konzentrierter Eluti-
on auf ein SDS-PAGE aufgetragen, welches anschließend geblottet wurde (Abbildung 50). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 50: Immunoblotting der MidK-Aufreinigung. Roh: Rohextrakt, Pel: Pellet, Wash:  
Waschfraktion der Aufreinigung, Elu: Elution, Elukonz: Elution konzentriert, MW: Molekulargewichtsstandard 
(Precision Plus Protein Standard, Bio-Rad). 
Hier zeigt sich nun deutlich, dass die Expression von MidK so schwach war, dass sie in nor-
malen Rohextrakt- oder in Pellet-Proben nicht zu erkennen war. Erst nach der Aufreinigung 
an Ni2+-NTA-Agarose war in den Elutionsfraktionen bei ca. 29 kDA das His-getaggte Enzym 
MidK sichtbar. Darüber hinaus sind noch schwächere Banden von Aggregationsprodukten 
sichtbar. Aus 15 g Zellen wurden damit 0,5 mg Protein gewonnen, so dass bei einem komplet-
ten Aufschluss von den bei der Fermentation produzierten 1010 g MidK Biofeuchtmasse ma-
ximal 34 mg Protein gewonnen werden könnten. Dies zeigte deutlich die schwache MidK 
Expression in S. lividans. Die aus dem Western-Blot ermittelte relative Molmasse für MidK 
lag bei 24,7 kDa und damit nah an der theoretischen Molmasse von 29,7 kDa (Tabelle 50). 
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Tabelle 50: Vergleich zwischen experimentell ermittelten und berechneten Daten für die Molmassen 
der Nukleotidzuckersynthesegene AviS-Pro, AviT und UrdR. 
Enzym Relative Molmassen, abgeleitet 
aus dem Immunoblot 
theoretische Molmassen, abgelei-
tet aus der Aminosäuresequenz 
MidC 44,2 44,3 
MidH 46,7 46,3 
MidK 24,7 29,7 
 
Nach den Fermentationen wurden zunächst von MidC und MidH Aufreinigungen an Ni2+-
NTA-Material im analytischen Maßstab (Spin Columns) durchgeführt und die erfolgreiche 
Aufreinigung mit SDS-PAGE und Western-Blotting nachgewiesen (Daten nicht gezeigt). An-
schließend erfolgten Aufreinigungen im semi-präparativen und präparativen Maßstab, die 
allesamt erfolgreich waren. Aus jeweils 30 g Biofeuchtmasse konnten 50 mg MidC und 13,5 
mg MidH hochrein aufgereinigt werden (Daten nicht gezeigt). Anschließend wurden für 
MidC/MidH mindestens 10-15 Enzymassays durchgeführt, um die Aktivität der Enzyme 
nachzuweisen. Im 500-μl-Synthesemaßstab gelang es zweimal, eine Aktivität mit ca. 50% 
Umsatz nachzuweisen. Dies gelang bei zwei unabhängigen Aufreinigungen, wobei einmal die 
HPLC- und einmal die CE-Analytik verwendet wurde. In beiden Fällen konnte ein neuer Peak 
im Chromatogramm bzw. Elektroferogramm gezeigt werden. Alle Versuche eines „Upscale“ 
auf eine Synthese im 10-mL-Maßstab erwiesen sich als nicht durchführbar. In keinem Falle 
konnte bei einem 10-mL-Syntheseansatz eine Aktivität nachgewiesen werden. Der wahr-
scheinlichste Grund ist die zu geringe Enzymmenge in den 10-mL-Syntheseansätzen, da bei 
den Synthesen im 500 μl-Maßstab ca. 50% des Ansatzes hochkonzentrierte Enzyme waren. 
Dies ließ sich selbst bei Enzymaufreinigungen von MidC und MidH mit 50 mL Ni2+-NTA-
Agaraose Säulen nicht für einen 10 mL Syntheseansatz verwirklichen. Ein anderer Grund 
könnte die Instabilität der Enzyme sein, da bei der Verwendung von kleineren Säulen die 
Aufreinigung wesentlich schneller verlief. Insgesamt ist aber die schwache Expression von 
MidH sehr wahrscheinlich eines der Haupthindernisse beim „Upscale“ auf größere Synthesen. 
Ohne 10-mL-Synthesen ließ sich keine NMR-Analytik für das vermutete Produkt durchfüh-
ren, und größere Syntheseansätze müssen bis zur Verbesserung der löslichen Expression war-
ten. Eine größere MidK-Aufreinigung wurde nicht durchgeführt, da ohne eine größere Syn-
these mit MidC und MidH das MidK-Substrat dTDP-3-Amino-3,6-Didesoxy-D-glucose nicht 
verfügbar war (   Abbildung 28). Eine Immobilisierung von MidC und MidH wurde mit Ni2+-
3 Ergebnisse und Diskussion  181 
NTA-Magnet-Beads durchgeführt, aber immobilisiert war keinerlei Aktivität per CE-Analytik 
detektierbar.  
Abschließend kann festgehalten werden, dass alle drei Enzyme (teilweise nach einer Expres-
sionsoptimerung) löslich in E. coli bzw. S. lividans exprimiert werden konnten. Allerdings 
waren vermutlich das Expressionsniveau oder die Stabilität von MidH und/oder MidC zu 
schwach für eine präparative Synthese der dTDP-3-Amino-3,6-Didesoxy-D-glucose.  
Ursachen und Strategien gegen die Bildung von inclusion bodies wurden bereits in Kapitel 
3.2.1.5 diskutiert. Bei MidC und MidH wurde der Ansatz nach Blackwell und Horgan ver-
folgt, die zeigten, dass Zellen, die in der Gegenwart von Sorbitol wachsen, einen mehr als 
400-fach höheren Level an rekombinantem Zielprotein herstellen verglichen mit Kontrollkul-
turen ohne Sorbitol (Blackwell und Horgan 1991). Hier wurde neben der hohen Konzentrati-
on Sorbitol (1 M) direkt schon etwas Betain zur Stabilisierung der nativen Proteinstruktur 
hinzugegeben. Bei MidK zeigte sich deutlich, dass das Verlassen des starken Expressionsni-
veaus in E. coli und die Verwendung eines dem Zielgen deutlich näher verwandten Expressi-
onsstammes (hier: S. lividans) keine allgemeingültige Strategie gegen inclusion bodies ist. Ein 
Gegenbeispiel für diese Ergebnisse mit MidK ist die Expression der Glykosyltransferase 
UrdGT2 in S. fradiae. Eine deutliche Überexpression des Enzyms ist im Western-Blot sicht-
bar (Hoffmeister, Dräger et al. 2003). Allgemein zeigt dies, dass keine befriedigende allge-
meine Strategie existiert, um die Expressionsprobleme mehrerer Gene erfolgreich zu lösen. 
Damit ist die heterologe Genexpression das größte Hindernis bei der Wiederherstellung gan-
zer Desoxyzuckerwege in vitro. Andere 3,4-Isomerasen und 3-Aminotransferasen konnten 
bereits löslich und aktiv exprimiert werden. Die 3,4-Isomerase FdtA und die 3-
Aminotransferase FdtB aus Aneurinibacillus thermoaerophilus wurden in E. coli exprimiert 
und mit Anionenaustauschchromatographie und IMAC aufgereinigt. Die 3,4-Isomerase wan-
delte die dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose in dTDP-6-Desoxy-3-galactose um, und anschlie-
ßend erfolgte die Umwandlung in dTDP-3-Amino-3,6-didesoxy-galactose durch die 3-
Aminotransferase. Eine Isolierung des dTDP-Zuckers mit RP-HPLC erfolgte allerdings erst 
nach der Umwandlung der dTDP-3-Amino-3,6-didesoxy-D-galactose in die dTDP-3-
Acetamido-3,6-dideoxy-D-galactose mit der Acetyltransferase FtdC (Pfoestl et al. 2003). Die 
dTDP-D-Mycaminose, Endprodukt einer Synthese von MidC, MidH und MidK (   Abbildung 
28), wurde bereits mit der N,N-Dimethyltransferase TylM1 aus dTDP-3,6-Didesoxy-3-amino-
D-glucose hergestellt (Chen et al. 1998; Chen et al. 2002), um eine Glykosyltransferase zu 
charakterisieren. Allerdings wurde das Substrat der Dimethyltransferase (dTDP-3,6-
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Didesoxy-3-amino-D-glucose) durch chemische Synthese mit der verbesserten Moffat-
Methode (Wittmann-Wong, siehe 1.3.1.2) hergestellt. Die Überexpression in E. coli war er-
folgreich, bei mehr als 20% des löslichen Proteins im Rohextrakt handelte es sich um die Di-
methyltransferase TylM1. Obwohl die Synthese der dTDP-Mycaminose nach 4 h quantitativ 
war, wurden keine Angaben zur hergestellten Menge an dTDP-D-Mycaminose gemacht. Die 
gute lösliche Expression der Dimethyltransferase zeigte erneut, wie unvorhersehbar die hete-
rologe Expression in E. coli ist. Es gab auch bei Wolfgang Piepersberg in Wuppertal Versu-
che, die Dimethyltransferase MidK in E. coli zu exprimieren, aber trotz einer durchgeführten 
Expressionsoptimierung wurden nur große Mengen an inclusion bodies produziert (Cong 
2000). Weitere Betrachtungen, z.B. der Einstieg in die enzymatischen Synthese der Trideso-
xyzucker über die Kombination von 2,3-Dehydratasen mit 3-Aminotransferasen werden aus-
führlich bei Rupprath, Schumacher und Elling (Rupprath et al. 2005) diskutiert. 
3.2.2 Produktion und Aufreinigung von Glykosyltransferasen 
3.2.2.1 Heterologe Expression und Aufreinigung der Glykosyltransferase SorF 
Die am Institut für Pharmazeutische Biotechnologie von Rolf Müller (Universität des Saar-
landes, Saarbrücken) klonierte Glykosyltransferase SorF wurde im Rahmen dieser Arbeit ge-
nauer untersucht. Die dafür benötigte SorF Biofeuchtmasse wurde zunächst durch 2x2-L-
Schüttelkolben-Kultivierung von E. coli-SorF in LB-Medium kultiviert und 15 g Biofeucht-
masse konnten geerntet werden. Anschließend wurde ein Ultraschall-Zellaufschluss von 4 g 
Biofeuchtmasse (30%ige Zellsuspension) durchgeführt und nach der Zentrifugation 10 mL 
Überstand erhalten, die per Affinitätschromatographie an Chitin-Beads aufgereinigt wurden. 
Hierbei wurden 8 mL Eluat erhalten, die per Ultrafiltration auf 1 mL aufkonzentriert wurden. 
Der Proteingehalt der ersten SorF-Aufreinigung betrug 0,55 mg/mL (1 mL). Die SorF-
Aufreinigung wurde mit einer SDS-PAGE untersucht, indem vom Rohextrakt und vom Eluat 
der Affinitätschromatographie an Chitin-Beads Proben genommen wurden und durch die Ge-
lelektrophorese analysiert wurden.  
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Abbildung 51: SDS-PAGE der SorF-Aufreinigung mit Rohextrakt-, Chitin-Beads-Eluat 
und Gelfiltrations-Eluat-Proben (Kapitel 3.4.1); mit MW: Molekulargewichtsstandard 
PageRuler Prestained Protein Ladder, Fermentas). 
Abbildung 51 zeigt die sehr gut verlaufene Aufreinigung von SorF an Chitin-Beads. Die zahl-
reichen Proteinbanden des Rohextraktes konnten durch die Affinitätschromatographie auf 
einige wenige Banden reduziert werden. Bei der stärksten Bande handelte es sich mit berech-
neten 46,5 kDa um SorF, das ein theoretisches Molekulargewicht von 45,8 kDa besitzt (Kapi-
tel 3.4.1). Nach der Aufreinigung an Chitin-Beads blieben nur einige wenige Proteinverunrei-
nigungen und diese ergaben auch deutlich schwächere Banden als SorF. Nachdem die erste 
Kultivierung und Aufreinigung von SorF erfolgreich war, wurde eine 10-L-Fermentation 
durchgeführt, um den hohen Bedarf an Enzym für die kommenden Untersuchungen zu de-
cken. Durch eine 10-L-Fermentation konnten 76 g Biofeuchtmasse geerntet werden. 
Die Ausbeute an Biofeuchtmasse war für eine 10-L-Fermenation eher gering, wobei der 
Grund hierfür sicherlich die Kultivierung bei 16°C war, welche nicht durch die Kultivie-
rungsdauer von 24 h ausgeglichen werden konnte. Die Kultivierung bei niedrigen Temperatu-
ren ist eine Möglichkeit, die Bildung von inclusion bodies zurückzudrängen und die Bildung 
 
 
kDa 
170 
130 
 
 
100 
72 
 
 
 
55 
 
 
40 
 
33 
 
 
24 
    MW       Chitin-Beads    Gefi        Rohextrakt   
184                                                                                                                             
von löslichem Protein zu erhöhen (Kapitel 3.2.1.5) (Rupprath et al. 2005).   
Nachdem die Fermentation erfolgreich war, wurde die produzierte SorF-Biofeuchtmasse für 
zahlreiche affinitätschromatographische Aufreinigungen an Chitin-Beads verwendet, um auf-
gereinigtes SorF für die biochemische Charakterisierung (Kapitel 3.4) und die Nutzung im 
Enzym-Modul-System (Kapitel 3.5) zur Verfügung zu stellen. Das konzentrierte Eluat der 
Affinitätschromatographie hatte jeweils einen Proteingehalt von 0,3-0,5 mg/mL. Damit konn-
te eine volumetrische Aktivität von 0,44 - 0,66 U/mL und eine spezifische Aktivität von 0,9 - 
1,4 U/mg (Substrat dTDP-D-Glucose) erreicht werden. SorF-Enzymchargen wurden nach der 
Aufreinigung für die biochemischen Charakterisierung und die Experimente zum Enzym-
Modul-System benötigt, wobei eine Enzymcharge mit 0,66 U/mL und 1,4 U/mg für alle Ver-
suche mit dem Enzym-Modul-System verwendet wurde (Kapitel 3.5).   
Die Aufreinigung an Chitin-Beads funktionierte insgesamt sehr gut. Ein Vorteil dieser Auf-
reinigung ist, dass das Zielprotein hochrein ohne einen Aufreinigungstag erhalten wird, wäh-
rend ein Nachteil das aufwändige Umpuffern ist, welches notwendig ist, um DTT oder β-
Mercaptoethanol wieder abzutrennen. Die vier Rml-Enzyme RmlA, -B, -C und -D sowie die 
4-Ketoreduktase Tll wurden ebenfalls schon bis zur Homogenität der Enzyme mit Chitin-
Beads aufgereinigt und zeigten bei der Synthese sehr gute Aktivitäten (Nakano et al. 1999). 
3.3 Enzym-Modul-Systeme für die Synthese von dTDP-aktivierten 
Desoxyzuckern 
Es wurden dTDP-aktivierte Desoxyzucker im präparativen Maßstab (>100 mg) synthetisiert, 
da sie als Substrate für Glykosyltransferasen (z.B. SorF) oder andere Enzyme der Nukleotid-
zuckerbiosynthesewege (z.B. MidH und AviS) benötigt wurden. Die Synthesen wurden unter 
Verwendung der repetitive-batch-Technik durchgeführt, da diese Technik einen ökonomi-
schen Umgang mit den zur Synthese aufgereinigten Enzymen dTMP-Kinase (Kapitel 3.2.1.1), 
SuSy (Kapitel 3.2.1.2), RmlB (Kapitel 3.2.1.3), RmlC und RmlD (Kapitel 3.2.1.4) erlaubt.  
3.3.1 Synthese von dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose 
Die dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose stellt ein zentrales Intermediat im Stoffwechselweg akti-
vierter Desoxyzucker dar. Mit einer repetitive-batch-Synthese wurde unter Verwendung der 
aufgereinigten Enzyme dTMP-Kinase, SuSy und RmlB die Synthese von dTDP-6-Desoxy-4-
keto-glucose durchgeführt. Da diese Synthese bereits von Nicole Günther im Rahmen ihrer 
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Dissertation durchgeführt und optimiert wurde (Günther 2001), konnte auf ihre Synthesebe-
dingungen zurückgegriffen werden. Mit pH 7,8 wurde ein Kompromiss für die beteiligten 
Enzyme gewählt und durch Überschuss von SuSy und RmlB gegenüber dTMP-Kinase die 
Anreicherung von dTDP verhindert, um die starke Inhibition von RmlB durch dTDP zu ver-
hindern (Stein et al. 1998).  
Insgesamt wurden 3 repetitive-batch-Synthesen der dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose im 10- 
mL-Maßstab für jeweils 50-62 h durchgeführt, wobei mit dem Produkt von 2 Synthesen die 
Aufreinigung des dTDP-aktivierten Zuckers erfolgte und die Produktlösungen der dritten 
Synthese für die Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose (ohne vorherige Aufreinigung) verwen-
det wurde.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 52: Verlauf der repetitive-batch-Synthese von dTDP-6-Desoxy-4-keto-d-glucose, wobei in insgesamt 
62 h 8 Batchansätze durchgeführt wurden. Die Ausbeute der Syntheseansätze wurde mit der CE-Analytik durch 
Vergleich mit Kalibriergeraden bestimmt. 
In Abbildung 52 kann man erkennen, dass mit der Kombination der Enzyme in einer repetiti-
ve-batch Eintopfsynthese hohe Ausbeuten erreicht werden konnten. Nach 2 repetitive-batch- 
Ansätzen erfolgte immer die Übernachtinkubation, bei der meist auch 100% Ausbeute er-
reicht werden konnte. Die Aufreinigung der synthetisierten dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose 
erfolgte mit Gelfiltration und Anionenaustauschchromatographie (Tabelle 51). Die in Tabelle 
51 gezeigte Aufreinigung ergab 152 mg hochreine dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose. Insge-
samt wurden im Rahmen dieser Arbeit 260 mg dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose hochrein auf-
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gereinigt. Dieses wurde als Substrat für viele Enzyme dieser Arbeit weiterverwendet (Kapitel 
3.2.1, 3.4.5 und 3.3.2).  
Tabelle 51: Ausbeuten und Produktmengen der Synthese und Aufreinigung von dTDP-6-Desoxy-4-
keto-glucose (Dowex: Anionenaustauschchromatographie, G-10: Gelfiltration). 
  Schrittausbeute [%] Gesamtausbeute [%] Produktmenge [mg] 
Batch-Synthese 81,3 81,3 753 
nach Dowex  81,9 66,6 617 
Pool G-10 39,4 26,2 243 
Lyophilisation 62,7 16,0 152 
 
Die Synthese von dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose wurde bereits mit einer fed-batch Synthese 
(Stein et al. 1998) durchgeführt, wobei SuSy aus Reis und RmlB aus Salmonella enterica 
verwendet wurde. Die Synthese konnte im g-Maßstab durchgeführt werden (1,3 g, 94% Ge-
samtausbeute), ging allerdings neben Saccharose vom teuren dTDP als Substrat aus. Die Syn-
these wurde durch den Einsatz von dTMP-Kinase zur Produktion von dTDP deutlich ökono-
mischer ( Abbildung 32), und 184 mg Produkt mit einer Gesamtausbeute von 91% konnten 
erreicht werden (bezogen auf dTMP) (Günther 2001). Nicole Günther erreichte allerdings 
eine Raum-Zeit-Ausbeute von 8,3 g·L-1·d-1 gegenüber den 29,1 g·L-1·d-1 dieser Arbeit. Ein 
Vorteil der hier vorgestellten Synthese gegenüber der Synthese von Nicole Günther war si-
cherlich die Verwendung moderner Ultrafiltrationssysteme (Vivascience), da gerade durch 
das Denaturieren der Enzyme bei mehrtägigen Synthesen die Aufkonzentrierung beim repeti-
tive-batch-Verfahren einen nicht zu unterschätzenden Zeitfaktor darstellt. Ausgehend von 
Saccharose und dTDP konnten (Stein et al. 1998) allerdings 133 g·l-1·d-1 erreichen, was die 
Verlangsamung durch den zusätzlichen dTMP-Kinase-Schritt aufzeigt und auch einen Vorteil 
der durchgeführten fed-batch Synthese gegenüber der repetitive-batch-Synthese für diese Syn-
these zeigt. Die in dieser Arbeit vorgestellte Synthese von dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose ist 
die größte ökonomische Synthese (ausgehend von dTMP und Saccharose) mit einer Gesamt-
menge von 260 mg dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose. Der große Unterschied in der Gesamt-
ausbeute zwischen der Synthese in dieser Arbeit und der Synthese von Nicole Günther erklärt 
sich bei Betrachtung der Schrittausbeuten. Im Gelfiltrationsschritt erreichte Nicole Günther 
82% (Günther 2001), während in dieser Arbeit nur knapp 40% erreicht wurden. Dies erklärt 
sich damit, dass der Gelfiltrationsschritt 2-4mal wiederholt werden musste, um annähernd 
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salzfreies Produkt zu erhalten, wofür eine Schrittausbeute von 40% vergleichsweise gut ist. 
Durch mehrfache Gelfiltration konnte eine Reinheit (laut CE-Analytik) von 99% erreicht 
werden verglichen mit den 91% von Nicole Günther. Eine weitere Synthese im präparativen 
Maßstab wurde von (Oh et al. 2003) durchgeführt, bei der 960 mg dTDP-6-Desoxy-4-keto-
glucose hergestellt werden konnten, allerdings ausgehend vom relativ teuren Glucose-1-
phosphat (mit RmlA, RmlB, dTMP-Kinase und Acetat-Kinase) und mit einer Gesamtausbeute 
von 81% (ausgehend von dTMP). Allerdings mussten Oh et al. hohe Konzentrationen an Glu-
cose-1-phosphat (400 mM) und dTMP (100 mM) einsetzen, was aufgrund von Inhibitionen zu 
geringen Gesamtausbeuten von 30% führte. Darüber hinaus war die Pyrophosphorylase RmlA 
für Oh et al. aufgrund der starken Bildung von inclusion bodies schwer zu exprimieren. Bei 
weiteren Synthesen ausgehend von der sehr teuren dTDP-Glucose konnte mit RmlB ebenfalls 
dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose hergestellt werden (7 mg (Wang und Gabriel 1969), 26 mg 
(Naundorf und Klaffke 1996) und 220 mg (Marumo et al. 1992)). Die chemische Synthese 
von dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose nach der Moffat-Methode (Kapitel 1.3.1.2) wurde eben-
falls schon durchgeführt. In drei Stufen konnte mit einer Ausbeute von 24,5% dTDP-6-
Desoxy-4-keto-glucose hergestellt werden (Naundorf et al. 2000), allerdings spielte die che-
mische Synthese aufgrund der sehr guten enzymatischen Synthese zu keinem Zeitpunkt eine 
Rolle. Einen Überblick über die Synthesen der dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose geben 
Rupprath, Scumacher und Elling (Rupprath et al. 2005).   
3.3.2 Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose 
Die dTDP-β-L-Rhamnose stellt ein wichtiges Endprodukt im Stoffwechselweg aktivierter 
Desoxyzucker dar. Rhamnose ist Bestandteil der Polysaccharide prokaryontischer Zellwände 
und der LPS gram-negativer Bakterien und kommt in Anthracyclinen und Pflanzen vor. Mit 
einer repetitive-batch-Synthese wurde unter Verwendung der aufgereinigten Enzyme RmlC 
und RmlD (Kapitel 3.2.1.4) die Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose ausgehend von der im 
vorherigen Kapitel synthetisierten dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose durchgeführt (Abbildung 
3). Damit besteht ein Zugang zu dTDP-β-L-Rhamnose ausgehend von den preisgünstigen 
Substraten dTMP und Saccharose. Die Synthese wurde bereits zuvor durchgeführt und opti-
miert, so dass auf etablierte Synthesebedingungen zurückgegriffen werden konnte (Elling et 
al. 2005). Um die Substratkosten für die Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose zu senken, wurde 
neben dem Einsatz der preiswerten Substrate dTMP und Saccharose auch NADH in situ mit 
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der Formiat-Dehydrogenase aus Candida bodinii und Ammoniumformiat regeneriert. Die 
Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose mit RmlC und RmlD wurde in einer separaten repetitive-
batch-Synthese durchgeführt, da die Eintopfsynthese aller Enzyme ausgehend von Saccharose 
und dTMP nicht zu befriedigenden Ausbeuten (max. 36%) geführt hatte, da das Endprodukt 
dTDP-β-L-Rhamnose sowohl SuSy als auch dTMP-Kinase hemmt (Günther 2001). Insgesamt 
wurden 2 repetitive-batch-Synthesen der dTDP-β-L-Rhamnose im 10-mL-Maßstab für jeweils 
6-7 h durchgeführt, wobei dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose-Produktlösungen (Kapitel 3.3.1) 
ohne vorherige Aufreinigung verwendet wurden.  
Abbildung 53: Verlauf der repetitive-batch Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose, wobei in insgesamt 6 h 6 Bat 
chansätze durchgeführt wurden. Die Ausbeute der Syntheseansätze wurde mit der CE-Analytik durch Vergleich 
mit Kalibriergeraden bestimmt.  
Der Vorteil der per His-Tag aufgereinigten Enzyme RmlC und RmlD ist in Abbildung 53 klar 
ersichtlich. Während Nicole Günther bei ihrer dTDP-β-L-Rhamnose Synthese mit lediglich 
per Ionenaustauschchromatographie gereinigten Enzymen Inkubationszeiten von 8-12 h pro 
Syntheseschritt benötigte (Günther 2001, Elling et al. 2005) waren mit den hochreinen und 
hochaktiven Enzymen Inkubationszeiten von 1 h pro Syntheseschritt bei gleichzeitiger 
100%iger Ausbeute erreichbar (Abbildung 53). Dies erhöhte die Effektivität der Synthese 
deutlich. Die Aufreinigung der synthetisierten dTDP-β-L-Rhamnose erfolgte mit Gelfiltration 
und Anionenaustauschchromatographie. In Tabelle 52 sind die Ausbeuten und die Produkt-
mengen nach Synthese und Aufreinigung gezeigt. 
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Tabelle 52: Ausbeuten und Produktmengen der Synthese und Aufreinigung von dTDP-β-L-Rhamnose 
(Dowex: Anionenaustauschchromatographie, G-10: Gelfiltration). 
  Schrittausbeute 
[%] 
Gesamtaus-
beute [%] 
Produktmenge 
[mg] 
Batch-Synthese 98,8 98,8 597,5 
Nach Dowex 79,2 78,2 473,2 
Pool G-10 48,9 38,2 231,3 
Lyophilisation 84,8 32,4 196,3 
 
Während Nicole Günther mit einer Gesamtausbeute von 36% nur 14,3 mg dTDP-β-L-
Rhamnose herstellte, wurden im Rahmen dieser Arbeit mit einer Gesamtausbeute von 33% 
196 mg dTDP-β-L-Rhamnose synthetisiert und aufgereinigt. Aus Tabelle 52 ist, wie bei der 
Synthese der dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose, ersichtlich, dass der Gelfiltrationsschritt mit 
einer Einzelschrittausbeute von 49% hauptverantwortlich für die nicht optimale Gesamtaus-
beute war. Auch bei der Aufreinigung der dTDP-β-L-Rhamnose musste der Gelfiltrati-
onsschritt 2-4mal durchgeführt werden, um das Salz aus der Anionenaustauschchroma-
tographie komplett abzutrennen. Alternative Verfahren sind daher von großem Interesse für 
die Entsalzung der dTDP-aktivierten Desoxyzucker. Insbesondere Membranverfahren wie die 
Nanofiltration oder das Ausfällen der Salzlösung mit nicht wässrigen Lösungsmitteln bieten 
sich als Alternativen zur Gelfiltration an (Ricciardi et al. 1998; Zervosen et al. 1998). Die 
Reinheit der dTDP-β-L-Rhamnose betrug laut CE-Analytik 98%. Da dank der hochreinen 
Enzyme sehr schnelle repetitive-batch-Schritte möglich waren, konnte eine Raumzeitausbeute 
von 239 g·L-1·d-1 erreicht werden, was erheblich besser war als die 2,5 g·L-1·d-1 von Nicole 
Günthers Synthese (Günther 2001). Ein weiterer Nebeneffekt der hochreinen Proteine trat 
beim Ultrafiltrationsschritt des repetitive-batch-Verfahrens zutage. Die hochreine Enzymlö-
sung wurde beim Ultrafiltrationsschritt in kürzester Zeit aufkonzentriert, während das Auf-
konzentrieren bei Nicole Günthers Synthese aufgrund relativ unreiner Enzyme und älterer 
Technik (Amicon Rührzellen) einen nicht zu unterschätzenden Zeitfaktor darstellte. Die 
dTDP-β-L-Rhamnose wurde als Substrat für die SorF-Charakterisierung und zur Bestimmung 
der SorF-Kinetiken in dieser Arbeit weiterverwendet (Kapitel 3.4.23.4.5 und 3.4.6).  
Die dTDP-β-L-Rhamnose wurde neben der enzymatischen Synthese nach Elling (Elling et al 
2005) schon mehrfach enzymatisch synthetisiert. Ausgehend von Glucose-1-phosphat konn-
ten mit den Enzymen RmlA, RmlB, RmlC und RmlD von Marumo et al. 150 mg dTDP-β-L-
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Rhamnose mit einer Gesamtausbeute von 62% (Marumo et al. 1992) und von Yoshida et al. 2 
mg (Yoshida et al. 1999) hergestellt werden. Ausgehend von der sehr teuren dTDP-Glucose 
konnte mit den Enzymen RmlB, RmlC und RmlD bereits 45 mg mit einer Gesamtausbeute 
von 80% (Graninger et al. 2002) und 5,8 mg mit einer Gesamtausbeute von 83% (Wang und 
Gabriel 1969) hergestellt werden. Eine präparative Synthese ging von dTMP und Glucose-1-
phosphat aus, wobei die Enzyme dTMP-Kinase, Acetat-Kinase sowie RmlA-D verwendet 
wurden. Dabei konnten 180 mg dTDP-β-L-Rhamnose mit einer Gesamtausbeute von 60% 
hergestellt werden (Kang et al. 2006). Vergleicht man aber die Substratpreise von Glucose-1-
phosphat (Sigma, 98% Reinheit, 1 kg: 2082,0 €) mit den Preisen für Saccharose (Sigma, 1 kg: 
46,02 €) so zeigt sich, dass die Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose mit der Pyrophosphorylase 
RmlA sehr unökonomisch ist. Chemische Synthesen spielten bei der Synthese von dTDP-β-L-
Rhamnose bislang keine große Rolle. Es wird zwar von Synthesen mit Ausbeuten zwischen 
18-72% berichtet, diese wurden aber nur durchgeführt, um zu ermitteln welche der 3 bekann-
ten chemischen Synthesen (nach Wittmann-Wong, Cramer oder Arlt-Hindsgaul, siehe 1.3.1.2) 
am Besten ist und die größten Ausbeuten liefert. Produzierte Mengen an dTDP-β-L-
Rhamnose wurden nicht angegeben (Zhao und Thorson 1998). Damit stellt die hier vorge-
stellte Synthese die bisher größte Synthese an dTDP-β-L-Rhamnose dar und darüber hinaus 
ist nur diese Synthese ökonomisch sinnvoll, da sie als einzige von preiswerten Substraten 
(dTMP und Saccharose) ausgeht.  
3.4 Biochemische Charakterisierung von SorF 
Die biochemische Charakterisierung der Glykosyltransferase SorF war eine Grundvorrauset-
zung für den Einsatz in der kombinatorischen Biokatalyse (Enzym-Modul-System) und damit 
von zentraler Bedeutung für diese Arbeit. Nach Nachweis der Expression und erfolgreicher 
Aufreinigung (Kapitel 3.2.2.1) wurde das native Molekulargewicht per Gelfiltration ermittelt 
(Kapitel 3.4.1) und pH- sowie Temperaturoptimum bestimmt, um einen Aktivitätstest (Kapi-
tel 3.4.3 und 3.4.4) für das Substratscreening zu entwickeln (Kapitel 3.4.5). Anschließend 
konnte versucht werden den „proof of principle“ für das Enzym-Modul-System anzutreten 
(Kapitel 3.3). 
3.4.1 Bestimmung der Molmasse von SorF 
Zur Bestimmung des nativen Molekulargewichtes von SorF wurde eine Gelfiltration an Su-
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perdex G200 durchgeführt. Nach der Affinitätschromatographie von SorF mit Chitin-Beads 
wurden 2 mL des aufkonzentrierten Eluats auf eine Superdex G200 (GE Healthcare) Gelfiltra-
tionssäule aufgetragen. In der Abbildung 54 erkennt man, dass das Protein in 3 Hauptfraktio-
nen von der Gelfiltrationssäule eluiert wurde. Die Hauptfraktionen P1, P2 und P3 wurden 
getrennt gepoolt und per Ultrafiltration aufkonzentriert. Die anschließend durchgeführte Be-
stimmung des Proteingehaltes zeigte, dass in den Peaks 2 und 3 keinerlei Protein enthalten 
war (auch der Durchfluss war negativ). Nur im Peak P1 (Abbildung 54) war Protein enthalten. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 54: UV-Chromatogramm bei 280 nm der Gelfiltration von SorF an Superdex G200. Drei  
Hauptfraktionen der Elution wurden gesammelt bei einem Gesamtsäulenvolumen von 380 mL. Das Auftragsvo-
lumen betrug 0,5 mL konzentriertes Affinitätschromatographie-Eluat. 
Durch Ultrafiltration des P1-Eluats wurden 0,25 mL mit einem Proteingehalt von 0,3 mg/mL 
erhalten. Eine Probe des konzentrierten P1-Gelfiltrationseluats wurde zur SDS-PAGE-
Analyse verwendet (Abbildung 51) und es zeigte sich, dass alle weiteren schwachen Banden,  
mit der Gelfiltration entfernt wrrden konnten. Vermutlich führten niedermolekulare UV-
aktive Verschmutzungen der Auftragspumpe zu den zusätzlichen Peaks im UV-
Chromatogramm (P2 und P3) der Gelfiltration (Abbildung 54), denn diese Substanzen konn-
ten weder mit Konzentratoren aufkonzentriert noch per Bradford als Proteine nachgewiesen 
werden. Für den Elutionspeak P1 wurde ein Kav-Wert von 0,1671 ermittelt und anhand der 
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Kalibrierung für die G200 (Kapitel 6.4) in das entsprechende Molekulargewicht umgerechnet. 
SorF hat demnach ein natives Molekulargewicht von 42,3 kDa. Falls in Zukunft eine Kristal-
lisierung von SorF geplant werden sollte, ist mit der Affinitätschromatographie und anschlie-
ßender Gelfiltration eine Aufreinigungsstrategie entwickelt worden, die zu hochreinem und 
homogenem Protein führt.    
In Tabelle 53 sind die Ergebnisse zur Molekulargewichtsbestimmung mit SDS-PAGE-Gel 
und Gelfiltration zusammengefasst. 
Tabelle 53: Molekulargewicht von SorF nach SDS-PAGE Gel und Gelfiltration. 
Protein SDS-PAGE 
(Abbildung 51) 
Gelfiltration 
(Abbildung 54) 
Theoretisches 
Molekulargewicht 
SorF 46,5 kDa 42,3 kDa 45,8 kDa 
 
Das theoretische Molekulargewicht von 45,8 KDa konnte durch ein SDS-PAGE Gel und 
durch eine Gelfiltration bestätigt werden. Das Ergebnis der Gelfiltration im Vergleich mit 
dem theoretischen Molekulargewicht beweist außerdem, dass das Enzym als Monomer vor-
liegt. Die Gelfiltration kann auch noch die letzten Proteinverunreinigungen abtrennen, so dass 
man hochreines, homogenes Enzym erhält. Für die Synthese mit der Glykosyltransferase SorF 
reicht die alleinige Affinitätschromatographie an Chitin-Beads allerdings aus.   
3.4.2 Reproduktion des UDP-Glucose Transfers mit SorF auf Sorangicin A 
Zunächst wurde der von Maren Kopp (Kopp 2005) bereits in Ihrer Dissertation gezeigte 
Transfer von UDP-Glucose auf Sorangicin A, der durch die Glykosyltransferase SorF kataly-
siert wird, wiederholt (Abbildung 30). Bei der Durchführung der Synthese des Glucosyl-
Sorangiosids wurden nach 5 min, 30 min, 1 und 2 h Proben entnommen, die mit der CE ana-
lysiert wurden. Das neben dem Glucosyl-Sorangiosid bei der Transferreaktion entstehende 
UDP kann zuverlässig und schnell per CE verfolgt werden. Außerdem wurden zu Beginn der 
Synthese und nach 2 h Proben entnommen, die nach einer Aufreinigung mit der C18-
Festphasenextraktion mit der DC-Analytik analysiert wurden.    
Die CE-Ergebnisse (Abbildung 80, Kapitel 6.3.1) zeigten sehr deutlich eine Abnahme der 
UDP-Glucose Konzentration und eine Zunahme der UDP-Konzentration nach 30 min vergli-
chen mit dem 5-min-Wert. Interessanterweise ist schon nach 5 min etwas UDP entstanden, 
dem hochaktiven SorF reichte schon diese kurze Zeit aus, um schon eine deutliche Ausbeute 
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zu erreichen. Nach 30 min waren bereits >80% und nach 1 h bereits fast 100% erreicht. In 
Abbildung 51 ist die Zeit-Umsatzkurve des Transfers von UDP-Glucose auf Sorangicin A 
dargestellt. Auch bei der DC-Analytik (Abbildung 82, im Anhang) zeigte sich der bereits mit 
der CE-Analytik beobachtete sehr schnelle Umsatz. Beim Zeitpunkt 5 min war bereits ein 
Produktfleck sichtbar (laut CE Analytik bereits 30% Umsatz), während nach 2 h nur noch der 
Sorangiosid-Fleck sichtbar war (laut CE Analytik bereits nach 1 h fast 100% Umsatz). Die 
Bildung von UDP Abbauprodukten (UMP oder Urididin) konnte nicht nachgewiesen werden.  
 
Abbildung 55: Zeit-Umsatzkurve des Transfers von UDP-Glucose auf Sorangicin A anhand der CE-Ergebnisse 
zur UDP Freisetzung (Abbildung 80). 
Da sich CE- und DC-Analytik bei der Analyse des UDP-Glucose Transfers ergänzten und 
nicht widersprachen und Maren Kopp den UDP-Glucose-Transfer auf Sorangicin A bereits in 
Ihrer Dissertation durch HPLC-MS bewiesen hatte, konnte zweifelsfrei die in vitro Synthese 
des Glucosyl-Sorangiosids durch UDP-Glucose-Transfer mit der Glykosyltransferase SorF 
bestätigt werden. Damit konnte nun mit der sich als nützlich erwiesenen CE-Analytik ein Ak-
tivitätstest entwickelt werden und das pH- und Temperaturoptimum von SorF bestimmt wer-
den. 
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3.4.3 Bestimmung des pH-Optimums für die Transferreaktion von SorF 
Für die Realisierung des Enzym-Modul-Systems im Rahmen der kombinatorischen Biokata-
lyse war die biochemische Charakterisierung der Glykosyltransferase SorF von zentraler Be-
deutung. Für die Entwicklung eines Aktivitätstests und für den Einsatz im Enzym-Modul-
System ist es wichtig, dass Enzymparameter wie pH- oder Temperaturoptimum der beteilig-
ten Enzyme bekannt sind. Eine besondere Bedeutung kommt dem pH-Wert zu, da bei der 
kombinatorischen Biokatalyse mit dem Enzym-Modul-System mehrere Enzyme in einer Ein-
topf-Reaktion eingesetzt werden sollen (Kapitel 3.5). Auch für die Kinetikmessung ist die 
Kenntnis der optimalen Syntheseparameter notwendig. Die Aktivität von SorF wurde bei den 
pH-Werten 5, 6, 7, 7,4, 8, 9, 10 und 11 durch die Bestimmung der Anfangsreaktionsge-
schwindigkeit ermittelt. Abbildung 56 zeigt die Aktivität bei den verschiedenen pH-Werten. 
Die enzymatische Reaktion von SorF zeigte eine eindeutige pH-Abhängigkeit. Das Maximum 
der Reaktionsgeschwindigkeit wurde bei pH 7,4 erreicht. Aber auch bei pH 8 und 9 gab es mit 
97,6% und 91,9% noch eine hohe Enzymaktivität. Bei pH 6 und 11 hingegen war die Enzym-
aktivität nur noch schwach und hatte verglichen mit dem Maximalwert um 70% bzw. 75% 
abgenommen. Bei pH 11 stellte sich zudem eine Eigenhydrolyse des aktivierten Zuckers  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 56: Diagramm zur Bestimmung des pH-Optimums von SorF zwischen den pH-Werten 6-11 (100% 
entspricht einer Aktivität von 1,36 U/mL). Als Puffer wurde bei pH 6 ein 50 mM KH2PO4-Puffer, bei pH 7-9 50 
mM Tris-HCl und bei pH 10-11 ein 50 mM Glycin-NaCl-Puffer verwendet.  
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UDP-Glucose ein. Mit der relativ großen pH-Toleranz, die sich durch die hohen Enzymaktivi-
tät von pH 7-9 zeigte, ist SorF ein ideales Enzym für Eintopf-Synthesen mit einigen weiteren 
Enzymen im Rahmen der kombinatorischen Biokatalyse. Mit einem pH-Optimum von pH 7,4 
liegt SorF in einem ähnlichen pH-Bereich wie die Glykosyltransferasen NovM mit pH 8 
(Albermann et al. 2003) sowie GtfA mit pH 7,5 (Lu et al. 2004). Die Glykosyltransferase  
EryCIII (Schumacher 2005) hingegen hat mit pH 9 ein höheres pH-Optimum und eine gerin-
gere pH-Toleranz, da bereits pH 8 die Aktivität des Enzyms nahezu halbiert und pH 7 die 
Aktivität auf 20% der Ursprungsaktivität sinken lässt. Weitere Glykosyltransferasen mit ei-
nem pH-Optimum von 9 sind die Enzyme GtfB und GtfE aus dem Vancomycin/Teicoplanin 
Cluster (Losey et al. 2001).       
3.4.4 Bestimmung des Temperatur-Optimums für die Transferreaktion von 
SorF 
Die Kenntnis des Temperatur-Optimums ist ebenfalls entscheidend für den Einsatz eines En-
zyms bei der kombinatorischen Biokatalyse in einer Eintopf-Reaktion. Aus diesem Grund 
wurde das Temperatur-Optimum für die Transferreaktion von SorF bestimmt. Hierfür wurde 
ein SorF-Transferansatz bei 20, 25, 30, 35, 40 und 45°C in einem Thermoheizblock inkubiert, 
und aus den Anfangsreaktionsgeschwindigkeiten wurde für jeden Temperaturwert die En-
zymaktivität berechnet. Abbildung 57 zeigt die Aktivität bei den verschiedenen Temperatur-
werten. Das Temperaturoptimum von SorF lag bei 30°C (1,4 U/ml). Bei steigender Tempera- 
 tur nahm die enzymatische Aktivität von SorF nur langsam ab, so dass bei 40°C immerhin 
noch 65% der Maximalaktivität vorhanden waren. Bei 45°C hingegen begann das Enzym zu 
denaturieren, die Enzymaktivität sank auf 8,5% des Maximalwertes. Wenn man die Tempera- 
tur hingegen unter 30°C senkte, nahm bei 25°C die Enzymaktivität deutlich ab (29% des Ma-
ximalwertes), um bei 20°C vollkommen zum Erliegen zu kommen (keine Enzymaktivität  
messbar). Abschließend lässt sich über die enzymatische Aktivität von SorF bei verschiede-
nen Temperaturen sagen, dass die Aktivität bei Temperaturen zwischen 30 und 35°C ihr Ma-
ximum erreichte und damit gut zu den bereits vorhandenen Enzymen des Enzym-Modul-
Systems wie z.B. SuSy, RmlB, RmlC und RmlD passt. Die bereits publizierten in vitro Ver-
suche mit Naturstoff-Glykosyltransferasen werden üblicherweise bei 25-37°C durchgeführt 
(Losey et al. 2001; Freel Meyers et al. 2003; Albermann et al. 2003; Lu et al. 2004). Es gibt 
allerdings keine Publikationen zur genauen Untersuchung von z.B. der Breite von Tempera-
turoptima der Naturstoff-Glykosyltransferasen. Es wird sich bei den verwendeten Tempe-
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raturen vermutlich um die Temperaturoptima der verwendeten Glykosyltransferasen handeln.  
Abbildung 57: Das Diagramm zur Bestimmung des Temperaturoptimums zeigt die Aktivität von SorF bei 20 – 
45°C (100% entspricht einer Aktivität von 1,40 U/mL). 
 
3.4.5 Untersuchungen des Substratspektrums von SorF 
Nachdem ein allgemeiner Aktivitätstest für SorF entwickelt worden war, konnte das Substrat-
spektrum von SorF genauer untersucht werden. Es wurden verschiedene dTDP- und UDP-
aktivierte Zucker als potentielle Donorsubstrate von SorF getestet (Kopp et al. 2007). Die 
dTDP-β-L-Rhamnose und die dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose wurden im Rahmen dieser 
Arbeit präparativ synthetisiert (Kapitel 3.3). Das dTDP-D-Desosamin wurde vom EU-
Projektpartner (Sanofi-Aventis) chemisch synthetisiert und im Rahmen des EU-Projektes 
HYGLIDE zur Verfügung gestellt. Das Gemisch aus UDP-Glucose-Biotin mit UDP-
Galactose-Biotin (1,4:1) wurde von Darius-Jean Namdjou im Rahmen seiner Dissertation 
hergestellt und als Substrat zur Verfügung gestellt (Namdjou 2006). Die dTDP-D-Glucose und 
alle verwendeten UDP-Zucker waren kommerziell erhältlich.   
Zunächst wurde der Transfer der dTDP-D-Glucose untersucht, die sich nur im Nukleotid von 
der getesteten UDP-D-Glucose unterscheidet. Die CE-Ergebnisse zeigten sehr deutlich eine 
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Abnahme der dTDP-Glucose-Konzentration und eine Zunahme der dTDP Konzentration nach 
30 min verglichen mit dem 5-min-Wert (Kapitel 6.3.1). Interessanterweise ist schon nach 5 
min dTDP entstanden, dem hochaktiven SorF reichte schon diese kurze Zeit aus, um eine 
deutliche Ausbeute zu erreichen (30%). Nach 30 min ist die Ausbeute bereits bei 80% und 
nach 1 h ist eine fast 100%ige Ausbeute erreicht (Abbildung 58). Verglichen mit dem Sub-
strat UDP-Glucose war der sehr schnelle Transfer der dTDP-Glucose auf Sorangicin A sehr 
ähnlich (Kapitel 3.4.2). 
 
Abbildung 58: Transfer der dTDP-Glucose auf Sorangicin A in einer Zeit-Umsatz-Darstellung anhand der CE-
Ergebnisse zur dTDP-Freisetzung (Kapitel 6.3.1). 
Beide aktivierte Glucosen waren sehr gute Substrate für die Glykosyltransferase SorF, die 
schon nach maximal 1 h den Vollumsatz erreichten. Außerdem wurden eine 5-min- und 2-h-
Probe per DC analysiert (Kapitel 6.3.2.2). Mit der DC-Analytik konnte der bereits mit der 
CE-Analytik beobachtete sehr schnelle Transfer bestätigt werden. Beim Zeitpunkt 5 min war 
bereits ein Produktfleck sichtbar (laut CE-Analytik bereits ca. 30% Umsatz), während nach 2 
h nur noch der Glucosyl-Sorangiosid-Fleck sichtbar war (100% Umsatz). Allgemein lässt sich 
zur DC-Analytik sagen, dass sie mit Ekkerts Reagenz sehr kleine Mengen an gebildetem So-
rangiosid detektieren konnte (siehe unten, UDP-Galactose). Zusätzlich zur DC- und CE-
Analytik wurde der Transfer auch mit der HPLC-MS-Analytik bewiesen. Das Massenspekt-
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rum mit der Masse für Glykosyl-Sorangiosid (m/z 967,7, Tabelle 55) und die Fragmentierun-
gen von Glucosyl-Sorangiosid im Vergleich zu Sorangicin A sind im Anhang aufgeführt (Ka-
pitel 6.3.3.2).   
Die als SorF-Donorsubstrate getesteten Nukleotidzucker dTDP-β-L-Rhamnose, dTDP-6-
Desoxy-4-keto-D-glucose und UDP-D-Xylose zeigten im SorF-Aktivitätsassay in der CE-
Analytik ebenfalls die Bildung der jeweiligen NDPs. In Abbildung 59 sind die Zeit-
Ausbeutekurven der Synthese der jeweiligen Sorangioside aufgeführt.  
Nach 5 min gab es auch bei der Synthese von Rhamnosyl-Sorangiosid schon ca. 20% Aus-
beute, die dTDP-β-L-Rhamnose ist offensichtlich ein gutes Substrat für SorF. Nach 8 h Inku-
bation war bereits eine Ausbeute von 80% erreicht und nach 18 h wurde mit 91% das Ausbeu-
temaximum erreicht. Die DC-Analyse bestätigte die CE-Ergebnisse, da nach 5 min ein großer 
Sorangicin A-Substrat-Fleck und nur ein kleiner Sorangiosid-Produkt-Fleck sichtbar war, 
während nach 18 h ein großer Produkt- und nur ein kleiner Substrat-Fleck sichtbar waren 
(Abbildung 84).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 59: Zeit-Umsatzkurven der Transfers der Donorsubstrate dTDP-β-L-Rhamnose, dTDP-D-Xylose und 
dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose auf Sorangicin A anhand der CE-Ergebnisse zur dTDP-Freisetzung. 
Abschließend wurde dieses Ergebnis per HPLC-MS Analytik bestätigt, da der Massenpeak 
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von Rhamnosyl-Sorangiosid mit 951,7 Masseneinheiten (m/z) (Tabelle 55) gezeigt werden 
konnte und auch noch eine Fragmentierung durchgeführt wurde, bei der Sorangicin A mit 805 
Masseneinheiten nachgewiesen werden konnte (Kapitel 6.3.3.3).   
Die Elektroferogramme zur NDP-Freisetzung bei erfolgreichen Transferreaktionen mit SorF 
wurden nicht für alle SorF-Substrate gezeigt, da sie sich qualitativ nicht von den bereits im 
Anhang exemplarisch gezeigten Elektroferogrammen zur dTDP- bzw. UDP-Entwicklung 
beim Glucosyltransfer unterschieden (Kapitel 6.3.1). Der Existenzbeweis aller neuen Soran-
gioside wurde mit der HPLC-MS-Analytik erbracht und alle MS-Ergebnisse befinden sich in 
Kapitel 6.3.3. Auch die dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose war ein Substrat für die Glyko-
syltransferase SorF, da die Freisetzung von dTDP beim Transfer auf Sorangicin A mit der 
CE-Analytik beobachtet werden konnte. Im Zeit-Ausbeute-Diagramm war ein Anstieg der 
Ausbeute auf 50% nach 1 h Inkubation zu beobachten, worauf dann in den folgenden 25 h nur 
noch ein unbedeutender Anstieg beobachtet werden konnte (Abbildung 59). Es war offen-
sichtlich ein Gleichgewichtszustand bei der Synthese des 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-
Sorangiosids erreicht worden. Dies zeigte sich auch bei der Analyse der DC-Ergebnisse (Ka-
pitel 6.3.2.4). Nach 5 min war nur der Substratfleck von Sorangicin A sichtbar, während nach 
18 h zwei dicht beieinander liegende Flecken von Substrat und dem entsprechenden Sorangi-
osid sichtbar waren. Dies entsprach dem Gleichgewichtszustand mit ca. 50%iger Ausbeute, 
der schon aufgrund der CE-Ergebnisse aus der Zeit-Umsatzkurve zu entnehmen war (Abbil-
dung 59). Eventuell ist das Produkt 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid auch ein Inhibitor 
der Glykosyltransferase SorF. Mit Hilfe der HPLC-MS-Analytik konnte die Existenz von 6-
Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid bewiesen werden (Kapitel 6.3.3.4 und Tabelle 55).  
Tabelle 54: Rf-Werte der durch DC nachgewiesenen und im Anhang (Kapitel 6.3.2) gezeigten Soran-
gioside, Rf-Wert des Substrats Sorangicin A: 0,18. 
Verbindung Rhamnosyl-
Sorangiosid 
6-Desoxy-4-
keto-glucosyl- 
Sorangiosid 
Glucosyl- 
Sorangiosid 
Galactosyl- 
Sorangiosid 
Rf-Wert 0,24 0,21 0,27 0,28 
 
Die UDP-Galactose war ebenfalls ein Substrat der Glykosyltransferase SorF. Der Transfer 
von UDP-Galactose und Sorangicin A zu Galactosyl-Sorangiosid war allerdings so schwach, 
dass mit der CE-Analytik keine UDP Entwicklung beobachtet werden konnte. Nur die DC-
Analytik zeigte einen sehr schwachen Produkt-Fleck (Kapitel 6.3.2.5). Die HPLC-MS-
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Analytik konnte mit dem ebenfalls schwachen Massenpeak von 967,8 (Tabelle 55) die Exis-
tenz von Galactosyl-Sorangiosid nachweisen. Die anschließend durchgeführte Fragmentie-
rung zeigte zweifelsfrei die Bildung von Sorangicin A bei m/z 805.   
Ein weiteres erfolgreich auf Sorangicin A übertragenes Substrat war die UDP-Xylose. Die 
Zeit-Ausbeutekurve, die mithilfe der CE-Analytik erstellt werden konnte (Abbildung 59), 
zeigte den schnellen Transfer des Nukleotidzuckers auf Sorangicin A. Bereits nach 1 h waren 
70% der UDP-Xylose zu Xylosyl-Sorangiosid umgesetzt und nach 18 h waren fast 90% So-
rangiosid entstanden. Mit der HPLC-MS-Analytik konnte die Bildung des Xylosyl-
Sorangiosids nachgewiesen werden (Tabelle 55 und Kapitel 6.3.3.5).   
Die Substrate UDP-Glucuronsäure und das Gemisch aus UDP-Galactose-Biotin mit UDP-
Glucose-Biotin zeigten zwar die Freisetzung von UDP, da aber auch ohne den Akzeptor So-
rangicin A die Freisetzung festgestellt wurde, konnte es sich hierbei nur um Hydrolyse der 
aktivierten Zucker handeln. Beim Transfer von UDP-Galactose-Biotin auf Lactose durch die 
α1-3-Galactosyltransferase wurde ebenfalls eine hohe Hydrolyseaktivität festgestellt 
(Schmiedel 2006). Die Hydrolyse der aktivierten Zucker bzw. der Transfer der aktivierten 
Zucker auf Wasser ist ein bei Glykosyl- und Galactosyltransferasen nicht selten beobachtetes 
Phänomen (Ly et al. 2002). Trotzdem wurden im Fall der UDP-Glucuronsäure Proben mit der 
C18-Festphasenextraktion aufgereinigt und per HPLC-MS analysiert, aber es konnte kein neu-
es Sorangiosid nachgewiesen werden. Alle weiteren getesteten aktivierten Substrate, d.h. 
dTDP-Desosamin, UDP-Mannose, UDP-N-Acetyl-glucosamin und UDP-N-Acetyl-
galactosamin ließen sich nicht mit SorF unter Freisetzung von NDP auf Sorangicin A transfe-
rieren. 
Tabelle 55: Vergleich zwischen den experimentell ermittelten und den aus der Struktur berechneten 
Massen für die in vitro produzierten Sorangioside (Kopp et al. 2007). 
Verbindung m/z experimentell m/z theoretisch 
Glucosyl-Sorangiosid 967,7 968,5 
6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid 949,7 950,5 
Galactosyl- 
Sorangiosid 
967,8 968,5 
Xylosyl-Sorangiosid 937,5 938,5 
Rhamnosyl-Sorangiosid 951,7 952,5 
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Das Akzeptorsubstratspektrum wurde ebenfalls mit einem zusätzlichen Aglykon neben dem 
Sorangicin A überprüft. Einige Publikationen berichten von Kreuzresistenzen zwischen So-
rangicin A und dem Ansamycin-Antibiotikum Rifampicin (Rommele et al. 1990; Campbell et 
al. 2005; Xu et al. 2005). Daher wurde Rifampicin als Akzeptor für einen Transfer mit dem 
Donorsubstrat UDP-Glucose getestet. Ein Transfer konnte aber weder mit der CE-, noch mit 
DC- oder HPLC-MS-Analytik nachgewiesen werden. Die strukturellen Unterschiede im 
Grundgerüst sind offensichtlich zu groß für einen Glucosyltransfer.   
Abbildung 60: Donorsubstratscreening von SorF unterteilt in UDP- und dTDP-Zucker sowie verschiedene Posi-
tionen am Zucker. Die roten Symbole in der Abbildung sollen andeuten, dass kein Transfer stattfand, während 
die grünen Symbole einen erfolgreichen Transfer auf Sorangicin A symbolisieren.  
Eine Sequenzanalyse von SorF ergab eine starke Homologie zu Glykosyltransferasen, die bei 
anderen Sekundärmetaboliten eine Rolle spielen. Hier sind die Rifampicin Glykosyltransfera-
se von Nocardia brasiliensis (Identität 46%, Homologie 61%) und die Vancomycin Glyko-
syltransferasen GtfB, C, D und E zu nennen (Kopp et al. 2007), die eine breite Substratpro-
miskuität zeigten. Bei SorF handelt es sich um eine Glykosyltransferase mit einer ebenfalls 
großen Substratpromiskuität. Es werden sowohl Uridin- als auch Thymidindiphosphat-
aktivierte Zucker transferiert. Die Konfiguration am Ring bzw. Substitutionen am Ring ge-
genüber dem natürlichen Substrat NDP-Glucose spielen hingegen eine wichtige Rolle. Die an 
einer bestimmten Zuckerposition befindlichen funktionellen Gruppen bilden Wechselwirkun-
gen mit den Aminosäuren im aktiven Zentrum aus. So sind z.B. Wechselwirkungen durch 
Wasserstoffbrückenbindung eventuell wichtig für die Positionierung eines Zuckers im aktiven 
Zentrum und eine Substitution durch eine ebenfalls Wasserstoffbrückenbindungen-
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ausbildende Aminofunktion wird toleriert, während eine Desoxyfunktion oder eine Methyl-
funktion an dieser Position vom Enzym nicht toleriert werden können, so dass in diesen Fäl-
len kein Transfer stattfindet. Ein anderer Grund für die Akzeptanz bzw. Abweisung eines 
Substrates ist die Raumerfüllung einer funktionellen Gruppe. Während eine Hydroxylgruppe 
nur wenig Platz wegnimmt und auch eine Desoxyfunktion toleriert wird, sind die raumfüllen-
de Dimethlamino- oder die N-Acetylgruppe so groß, dass sie an Positionen, an denen nur we-
nig Platz im aktiven Zentrum vorhanden ist, nicht zu einer Umsetzung führen können, da das 
Substrat nur schlecht in das aktive Zentrum passt. Die Ergebnisse zeigten deutlich, dass bei 
SorF Modifikationen an der C-2-Position des Zuckers nicht erfolgreich waren (Abbildung 
60). Die raumerfüllenden C-2-Derivate mit N-Acetylgruppe wurden ebenso wenig auf Soran-
gicin A transferiert wie das einfache C-2-Epimer der Glucose, die UDP-Mannose. Hier 
scheint die äquatoriale Position der C-2-Hydroxylgruppe essentiell für die Umsetzung zu sein, 
vermutlich aus sterischen oder Bindungsgründen (Wegfall von Wasserstoffbrückenbindun-
gen). Eine Desoxyfunktion an C-2 wird aber eventuell von SorF akzeptiert werden. Auch eine 
raumerfüllende funktionelle Gruppe an der C-3-Position (Desosamin) wurde nicht von SorF 
akzeptiert. Beim Transfer eines aktivierten Zuckers mit einer Variation an der C-4-Position 
gab es mehr Flexibilität, als an der C-2-Position. Neben dem natürlichen Zuckersubstrat UDP-
Glucose wurde auch das C-4-Epimer der Glucose, die Galactose übertragen (wenn auch 
schlecht). An der C-6-Position sind sterische Gründe für den Ablauf eines Transfers aus-
schlaggebend. Während die UDP-Glucuronsäure und das Gemisch aus UDP-Glucose-
Biotin/UDP-Galactose-Biotin mit den sehr raumerfüllenden Gruppen an C-6 sich nicht trans-
ferieren ließen, ist der Transfer von UDP-Xylose sehr gut möglich. Bei UDP-Xylose „fehlt“ 
die C-6-Position (Pentose), so dass vermutlich sterische Gründe ausschlaggebend für den er-
folgreichen Transfer sind. Bei den dTDP-Zuckern zeigte der Transfer der dTDP-6-Desoxy-4-
keto-glucose erneut die Flexibilität an C-4 und das an der C-6 Position die Hydroxylfunktion 
nicht essentiell für eine Umsetzung mit SorF ist (siehe auch Xylose). Die dTDP-D-Quinovose 
(6-Desoxy-glucose) ist sehr wahrscheinlich ebenfalls ein Substrat für SorF, zum einen weil 
die bisherigen Ergebnisse mit Transfer von Xylose, 6-Desoxy-4-keto-glucose und Rhamnose 
auf eine C-6-Desoxy-Flexibilität hindeuten und zum anderen weil Quinovosyl-Sorangiosid 
bereits aus Sorangium Cellulosum isoliert werden konnte (Jansen et al. 1989). Da sich die 
Enzyme AviS und AviT nicht aktiv und löslich exprimieren ließen, gab es keinen syntheti-
schen Zugang zur dTDP-D-Olivose und damit konnte diese Hypothese nicht überprüft wer-
den. Interessant am Transfer der dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose war insbesondere, dass nicht 
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nur Endprodukte der NDP-aktivierten Zucker Biosynthesewege wie z.B. die dTDP-β-L-
Rhamnose transferiert werden konnten, sondern auch Intermediate der Biosynthesewege. Ein 
anderes Beispiel für einen solchen Transfer trat beim Balhimycin Produzenten Amycolatopsis 
mediterranei auf (Nadkarni et al. 1994; Walsh, Freel Meyers et al. 2003). Hierbei war die 
finale 4-Ketoreduktase im dTDP-Epivancosamin Biosyntheseweg nicht aktiv, so dass sich 4-
Keto-vancosamin akkumulierte, welches dann von der Glykosyltransferase Gtfa/GtfA umge-
setzt wurde und Balhimycin entstehen konnte. Ein weiteres Beispiel wurde beim Versuch der 
Synthese neuer Mithramycin-Derivate erreicht, wobei Substanzen entstanden, die Ketozucker 
als Zuckerkomponente enthielten (Remsing et al. 2002). Das dTDP-Desosamin (dTDP-3-N,N-
dimethylamino-3,4,6-tridesoxy-D-glucose) hat gegenüber dem natürlichen Substrat UDP-D-
Glucose eine stark veränderte Struktur (an Position C-3, C-4 und C-6), so dass damit der feh-
lende Transfer mit SorF zu erklären ist. Der Transfer des L-Zuckers dTDP-β-L-Rhamnose auf 
Sorangicin A in vitro ist besonders hervorzuheben. Somit ist SorF eine Glykosyltransferase, 
die D- und L-Zucker übertragen kann, wofür es in vitro nur zwei weitere Beispiel gibt (Tabelle 
3)(Albermann et al. 2003; Zhang, Griffith et al. 2006). Durch kombinatorische Biosynthese 
wurde in vivo bei einigen wenigen Glykosyltransferasen der Transfer von D- und L-Zuckern 
gezeigt (Tabelle 2). So konnte die Desosaminyltransferase DesVII aus dem Methym-
cin/Pikromycin Biosynthesecluster neben dem natürlichen Substrat D-Desosamin auch D-
Quinovose und L-Rhamnose übertragen (Borisova et al. 1999; Yamase 2000). Die Glyko-
syltransferase AvrB aus dem Biosynthesecluster von Avermectin A1 konnte außer dem natür-
lichen Substrat L-Oleandrose auch noch L-Olivose, D-Olivose und L-Digitose übertragen 
(Wohlert et al. 2001). Die Glykosyltransferase ElmGT aus dem Elloramycin Biosynthesec-
luster zeigte durch kombinatorische Biosynthese ihr überaus breites Substratspektrum. Neben 
dem natürlichen Substrat L-Rhamnose konnten auch L-Olivose, L-Oleandrose, L-Rhodinose, 
3,4-Dimethoxy-L-olivose, D-Olivose, D-Mycarose und sogar das D-Diolivosyl-disaccharid 
übertragen werden (Blanco et al. 2001; Mendez und Salas 2001). Die Glykosyltransferase 
SpnP aus dem Spinosyn Cluster übertrug neben dem natürlichen Substrat D-Forosamine auch 
den nicht natürlichen Zucker L-Mycarose (Gaisser et al. 2002). UrdGT2 schließlich, eine Gly-
kosyltransferase aus dem Urdamycin A Cluster besitzt ebenfalls ein breites Substratspektrum, 
da der in vivo Transfer von D-Rhodinose, D-Mycarose, L-Rhodinose neben dem natürlichen 
Substrat D-Olivose gezeigt werden konnte (Hoffmeister et al. 2000; Mendez und Salas 2001; 
Trefzer et al. 2002; Hoffmeister, Dräger et al. 2003).   
Der in vitro Transfer mit bakteriellen Glykosyltransferasen auf Aglyka wurde aufgrund der 
204                                                                                                                             
eher schlechten Verfügbarkeit von dTDP-aktivierten Desoxyzuckern seltener durchgeführt. 
Interessanterweise gibt es einige Unterschiede zwischen in vivo und in vitro Charakterisierung 
der Glykosyltransferasen. So konnte für die Glykosyltransferase OleG2 aus dem Oleandomy-
cin Cluster in vivo der Transfer des unnatürlichen Substrats L-Rhamnose gezeigt werden 
(Doumith et al. 1999; Aguirrezabalaga et al. 2000; Gaisser et al. 2000), was sich in vitro mit 
6-Desoxyerythronolid B als Akzeptor nicht zeigen ließ (Daten nicht gezeigt). In vitro gibt es 
nur zwei Glykosyltransferasen, für die der Transfer von D- und L-Zuckern gezeigt werden 
konnte. Hierbei handelt es sich um die Noviosyltransferase NovM, bei der neben dem natürli-
chen Substrat dTDP-L-Noviose auch dTDP-D-Quinovose, dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose, 
UDP-D-Quinovose und dTDP-Xylose auf Novobiocinsäure übertragen werden konnten 
(Albermann et al. 2003; Freel Meyers et al. 2003) (Abbildung 20), und außerdem um die 
Rhamnosyltransferase CalG1 (Zhang, Griffith et al. 2006). Interessant ist die Ähnlichkeit zwi-
schen den Glykosyltransferasen NovM und SorF bei der Betrachtung des Substratspektrums 
(Tabelle 3). Beide Glykosyltransferasen übertragen das Biosyntheseintermediat 6-Desoxy-4-
keto-D-glucose und können keine Substrate mit raumfüllenden Gruppen an C-6 transferieren. 
Bei SorF war der Transfer von UDP-Glucuronsäure und dem Gemisch von UDP-Galactose-
Biotin und UDP-Glucose-Biotin nicht möglich, während bei NovM keine aktivierten Desoxy-
zucker mit Amino-, Azido- oder Carbonsäurefunktionalitäten an C-6 übertragen werden 
konnten. Beide Glykosyltransferasen können aber Substrate ohne eine C-6-Funktion (Xylose) 
übertragen. Die natürlichen Substrate beider Glykosyltransferase sind hingegen unterschied-
lich. Während bei SorF das natürliche Substrat D-Glucose ist, ist dies bei NovM der L-Zucker 
L-Noviose (Abbildung 20). Der große Unterschied zwischen den beiden Glykosyltransferasen 
aber ist der Transfer von dTDP-β-L-Rhamnose. SorF akzeptierte einen L-Zucker, der damit 
sogar eine andere Konformation als das natürliche Substrat besaß, während NovM trotz der 
großen Ähnlichkeit von L-Noviose zur L-Rhamnose keine L-Rhamnose übertragen konnte 
(Abbildung 60 und Tabelle 3). Bei NovM führte die dTDP-β-L-Rhamnose sogar zur Inhibition 
des Enzyms (Albermann et al. 2003). Ein weiterer Unterschied zwischen beiden Enzymen 
waren die Ausbeuten an glykosylierten Aglyka. Während bei SorF ~90% der UDP-Xylose 
und 50% der dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose umgesetzt werden konnte, waren es bei NovM 
nur 18% der dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose und 8% der UDP-Xylose. Die Rhamnosyltrans-
ferase CalG1 konnte in vitro auf den Akzeptor PsAg neben der dem natürlichen Substrat äh-
nelnden dTDP-β-L-Rhamnose (natürliches Substrat: dTDP-3-O-Methyl-L-Rhamnose) noch 9 
verschiedene dTDP-aktivierte D-Zucker übertragen. Hierbei fiel insbesondere die große Pro-
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miskuität bei an C-3 veränderten Zuckern und bei wenig raumerfüllenden, ungeladenen und 
an C-6 modifizierten aktivierten Zuckern auf. Mit der Ausnahme eines dTDP-aktivierten 4-
Aminozuckers wurden Modifikationen an C-2 oder C-4 allerdings nicht toleriert. Im Ver-
gleich zu SorF fallen die relativ schlechten Umsätze auf, die zwischen 66% (Rhamnose) und 
27% liegen, wobei meist Umsätze zwischen 20-40% erreicht wurden (Zhang et al. 2006).  
Um die breite Substratspezifität der Glykosyltransferase SorF noch weiter zu erhöhen (beson-
ders an C-2 und C-6) bietet das „Active-site engineering“ einen interessanten Ansatz (Barton 
et al. 2001; Barton et al. 2002; Thorson et al. 2004). Die Proteinstruktur muss für diese Me-
thodik bereits ermittelt sein, was einen großen Aufwand darstellt. Die Vorteile der Methode 
wurden für die Pyrophosphorylase (oder Thymidylyltransferase) RmlA bereits gezeigt, wel-
che ohne „Active-site engineering“ nur einige Zucker-1-phosphate in die entsprechenden 
dTDP-aktivierten Zucker umwandelt. Die Substratflexibilität konnte mit „Active site enginee-
ring“ deutlich erhöht werden. Allerdings gibt es bei der rationalen Optimierung des aktiven 
Zentrums viele Seiteneffekte zu beachten, so dass die gewünschten Verbesserungen nicht 
immer im erwarteten Maße oder sogar gegenteilige Effekte auftraten.      
Das mit SorF in vitro produzierte Glucosyl-Sorangiosid konnte bereits aus Sorangium cellulo-
sum isoliert werden, und bei der Überprüfung der Bioaktivität wurde eine im Vergleich zu 
Sorangicin A 100fach verringerte Bioaktivität festgestellt (Irschik et al. 1987). Bei allen ande-
ren hier erstmals produzierten Sorangiosiden, d.h. Rhamnosyl-, Galactosyl, Xylosyl- und 6-
Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid wurde die Bioaktivität noch nicht ermittelt.   
Die deutlich verringerte Bioaktivität des Glucosyl-Sorangiosids gegenüber Sorangicin A führ-
te zu der Hypothese, dass die Glucosylierung durch SorF den Resistenzmechanismus des 
Wirtsorganismus darstellt. Da bei der Isolierung aus Sorangium cellulosum nur ein sehr klei-
ner Teil des Sorangicin A glucosyliert vorlag, wäre dieser Resistenzmechanismus höchst inef-
fektiv, wenn nicht eventuell eine Deglykosylierung beim Transport in das Periplasma stattfin-
det (was unbekannt ist). Damit bleibt die Funktion von SorF für Sorangium cellulosum So ce 
12 ungeklärt. Die Chivosazole wurden bereits in der Einleitung erwähnt (Kapitel 1.2.2.1). Sie 
sind im glykosylierten Zustand stark zytotoxisch und fungizid. Interessanterweise besitzen die 
Chivosazole als Zuckerrest die D-Quinovose, welche auch durch SorF übertragen werden 
kann. Dies ist bekannt, da aus Sorangium Cellulosum bereits Quinovosyl-Sorangiosid isoliert 
werden konnte (Jansen et al. 1989). Außerdem zeigen die hier vorgestellten in vitro Ergebnis-
se, dass eine 6-Desoxyfunktion von SorF akzeptiert wird. Darüber hinaus gibt es strukturell 
einige Ähnlichkeiten zwischen Sorangicin A und den Chivosazolen (beides 31-zählige Ringe) 
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und die Konfiguration der glykosylierten Position der Civosazole (Position 11, siehe         
Abbildung 10) ist im Nahbereich mit der Glykosylierungsstelle von SorF am Sorangicin A 
(Kapitel Position 21, Abbildung 11) identisch (Jansen et al. 1997). Wenn man nun noch be-
achtet, dass sowohl die Sorangicine als auch die Chivosazole in Sorangium cellulosum So ce 
12 entdeckt wurden, d.h. vom selben Organismus produziert werden, ist es nahe liegend, dass 
SorF vielleicht die Glykosyltransferase der Chivosazole ist und nur aufgrund der ähnlichen 
Aglykonstruktur auch Sorangicin A glykosyliert. Selbst wenn sich diese Hypothese als falsch 
erweisen sollte, ist das Chivosazol-Aglykon ein interessanter Kandidat für die Untersuchung 
der Aglykonpromiskuität von SorF. Die dann hoffentlich herzustellenden Strukturen werden 
bei der hohen Zytotoxizität der Chivosazole im glykosylierten Zustand sehr wahrscheinlich 
auch Bioaktivität besitzen. 
3.4.6 Michaelis-Menten-Kinetik für SorF 
Für die optimale Durchführung einer enzymatischen Synthese oder der kombinatorische Bio-
katalyse ist die Bestimmung der kinetischen Parameter der beteiligten Enzyme eine wichtige 
Vorraussetzung. Enzymkinetische Untersuchungen erlauben auch die Entwicklung von Mo-
dellvorstellungen zum Reaktions- oder Substraterkennungsmechanismus. Alle Untersuchun-
gen zur Michaelis-Menten-Kinetik von SorF wurden mit affinitätschromatographisch gerei-
nigtem Enzym durchgeführt. Die kinetischen Messungen wurden derart aufgenommen, dass 
der maximale Umsatz, bezogen auf den NDP-aktivierten Zucker, bei maximal 15% lag.  
Tabelle 56: Zusammenfassung der kinetischen Daten für die umgesetzten Donorsubstrate von SorF 
und EryCIII (EryCIII wurde untersucht von Thomas Schumacher (Schumacher 2005)). 
Glyko- 
syltransfer- 
ase 
Donorsubstrat KM [mM] Vmax 
[U/mg] 
katalytische 
Effizienz 
[vmax/KM] 
Korrelationsko-
effizient R 
SorF UDP-Glc 1,69 6,78 4,01 0,998 
SorF dTDP-Glc 0,12 1,36 11,33 0,954 
SorF dTDP-L-
Rhamnose 
1,01 0,85 0,84 0,992 
SorF dTDP-6-Desoxy-
4-keto-glucose 
0,39 0,48 1,23 0,998 
EryCIII+ dTDP-Desosamin 1,3 0,059 0,05 0,99 
+Transfer auf Mycarosyl-EB 
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Unter Einbeziehung des Proteingehalts der Probe wurde die jeweilige spezifische Aktivität 
berechnet. Die Michaelis-Menten-Diagramme sind im Anhang gezeigt (Kapitel 6.3.4). Die 
Berechnung der kinetischen Konstanten mithilfe des verwendeten Iterationsverfahrens ergab 
die in Tabelle 56 zusammengefassten enzymkinetischen Daten für die untersuchten Donor-
substrate von SorF. Der Korrelationskoeffizient R der erstellten Regressionen lag meist über 
0,99, so dass die zugrunde liegende Formel die jeweilige Enzymkinetik hinreichend genau 
beschreibt. Bei UDP-D-Glucose wurde vermutet, dass es sich um das natürliche Substrat von 
SorF handelt. Der KM-Wert von UDP-Glucose war aber mit 1,69 mM ca. 14mal größer und 
die Enzymaffinität damit 14 mal kleiner als bei dTDP-Glucose (0,12 mM). Allerdings war die 
maximale Reaktionsgeschwindigkeit Vmax bei UDP-Glucose eindeutig am größten und mit 6,8 
U/mg ca. 5mal größer als bei der dTDP-Glucose (1,4 U/mg). Da die katalytische Effizienz 
von dTDP-Glc mit 11,33 aber deutlich größer ist als von UDP-Glc mit 4,01, ist die dTDP-Glc 
vermutlich das natürliche Substrat von SorF. Auch die dTDP-β-L-Rhamnose hatte eine größe-
re Enzymaffinität (1,0 mM) als das vermutete natürliche Substrat UDP-Glucose (1,7 mM), 
allerdings nur die drittgrößte Reaktionsgeschwindigkeit (0,85 U/mg). Interessanterweise hatte 
auch die dTDP-6-Desoxy-4-keto-Glucose mit 0,4 mM eine deutlich höhere Enzymaffinität 
(4,3mal) als die UDP-Glucose, so dass man eindeutig festhalten kann, dass alle untersuchten 
dTDP-aktivierten Zucker eine höhere Enzymaffinität als das vermutete natürliche Substrat 
UDP-Glucose hatten. Die maximale Reaktionsgeschwindigkeit war allerdings bei der dTDP-
6-Desoxy-4-keto-glucose eindeutig am kleinsten (0,48, Tabelle 56), was auch in Überein-
stimmung mit den DC- und CE-Daten stand (Kapitel 6.3.2.4, 3.4.5 und Abbildung 59). Das 
vermutete natürliche Substrat UDP-D-Glucose hatte hingegen mit Abstand die größte maxi-
male Reaktionsgeschwindigkeit, gefolgt von dTDP-Glucose und dTDP-β-L-Rhamnose 
(Tabelle 56). Vergleicht man die Glykosyltransferase SorF allerdings mit anderen Glyko-
syltransferasen, wie z.B. EryCIII aus der Dissertation von Thomas Schumacher, so zeigt sich 
eine ähnliche Enzymaffinität (1,3 mM für dTDP-Desosamin) wie zur UDP-Glucose (1,7 mM) 
oder dTDP-β-L-Rhamnose (1,0) bei SorF. Damit bewegen sich SorF und auch EryCIII in ei-
nem bereits für die Glykosyltransferasen GtfB (1,3 mM für UDP-Glucose) (Mulichak et al. 
2001) und GtfE (0,72 mM für UDP-Glucose)(Losey et al. 2002) beschriebenen Rahmen. Al-
lerdings war die maximale Reaktionsgeschwindigkeit von SorF im Vergleich zu EryCIII er-
heblich höher. Die maximale Reaktionsgeschwindigkeit Vmax des Donorsubstrat UDP-
Glucose war 115x größer als der Vmax-Wert von EryCIII mit dTDP-Desosamin. EryCIII ist 
allerdings eine hochspezifische Desosaminyltransferase, die auch keine mit SorF vergleichba-
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re Substratpromiskuität besitzt. 
3.5 Enzym-Modul-System für die in situ Regeneration von dTDP-
aktivierten Desoxyzuckern 
Ein Hauptziel dieser Arbeit war die Entwicklung eines Enzym-Modul-System (EMS), wel-
ches durch kombinatorische Biokatalyse die in situ Regeneration von dTDP-aktivierten Zu-
ckern erlauben sollte (Kapitel 1.4). Mit der Glykosyltransferase SorF und ihrem breiten Sub-
stratspektrum an dTDP-Zuckern (Kapitel 3.4.5) stand nun eine Glykosyltransferase zur Ver-
fügung, um das Prinzip des EMS zu testen.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 61: Das Enzym-Modul-System bestehend aus dem SuSy-Modul (A), dem Desoxyzucker-Modul (B) 
und dem Glykosyltransferase-Modul (C) ermöglichte die Synthese von Glucosyl-Sorangiosid (5), 6-Desoxy-4-
keto-glucosyl-Sorangiosid (7) und Rhamnosyl-Sorangiosid (6) mit in situ Regeneration der dTDP-aktivierten 
Desoxyzucker. 
Das in der Zielsetzung (Kapitel 1.4) dargestellte allgemeine Konzept für ein EMS zur Rege-
neration von dTDP-aktivierten Desoxyzuckern wird nun in den folgenden Unterkapiteln ver-
wirklicht (Abbildung 61). Die Enzyme SuSy (SuSy-Modul, A), RmlB, RmlC, RmlD (Deso-
xyzucker-Modul, B) und SorF (Glykosyltransferase-Modul, C) sind in den folgenden Unter-
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kapiteln EMS in wechselnden Kombinationen enthalten. Die breite Substratpromiskuität von 
SorF erlaubt dabei den Transfer sowohl von dTDP-α-D-Glucose als auch von dTDP-6-
Desoxy-4-keto-α-D-glucose und dTDP-β-L-Rhamnose, so dass EMS mit verschiedenen Zu-
sammensetzungen zum Transfer verschiedener Zucker möglich sind (dargestellt durch die 
Pfeile in Abbildung 61). Im Folgenden werden konkrete Beispiele für Enzym-Modul-Systeme 
vorgestellt und damit der „proof of concept“ für das Enzym-Modul-System erbracht. 
3.5.1 Kopplung des SuSy-Moduls mit dem Glykosyltransferase-Modul –
Enzym-Modul-System 1 (SuSy und SorF) 
Zunächst wurde untersucht, ob ein Enzym-Modul-System (EMS 1) mit in situ Regeneration 
der dTDP-Glucose, nur bestehend aus dem SuSy-Modul und dem Glykosyltransferase-Modul, 
möglich ist. Die Untersuchungen zur Substratpromiskuität von SorF, die die Akzeptanz von 
dTDP-Glucose gezeigt hatten, ermöglichten rein theoretisch eine solche Kopplung. Hierzu 
wurden SuSy und SorF aus den bereits beschriebenen Aufreinigungen verwendet (Kapitel 
3.2.1.2 und 3.2.2.1). Abbildung 33 zeigt den Aufbau des SuSy-SorF-Modul-Systems 1. Der 
EMS-Ansatz wurde nach 18 h gestoppt und die entstandenen Sorangioside per Festphasenex-
traktion aufgereinigt. Anschließend erfolgte die Analyse der Sorangioside mit HPLC-MS. Der 
Ansatz enthielt nur 0,14 mM dTDP, so dass ohne in situ Regeneration maximal 0,14 mM 
Glucosyl-Sorangiosid (d.h. 10% Umsatz) entstehen konnte. Der maximale Umsatz wurde 
durch die Sorangicin A-Konzentration von 1,4 mM beschränkt, so dass maximal 10 Zyklen 
ablaufen und dabei 1,4 mM Glucosyl-Sorangiosid entstehen konnten. In Abbildung 62 ist das 
Ergebnis der HPLC-MS-Analyse (Kapitel 6.3.3.6) dargestellt. Alle aus Sorangicin A entste-
henden Produkte wurden per HPLC-MS-Analyse verfolgt, und es konnte eine Ausbeute von 
97,2% bei der Produktion von Glucosyl-Sorangiosid festgestellt werden. Nur 1,7% Sorangicin 
A wurden nicht von SorF umgesetzt, so dass nahezu 1,4 mM Glucosyl-Sorangiosid hergestellt 
wurden und damit nahezu 10 Zyklen im Enzym-Modul-System abliefen. Somit war die in situ 
Regeneration von dTDP-Glucose mit einem Enzym-Modul-System, nur bestehend aus SuSy- 
und Glykosyltransferase-Modul (SorF), mit einer Zyklenzahl von 10 erfolgreich. 
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Abbildung 62: Produktion von Glucosyl-Sorangicin aus Sorangicin A und dTDP-Glc bei Kombination von  
SuSy und SorF im EMS 1, bestimmt anhand der relativen Peakflächen in der HPLC-MS (Kapitel 6.3.3.6). 
3.5.2 Kopplung des SuSy-Moduls mit dem Desoxyzuckermodul und Glyko-
syltransferase-Modul – Enzym-Modul-System 2 (SuSy, RmlB und SorF) 
In einem weiteren Ansatz wurde das zuvor beschriebene Enzym-Modul-System um ein En-
zym, die dTDP-Glucose-4,6-Dehydratase RmlB, erweitert (EMS 2). Damit sollte erneut der 
Zyklus des EMS ablaufen, diesmal aber dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose übertragen und re-
generiert werden, so dass 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid entsteht. Auch hier konnte 
bei der Untersuchung der Substratpromiskuität von SorF bereits vorher gezeigt werden, das 
SorF die dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose als Substrat akzeptiert. Allerdings handelte es sich 
um ein schlecht akzeptiertes Substrat, da die maximale Reaktionsgeschwindigkeit Vmax der 
untersuchten Substrate bei der dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose den kleinsten Wert besaß und 
auch die katalytische Effizienz 10mal kleiner war als bei der dTDP-Glc (Tabelle 56).  Abbil-
dung 34 zeigt den Aufbau des EMS 2 mit SuSy, SorF und RmlB. Erneut wurde der EMS-
Ansatz nach 18 h gestoppt, per Festphasenextraktion aufgearbeitet und mit der HPLC-MS-
Analytik analysiert. Auch hier waren maximal 10 Zyklen mit einem Maximalumsatz von 1,4 
mM (100%) 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid erreichbar. In Kapitel 6.3.3 ist das Ergeb-
nis der HPLC-MS-Analyse dargestellt. Alle aus Sorangicin A entstandenen Produkte wurden 
per HPLC-MS-Analyse verfolgt, und es konnte eine Ausbeute von 23% Glucosyl-Sorangiosid 
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und 2% 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid festgestellt werden (Abbildung 61). Damit 
wurde eine Zyklenzahl von etwas über 2 erreicht, wobei fast alle Zyklen bei der Produktion 
des Glucosyl-Sorangiosid durchlaufen wurden. Ein Großteil des Sorangicin A (75%) wurde 
nicht umgesetzt. Die in situ Regeneration mit der dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose war damit 
nur bedingt erfolgreich. Der Grund für die schlechte Umsetzung zum Glucosyl-Sorangiosid 
ist sicherlich, dass dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose nur ein schlechtes Substrat für SorF ist. 
Die maximale Reaktionsgeschwindigkeit war eher gering (Tabelle 56) und auch in der Zeit-
Ausbeutekurve beim Substratscreening (Abbildung 59) wurde eine maximal 50%ige Umset-
zung zum Produkt beobachtet. Allerdings war zumindest eine 50%ige Ausbeute an 6-Desoxy-
4-keto-glucosyl-Sorangiosid im EMS erwartet worden. Um den Transfer des sehr guten Sub-
strates dTDP-Glucose zu verringern, wurde ein deutlicher Überschuss an RmlB verwendet 
(100mal höhere Aktivität als SorF). Die größere Menge an gebildeter dTDP-6-Desoxy-4-
keto-glucose wurde aber nur sehr schlecht zum entsprechenden Sorangiosid umgesetzt. Ohne 
diese hohe RmlB-Aktivität wäre sicherlich noch deutlich mehr Sorangicin A mit dTDP-
Glucose zum Glucosyl-Sorangiosid umgesetzt worden, so dass mit dieser Hypothese sowohl 
die Existenz von 75% Sorangicin A als auch der geringe Transfer zum Glucosyl-Sorangiosid 
(25%) erklärt werden kann. Eine andere Möglichkeit für das Ergebnis in Abbildung 63 wäre 
eine SuSy-Inhibition durch dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose, aber diese hätte bei allen präpa-
rativen Synthesen mit SuSy und RmlB bemerkt werden müssen und ist daher auszuschließen. 
Das EMS 2 bedarf noch einiger Optimierung, um die gewünschten Umsätze zu erreichen.  
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Abbildung 63: Umsatzraten von Sorangicin A zu Glucosyl-Sorangiosid und 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-
Sorangiosid bei Kombination von SuSy, RmlB und SorF im EMS (bestimmt anhand der relativen Peakflächen 
in der HPLC-MS-Analytik). 
Außerdem wäre eine Produkthemmung von SorF durch das 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-
Sorangiosid möglich, sollte aber zumindest zur Bildung von nennenswerten Mengen des So-
rangiosids führen, wie dies bei der Untersuchung der Substratpromiskuität geschehen ist. Da 
keine größere Mengen an 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid beobachtet wurden, ist die 
Produkthemmung eher unwahrscheinlich. Eine pragmatische Lösung für die Produktion grö-
ßerer Mengen an 6-Desoxy-glucosyl-Sorangiosid wäre die Trennung des Reaktionsraums für 
die Nukleotidzuckersynthese vom Reaktionsraum für die Glykosyltransferasereaktion. Dies 
würde, wie bereits beim Substratscreening von SorF gezeigt (Kapitel 3.4.5), sicherlich zu hö-
heren Ausbeuten an glykosylierten Sorangiosiden führen. Eine weitere zu testende Möglich-
keit wäre der Start des EMS 2 mit dTDP-6-Desoxy-4-keto-α-D-glucose und nicht mit dTDP. 
Die Einordnung des EMS in die Literatur erfolgt im folgenden Kapitel. 
3.5.3 Kopplung des Susy-Moduls mit dem Desoxyzucker-Modul und Glyko-
syltransferase-Modul – das Enzym-Modul-System 3 (SuSy, RmlB, RmlC, 
RmlD und SorF) 
Nachdem das Enzym-Modul-System 1, bestehend aus SuSy und SorF, erfolgreich war und die 
in situ Regeneration der dTDP-Glucose gezeigt werden konnte, wurde nun ein Enzym-Modul-
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System, bestehend aus SuSy-, Desoxyzucker- und Glykosyltransferase-Modul, untersucht 
(Abbildung 61). Hierfür wurden die Enzyme SuSy, RmlB, RmlC, RmlD und SorF kombiniert 
( Abbildung 35). Durch die Verwendung katalytischer Mengen an dTDP (0,14 mM) und die 
Begrenzung der Sorangiosidsynthese durch das SorF-Substrat Sorangicin A (1,4 mM) waren 
erneut maximal 10 Zyklen des EMS möglich. Der Einbau des Desoxyzucker-Moduls in das 
funktionierende EMS, bestehend aus SuSy- und Glykosyltransferase-Modul, sollte rein theo-
retisch funktionieren, da das Produkt der beiden hinzukommenden Enzyme RmlC und RmlD, 
die dTDP-β-L-Rhamnose, laut Substratscreening und kinetischer Untersuchung ein gutes Sub-
strat für die Glykosyltransferase SorF darstellt (Tabelle 56).  
Für die Verwirklichung des EMS 3 wurden 4 verschiedene Ansätze (A, B, C und D) durchge-
führt, die jeweils unterschiedlich optimiert sind, aber alle aus den gleichen Enzymen im Su-
Sy-, Desoxyzucker- und Glykosyltransferase-Modul bestehen. Die EMS-Ansätze A-D wurden 
nach der Aufarbeitung per Festphasenextraktion mit der HPLC-MS-Analytik untersucht. Bei 
den maximal erreichbaren 10 Zyklen konnten maximal 1,4 mM (100%) Rhamnosyl-
Sorangiosid hergestellt werden. Das Ergebnis der verschiedenen Ansätze A-D des EMS 3 ist 
in Abbildung 64 dargestellt. Zunächst wird das Ergebnis von Ansatz A betrachtet. Alle aus 
Sorangicin A entstehenden Produkte wurden per HPLC-MS-Analyse verfolgt (Kapitel 
6.3.3.7). Bei Ansatz A konnte eine Synthese von 59% Glucosyl-Sorangiosid und 9% Rham-
nosyl-Sorangiosid detektiert werden, wobei 24,6% als Sorangicin A verblieben und nicht um-
gesetzt wurden (Abbildung 64). Damit konnte zwar eine Zyklenzahl von ~7 erreicht werden 
(für Glucosyl-Sorangiosid), allerdings wurden nur ca. 9% des gewünschten Produktes Rham-
nosyl-Sorangiosid produziert. Ansatz A wurde mit gleichen Enzymaktivitäten an SuSy, 
RmlB, RmlC und RmlD (jeweils 1 U/mL) durchgeführt, um keinerlei Anhäufung eines der 
Zwischenprodukte, also dTDP-Glucose oder dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose, zu ermögli-
chen.  
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Abbildung 64: Produktion von Glucosyl-Sorangiosid, 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid und Rhamnosyl-
Sorangiosid aus Sorangicin A und dem entsprechenden dTDP-Zucker bei Kombination von SuSy, RmlB, RmlC, 
RmlD und SorF im EMS 3 (bestimmt anhand der relativen Peakflächen in der HPLC-MS-Analytik, siehe Kapitel 
6.3.3.7). 
Auch diese Zwischenprodukte sind nach den Ergebnissen des Substratscreenings (Kapitel 
3.4.5) und den kinetischen Messungen (Tabelle 56) Substrate der Glykosyltransferase SorF, 
und die dTDP-Glc ist den kinetischen Daten nach zu urteilen ein deutlich besseres Substrat als 
die dTDP-β-L-Rhamnose. Die dTDP-Glc hat die höchste Affinität zu SorF und die katalyti-
sche Effizienz von SorF ist bei der dTDP-Glucose 13mal größer als bei der dTDP-β-L-
Rhamnose. Das in Abbildung 64 für Ansatz A dargestellte Ergebnis mit der Produktion von 
nur wenig Rhamnosyl-Sorangiosid ist daher leicht erklärlich, denn entstehende dTDP-
Glucose wurde von SorF bevorzugt umgesetzt. Abbildung 64 verdeutlicht das Problem der 
Bevorzugung anderer dTDP-aktivierter Zucker vor der dTDP-β-L-Rhamnose durch die große 
Substratflexibilität von SorF. Aufgrund der in Abbildung 64 dargestellten Umsetzung im An-
satz A wurde die Aktivität der beteiligten Enzyme im Ansatz variiert (Ansatz B). Hierbei 
wurden die Aktivitäten von RmlB (5x), RmlC (2,4x) und RmlD (2,4x) gegenüber SorF im 
Vergleich zu Ansatz A deutlich erhöht, um die Anreicherung an dTDP-Glucose zu verhin-
dern, so dass die Glykosyltransferase SorF hauptsächlich dTDP-β-L-Rhamnose für den Trans-
fer vorfindet. Aus diesem Grund und da das Produkt von RmlB, die dTDP-6-Desoxy-4-keto-
glucose, darüber hinaus auch deutlich schlechter akzeptiert wurde als die anderen am EMS 
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beteiligten dTDP-aktivierten Zucker, wurde die Aktivität der dTDP-Glucose-4,6-Dehydratase 
besonders erhöht. Das Verhältnis RmlB zu SorF liegt bei Ansatz B bei 38,5 (5 U/ml:0,13 
U/ml). Nach 18 h Inkubationszeit und Aufreinigung der Sorangioside per Festphasenextrakti-
on erfolgte erneut die HPLC-MS-Analyse und das in Abbildung 64 gezeigte Ergebnis für An-
satz B wurde erzielt. Es wurden 57% Rhamnosyl-Sorangiosid, 32% Glucosyl-Sorangiosid und 
6% 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid erhalten. Die Produktion von 6-Desoxy-4-keto-
glucosyl-Sorangiosid spielte kaum eine Rolle, während das SorF-Substrat mit der höchsten 
Enzymaffinität, die dTDP-Glucose, noch zu 30% umgesetzt wurde. Mit 57% Rhamnosyl-
Sorangiosid konnten mit Ansatz B nahezu 6 Zyklen durchlaufen werden, so dass der „proof of 
principle“ für die in situ Regeneration dTDP-aktivierter Zucker mit dem Enzym-Modul-
System bestehend aus SuSy, RmlB, RmlC, RmlD und SorF erbracht werden konnte. Addiert 
man die Umsätze der entstandenen Sorangioside (95%), so zeigt sich, dass insgesamt über 9 
von maximal möglichen 10 Zyklen mit dTDP durchlaufen wurden. Die Optimierung durch 
Verwendung von mehr RmlB, RmlC und RmlD war damit als voller Erfolg für die Anwen-
dung des EMS zu betrachten. 
Eine weitere Optimierung des EMS 3 wurde durchgeführt, indem im Vergleich zu Ansatz B 
die eingesetzte Menge an SorF halbiert und die eingesetzte Menge an RmlB noch einmal ver-
doppelt wurde (Ansatz C). Damit lag das Verhältnis zwischen RmlB und SorF nun bei 154 
(10 U/ml:0,065 U/ml). Mit der Verringerung der SorF-Aktivität im Ansatz sollte versucht 
werden, die Glykosyltransferase-Aktivität auf das am stärksten gebildete Substrat, dTDP-β-L-
Rhamnose, zu konzentrieren, und durch die erneute Erhöhung der RmlB-Aktivität sollte die 
Menge an zur Verfügung stehender dTDP-Glucose weiter verringert werden, damit noch we-
niger Glucosyl-Sorangiosid gebildet wird. Das RmlB-Produkt dTDP-6-Desoxy-4-keto-
glucose wird von SorF nur ungern transferiert (Kapitel 3.4.5), so dass die RmlB-Erhöhung 
ohne gleichzeitige Erhöhung der nachfolgenden Enzyme RmlC und RmlD durchgeführt wur-
de. Das Ergebnis der Optimierung (Ansatz C) ist in Abbildung 64 dargestellt. Die Optimie-
rung in Ansatz C führte zu einer Vergrößerung der gebildeten Menge an Rhamnosyl-
Sorangiosid und hatte damit den gewünschten Effekt. Die Ausbeute an Rhamnosyl-
Sorangiosid stieg auf 61% (Ansatz B: 57%), so dass jetzt über 6 Zyklen im EMS zur Produk-
tion von Rhamnosyl-Sorangiosid mit in situ Regeneration der dTDP-β-L-Rhamnose abliefen. 
Gleichzeitig sank die Menge an Glucosyl-Sorangiosid von 32% auf 30% und es wurde kein 6-
Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid mehr gebildet (Ansatz B: 6%). Die Tatsache, dass kein 
6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid mehr gebildet wurde, zeigte deutlich, dass die Reduk-
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tion von SorF zu einer Konzentration auf den am stärksten gebildeten dTDP-aktivierten De-
soxyzucker dTDP-β-L-Rhamnose führte. Gleichzeitig nahm die Menge an gebildetem Gluco-
syl-Sorangiosid zumindest geringfügig ab. Addiert man die Umsätze der beiden gebildeten 
Sorangioside (91%), so wurden erneut über 9 Regenerationszyklen der dTDP-aktivierten De-
soxyzucker erreicht.  
In einem letzten Ansatz (Ansatz D) wurde versucht, das EMS noch ökonomischer zu machen, 
indem das teure NADH, das die 4-Ketoreduktase RmlD verbraucht, durch die Formiat-
Dehydrogenase (FDH) aus Candida bodinii regeneriert wird (Abildung 65). Zuvor wurde dies 
bereits bei der Synthese von dTDP-β-L-Rhamnose aus dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose mit 2 
Enzymen (RmlC und RmlD) gezeigt(Elling et al.2005), aber in einem Enzym-Modul-System  
Abildung 65: EMS 3-Ansatz D mit zusätzlichem Recycling von NADH mit der Formiat-Dehydrogenase (FDH) 
aus Candida Bodinii (in rot).  
Mit gleichzeitig 5 weiteren Enzymen wurde dies jedoch noch nicht versucht. Bei diesem An-
satz musste allerdings die RmlC- und RmlD-Aktivität verringert werden, um ohne Änderung 
des Ansatzvolumens die FDH und Ammoniumformiat zu verwenden. Das Ergebnis in Abbil-
dung 64 zeigt, dass auch die gleichzeitige in situ Regeneration von dTDP-β-L-Rhamnose und 
NADH möglich und erfolgreich war. Die Mengen der gebildeten Sorangioside zeigten nur 
kleine Veränderungen. Es wurden insgesamt 53% Rhamnosyl-Sorangiosid gebildet, so dass 
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über 5 Zyklen des Recycling von dTDP-β-L-Rhamnose erfolgreich abliefen. Dies entsprach 
nur einer um ca. 10% (oder 1 Zyklus) geringeren Ausbeute als in den Ansätzen B und C ohne 
NADH-Regeneration. Erwartungsgemäß wurde durch die Verringerung an RmlC und RmlD 
dTDP-6-Deoxy-4-keto-glucose angehäuft, so dass der Anteil an gebildetem 6-Desoxy-4-keto-
glucosyl-Sorangiosid auf 17% anstieg. Der Anteil an Glucosyl-Sorangiosid (26%) und an 
Substrat Sorangicin A (4%) blieb nahezu unverändert. Auch hier führte die Addition der ge-
bildeten Sorangioside (86%) zu nahezu 9 Regenerationszyklen des eingesetzten dTDP, wobei 
mit deutlicher Mehrheit das gewünschte Rhamnosyl-Sorangiosid gebildet werden konnte. 
Die Optimierung der Ansätze nach dem nur wenig erfolgreichen Ansatz A hat zu hohen Aus-
beuten des gewünschten Produktes Rhamnosyl-Sorangiosid geführt, so dass mit Zyklenzahlen 
von 6 (Ansatz B und C) für dDP-β-L-Rhamnose und einer Gesamtzyklenzahl von 9 (bei Be-
trachtung aller gebildeten Sorangioside) die in situ Regeneration von dTDP-aktivierten Zu-
ckern erfolgreich durchgeführt werden konnte. Für eine weitere Optimierung und Erhöhung 
der Menge an Rhamnosyl-Sorangiosid wäre neben dem hier verwendeten rationalen Vorge-
hen auch die Verwendung eines genetischen Algorithmus eine sinnvolle Alternative (Hoh et 
al. 2002). Da nach bisherigem Wissen aber die Zahl an Glykosyltransferasen, die die Zwi-
schenprodukte der Biosynthesewege ihrer Substrate übertragen, gering ist, weil ansonsten die 
Endprodukte dieser Biosynthesewege selten oder niemals an Naturstoffen glykosyliert vorge-
funden worden wären, ist das EMS aller Voraussicht nach universell mit hohen Ausbeuten 
mit vielen Glykosyltransferasen einsetzbar.  Ausnahmen wie die Übertragung eines 4-Keto 
Zuckers beim Balhimycin sind bereits erwähnt worden (Kapitel 3.4.5), aber da im Balhimycin 
Cluster die finale Ketoreductase fehlt, stellt der 4-Keto-Zucker das Endprodukt seines Biosyn-
theseweges dar (Walsh, Freel Meyers et al. 2003). Einschränkungen der Ausbeute aufgrund 
der hohen Substratpromiskuität der Glykosyltransferase, wie sie bei dem hier vorgestellten 
EMS auftreten, sind eher unwahrscheinlich. Bei einer Glykosyltransferase ohne große Sub-
stratpromiskuität sind aufgrund der nicht stattfinden Nebenreaktion sogar deutlich höhere 
Zyklenzahlen und Umsätze zu erwarten. Die in situ Regeneration von dTDP-aktivierten Zu-
ckern mit vielen verschiedenen Enzymen zusammen in einem Ansatz konnte gezeigt werden, 
und damit das „proof of principle“ für das Enzym-Modul-System erbracht werden. Durch 
Variation der Enzyme im Desoxyzucker-Modul oder durch die Verwendung anderer Aglyka 
und anderer Glykosyltransferasen können jetzt schnell und mit geringem Aufwand neue, hof-
fentlich bioaktive, Verbindungen in vitro hergestellt oder Glykosyltransferasen charakterisiert 
werden. 
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Für dTDP-aktivierte Desoxyzucker stellt das hier vorgestellte EMS das erste Beispiel einer in 
situ Regeneration dar. Durch Vorarbeiten hierfür konnte bereits gezeigt werden, das das Su-
Sy-Modul mit dem Desoxyzucker-Modul verbunden werden konnte (Elling et al. 2005), so 
dass die ökonomische Synthese dTDP-aktivierter Zucker durch kombinatorische Biokatalyse 
ausgehend von dTMP und Saccharose möglich war (Kapitel 3.3). Allerdings wurden die Mo-
dule getrennt nacheinander eingesetzt, da bei der Kombination aller Enzyme (dTMP-Kinase, 
RmlB, RmlC und RmlD) Feedback-Inhibierung durch das Endprodukt dTDP-β-L-Rhamnose 
eintrat (nur 32% Syntheseausbeute) (Elling et al. 2005). Dies wurde auch bei der präparativen 
Synthese der dTDP-β-L-Rhamnose in dieser Arbeit berücksichtigt (Kapitel 3.3) und die Mo-
dule getrennt eingesetzt. Bei der Etablierung des EMS in dieser Arbeit wurde eine Eintopf-
Strategie zur in situ Regeneration der dTDP-aktivierten Desoxyzucker verwendet. Dabei 
spielte die Feedback-Inhibierung durch dTDP-β-L-Rhamnose keine Rolle, da der aktivierte 
Zucker sofort von der Glykosyltransferase SorF auf Sorangicin A übertragen wurde. Auch die 
dTDP-Glucose 4,6-Dehydratase RmlB wurde von dTDP nicht inhibiert, da nur katalytische 
Mengen verwendet werden mussten, weil dTDP auch Produkt der Glykosyltransferasereakti-
on ist (Abbildung 26) und somit bei Durchlaufen des Zyklus immer nachproduziert wurde. 
Auch Thomas Schumacher (Schumacher 2005) konnte in seiner Dissertation zumindest die 
teilweise Verknüpfung der Enzym-Module zeigen. Er verwendete die Desosaminyl-
Transferase EryCIII zum Transfer von dTDP-D-Desosamin auf MEB (Mycarosyl-
Erythronolid B) und das dabei freiwerdende dTDP als Substrat für SuSy und damit zur Pro-
duktion von dTDP-Glucose und dTDP-6-Desoxy-4-keto-Glucose (mit RmlB). Damit konnte 
er die Verknüpfung des Glykosyltransferase-Moduls (EryCIII) mit dem SuSy-Modul (SuSy) 
durch die Synthese von dTDP-Glucose zeigen. Eine weitere Kombination von EryCIII und 
SuSy mit RmlB war ebenfalls erfolgreich und es konnte dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose pro-
duziert werden. Damit war die Kombination von Glykosyltransferase-, SuSy- und Desoxyzu-
cker-Modul erfolgreich, aber ein Schließen des Zyklus mit in situ Regeneration war nicht 
möglich, da die Glykosyltransferase EryCIII keine dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose überträgt 
und die Enzyme zur dTDP-Desosamin Synthese nicht zur Verfügung standen. Das System der 
in situ Regeneration von dTDP-aktivierten Zuckern ist insbesondere in direktem Vergleich 
mit der „in vitro glycorandomization“ (IVG) von Thorson (Thorson et al. 2004; Albermann et 
al. 2003; Fu et al. 2003) von Vorteil. Die mühsame chemische Synthese von Glucose-1-
phosphat-Derivaten und deren Aktivierung zu dTDP-aktivierten Zuckern mit der Py-
rophosphorylase RmlA und die anschließende Isolierung der Zucker entfällt, da die benötig-
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ten Zucker im Desoxyzucker-Modul hochflexibel mit den spezifischen Enzymen produziert 
und mit Glykosyltransferasen übertragen werden. Inhibitionen durch die bei der Verwendung 
von RmlA entstehenden Pyrophosphate spielen bei der Verwendung von in situ Regenerati-
onssystemen mit SuSy keine Rolle. Darüber hinaus sind L-Zucker durch die Verwendung von 
(3,)5-Epimerasen im Desoxyzucker-Modul zugänglich, was mit der alleinigen Verwendung 
von RmlA für Thorson et al. nicht möglich ist. Ein weiteres System von Eguchi et al. und 
Thorson et al. zur Glykosylierung von Naturstoffen nutzt die Reversibilität von Glyko-
syltransferase-katalysierten Reaktionen (Minami et al. 2005; Zhang et al. 2006). Die 3-O-
Methyl-L-rhamnose Glykosyltransferase CalG1 katalysiert auch die Rückreaktion des Zucker-
transfers auf das Calicheamycin Aglykon, so dass neben der Möglichkeit der Produktion von 
dTDP-3-O-Methyl-L-rhamnose dieser Ansatz insbesondere aufgrund der hohen Promiskuität 
von CalG1 den Austausch der 3-O-Methyl-L-rhamnose mit einigen anderen Zuckern zuließ 
(Zhang et al. 2006, Melancon et al. 2006; Walsh 2006). Mit dieser Methode konnten mit den 
10 bekannten CalG1 Substraten (Tabelle 3) 70 verschiedene Calicheamycin- und auch Van-
comycin-Derivate (mit GtfD und GtfE) produziert werden. Durch die Anwesenheit zweier 
von der Glykosyltransferase akzeptierter Aglyka, war auch der Zuckeraustausch über die re-
versible Rückreaktion der Glykosyltransferase möglich. Durch die Einbeziehung weitere 
Aglyka und Glykosyltransferasen (GtfD und GtfE, Vancomycin) war dann sogar der Aglyko-
naustausch zwischen dem CalG1 und dem GtfE-System in einer Eintopf Reaktion möglich. 
Da das Gleichgewicht dieser Glykosyltransferasereaktionen allerdings auf der Seite der gly-
kosylierten Produkte liegt, sind die Ausbeuten bei den Kombinationen zweier Glykosyltrans-
ferasen eher gering (maximal 48%, in einem weiteren Beispiel 27%). Ein Vergleich der Rück-
reaktion der Naturstoff-Glykosyltransferasen mit der Rückreaktion der pH-abhängigen Pflan-
zen-Glykosyltransferase SuSy (Abbildung 15) ist in diesem Zusammenhang nicht möglich. 
Während SuSy bei der Synthese Wechselzahlen (μmol Produkt/μmol Enzym) von 33000 und 
440 erreicht (Elling et al. 2005), konnte bei der Calicheamycin Glykosyltransferase aufgrund 
der eingesetzten sehr hohen Enzymkonzentrationen nur Wechselzahlen zwischen 5 und 10 
erreicht werden. Damit ist ein Zugang zu aktivierten Desoxyzuckern nur sehr bedingt möglich 
und auch nur unter der Voraussetzung sehr viel Enzym und Substrat (glykosylierter Natur-
stoff) einzusetzen. Trotzdem bietet diese Methode die Möglichkeit einen Zucker an einem 
glykosylierten Aglyka auszutauschen oder den Zucker zwischen verschiedenen Aglyka zu 
transferieren. Auch bei dieser Methode vermeidet man die aufwändige Synthese und Aufrei-
nigung der dTDP-aktivierten Desoxyzucker, hat aber nicht annähernd die Variationsmöglich-
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keiten zur Verfügung, die die kombinatorische Biokatalyse bietet. Einen präparativer Zugang 
zu neuen, glykosylierten Aglyka oder seltenen aktivierten Zuckern, wird bei dieser Methode 
aber kaum möglich und immer mit unterdurchschnittlichen Ausbeuten verbunden sein 
(<<50%), da die Glykosyltransferasereaktionen allgemein deutlich auf der Produktseite (gly-
kosylierter Naturstoff) liegen. Eine Steuerung der Syntheserichtung z.B. über den pH wie bei 
der unter den Leloir Glycosyltransferasen einzigartigen SuSy {Elling, 1993 #790} ist für an-
dere Glykosyltransferasen nicht beschrieben.      
Bis dato handelt es sich bei der mit dem EMS durchgeführten in situ Regenerationen um das 
einzige Beispiel für ein in situ Regenerationssystem von dTDP-aktivierten Zuckern. Weitere 
Beispiele für in situ Regenerationssystemen mit aktivierten Zuckern sind in der Einleitung 
beschrieben (Kapitel 1.3.5).   
Den größten und einzigen Aufwand bei der Verwendung des EMS stellte sicherlich die Auf-
reinigung aller am EMS beteiligten Enzyme dar, und in den folgenden Kapiteln wird eine 
Strategie aufgezeigt, mit der die Verwendung des EMS durch Immobilisierung der beteiligten 
Enzyme noch einfacher und schneller wird. Mit der Etablierung des Enzym-Modul-Systems 
konnte ein hochflexibles Werkzeug zur Glykosylierung verschiedenster Aglyka entwickelt 
werden, indem einfach Glykosyltransferasen, Aglyka oder Enzyme im Desoxyzucker-Modul 
(und damit die zu übertragenden Zucker) variiert wurden. Auch die schnelle Charakterisie-
rung der Glykosyltransferasen (z.B. Donor- und Akzeptorpromiskuität) ist mit dem EMS 
möglich.  
3.6 Immobilisierung von RmlC-His, RmlD-His, dTMP-Kinase und 
SuSy 
Nachdem im vorherigen Kapitel die Funktionsfähigkeit des EMS mit in situ Regeneration der 
dTDP-aktivierten Zucker gezeigt werden konnte, wurden nun Wege zur Vereinfachung der 
Anwendung durch Immobilisierung der beteiligten Enzyme gesucht. Die mit dem EMS er-
reichte Flexibilität und Geschwindigkeit sollte durch Anwendung von Immobilisierung kon-
sequent weiter geführt werden, da die Aufreinigung aller beteiligten Enzyme den mit Abstand 
zeitaufwändigsten Schritt bei der Anwendung des EMS darstellte.  
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3.6.1 Diskontinuierliche Messung von immobilisiertem RmlC und RmlD im 
Mikrotiterplattenfotometer 
RmlC und RmlD wurden für eine vereinfachte Aufreinigung mit einem His-Tag ausgestattet 
(Kapitel 3.1.1). Diese beiden His-getaggten Enzyme wurden neben der Säulenaufreinigung 
mit Ni2+-NTA-Agarose für die Synthese der Nukleotidzucker (Kapitel 3.2.1.4) nun mit Ni2+-
NTA-Magnet-Beads verwendet, um zu untersuchen, ob sich die Enzyme mit den Ni2+-NTA-
Magnet-Beads aufreinigen lassen und ob sie im immobilisierten Zustand Aktivität besitzen.  
Hierzu wurde ein Mikrotiterplattenfotometertest verwendet, der auf der NADH-Abnahme 
durch die 4-Ketoreduktase RmlD beruhte (Abbildung 3). Nach der Enzymimmobilisierung an 
den Magnet-Beads wurden qualitative Tests im Mikrotiterplattenfotometer mit jeweils 50 μl, 
25 μl und 10 μl Bead-Suspension (5% v/v) durchgeführt, um die Aktivität der Enzyme im 
immobilisierten Zustand zu untersuchen. 
Abbildung 66: Aufsicht auf 2 Wells einer Mikrotiterplatte mit Ni2+-NTA Magnet Beads, die sich am Boden als 
schwarzer Bodensatz abgesetzt haben und damit den Strahlengang blockieren. 
Nach Start der Messung mussten die Beads für jeden Messpunkt abgetrennt werden, da sich 
die schwarzen Beads am Boden jedes Wells absetzten und damit den Strahlengang im Mikro-
titerplattenfotometer für eine Messung durch den Well blockierten (Abbildung 66). Für die 
Abtrennung der Magnet-Beads wurde ein auch kommerziell erhältlicher Standard Magnet-
Separator für 96-Platten verwendet (z.B. von Qiagen oder Novagen, United States Patent, 
Patent Nr. 5,779,907;    Abbildung 36). Für jede Endpunktmessung mussten für jedes Well 
(also jede Probe) im Abstand von einer Minute die Beads mit dem Standard Magnet-
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Separator abgetrennt, das Ansatzvolumen in einen Nachbar-Well pipettiert, die Messung im 
Fotometer durchgeführt, das Ansatzvolumen wieder zu den immobilisierten Enzymen pipet-
tiert und die Mikrotiterplatte zur weiteren Inkubation bei 30°C wieder in das Mikrotiterplat-
tenfotometer gegeben werden (Abbildung 71). In Abbildung 67 ist das Ergebnis der qualitati-
ven Aktivitätsbestimmung von RmlC und RmlD im immobilisierten Zustand dargestellt. 
Abbildung 67: Qualitativer diskontinuierlicher Aktivitätstest der Umsetzung von dTDP-6-Desoxy-4-keto- 
glucose zu dTDP-β-L-Rhamnose mit an Ni2+-NTA Magnet Beads immobilisiertem RmlC-His und RmlD-His. 
Jeder Punkt stellt einen Messpunkt dar nach Überführung des Überstands in eine MT-Platte. RmlC und RmlD 
wurden separat auf die Beads immobilisiert. Die Legende gibt die Beadsuspensionen mit immobilisiertem 
RmlC/RmlD in μl an. 
Abbildung 67 zeigt, dass die beiden an Magnet-Beads immobilisierten Enzyme RmlC und 
RmlD eine deutliche Aktivität bei der Umsetzung von dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose zu 
dTDP-β-L-Rhamnose besaßen. Mit abnehmender Bead-Menge der beiden Enzyme sank auch 
die Steigung zu Beginn der Reaktion, d.h. mit jeweils 50 μl RmlC- und RmlD-Bead-
Suspension nahm die eingesetzte NADH-Menge am schnellsten ab (Abbildung 67). Damit 
konnte die Aktivität von RmlC-His und RmlD-His im an Ni2+-NTA-Magnet-Beads immobili-
sierten Zustand eindeutig gezeigt werden, zumal die Kontrollen ohne Beads, ohne NADH 
oder ohne Substrat negativ waren.  
Die Ni2+-NTA-Beads waren zwar zur Erleichterung der Aufreinigung von His-getaggten Pro-
teinen gedacht, allerdings sollten die Proteine nach der Abtrennung des Rohextrakts wieder 
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von den Beads eluiert werden. Eine Verwendung der Proteine im immobilisierten Zustand 
war von Qiagen nicht vorgesehen (Ni2+-NTA-Magnetic-Agarose-Beads Handbook, Qiagen, 
Hilden, Ausgabe 12/2001) und dementsprechend existiert auch kein Protokoll für eine solche 
Anwendung. Die Verwendung von immobilisierten Proteinen bietet hingegen viele Vorteile. 
Neben einer einfachen Dosierung der hochkonzentrierten Enzyme besitzen die Beads in am 
Magnet gebundenen Zustand eine besonders hohe Aktivität aufgrund der räumlichen Nähe 
der aktiven Zentren, so dass das Substrat sehr schnell umgesetzt werden kann. Darüber hinaus 
können die Enzyme mehrfach hintereinander für die Synthese verwendet werden, in einem 
dem repetitive-batch ähnlichen Verfahren (Magnet-repetitive-batch), bei dem statt Ultrafiltra-
tion eine Magnetabtrennung der Enzyme erfolgt (Abbildung 68). Gerade der Austausch von 
Ultrafiltration gegen Magnetseparation bedeutet einen großen Vorteil, da das Denaturieren der 
Enzyme bei mehrtägigen repetitive-batch-Synthesen zu langen Ultrafiltrationszeiten führt, die 
einen bedeutenden Zeitfaktor darstellen (Günther 2001). Auch für automatisierte Prozesse  
 
 
Abbildung 68: Magnet-repetitive-Batch Verfahren zur Synthese mit Magnet-immobilisierten Enzymen. Nach 
dem Syntheseschritt (der auch im magnetisierten Zustand erfolgen kann) folgt die Entnahme der Produktlösung 
und nach Einfüllen der Substratlösung kann der nächste Syntheseschritt wieder von vorne beginnen. 
bieten magnetisch immobilisierte Enzyme aufgrund der vereinfachten Handhabung Vorteile, 
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die bei permanent magnetisierten, immobilisierten Enzymen (wie beim MAGICA-Separator 
im Mikrotiterplattenfotometer) nur noch in der Entnahme von Produktlösung und Zugabe der 
Substratlösung besteht.Die Verwendung der immobilisierten Enzyme im Mikrotiterplattenfo-
tometer mit dem Standard Magnet-Separator hatte jedoch einige Nachteile. Für jeden Mess-
punkt waren, wie oben beschrieben, aufwändige Pipettierschritte notwendig. Bei jedem Pipet-
tierschritt blieb etwas Assayflüssigkeit an Spitzen und in den Wells zurück, so dass nach 10 
Messpunkten statt 100 μl Assayvolumen nur noch ca. 60 μl Assayvolumen übrig blieben. 
Durch solche Volumenschwankungen waren quantitative Aussagen zum einen kaum möglich 
und zum anderen Messungen mit mehr als 5-10 Messpunkten nicht durchführbar, da ansons-
ten das zu messende Assayvolumen zu klein wurde. Außerdem sind bei den Standard Magnet-
Separatoren (z.B. 96-well Magnet Typ A, Qiagen) die einzelnen Magnete zu lang. Dies führt 
bei dem Standardarbeitsvolumen von 100 μl dazu, dass sich ein Teil der Magnet-Beads au-
ßerhalb der Flüssigkeit in den Wells befindet (Magnet-Beads werden durch die Magnete aus 
der Flüssigkeit gezogen) und damit alle quantitativen Messungen verfälscht werden.  
Die Nachteile des Standard-Magnet-Separators und insbesondere der Aufwand bei der Benut-
zung des Standard-Magnet-Separators führte zur Entwicklung eines vollkommen neuartigen 
Separatortyps. 
3.6.2 Entwicklung des MAGICA-Separators 
Der MAGICA (MAGnetic Immobilized Continuous Assay)-Separator wurde entwickelt, um 
kontinuierliche Messungen im Mikrotiterplattenfotometer durchzuführen. Kontinuierliche 
Messungen sind mit dem oben beschriebenen Standard-Magnet-Separator nicht möglich. 
Durch Anpassung der Separatorplatte an die kommerziell erhältlichen Mikrotiterplatten wird 
ein Einsetzen des Separators unter die Mikrotiterplatte ohne hervor- oder abstehenden Rand 
des Separators möglich, so dass der MAGICA-Separator mit der 96-well-Mikroplatte in das 
Mikrotiterplattenfotometer eingebracht werden kann. Durch den offenen Boden unter jedem 
Well wird die kontinuierliche Messung z.B. von immobilisierten Enzymen direkt im Fotome-
ter möglich, da die immobilisierten Proteine dauerhaft am Rand des Wells magnetisch arre-
tiert werden und damit den Strahlengang freigeben (Abbildung 69). Damit wird dann z.B. die 
direkte Aufnahme von Kinetiken von immobilisierten Enzymen möglich und durch das Ein-
setzen des MAGICA-Separators im Fotometer wird gegenüber kommerziell erhältlichen Se-
paratoren die Pipettierarbeit deutlich verringert. Durch eine seitliche Halterung (federndes 
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Druckstück) des Separators an der Fotometerplatte ist der MAGICA-Separator auch sehr gut 
für Automatisierung mit Pipettierrobotern z.B. für industrielle High-Throughput-Screening-
Anwendungen geeignet. Die Verwendung von kleinen (nur 5 mm Höhe), aber sehr starken 
Magneten (aus NdFeB, dem stärksten verfügbaren Magnetmaterial) erlaubt auch das Arbeiten 
mit sehr kleinen Volumina (<50 μl), was mit den langen Magneten der kommerziellen Sepa-
ratoren unmöglich ist (Rupprath und Elling 2006, Patentanmeldung). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 69: Immobilisierte Magnet Beads geben im MAGICA-Separator den Strahlengang für eine Messung 
im Mikrotiterplattenfotometer frei, sie werden durch den Magneten an den Rand der Wells gezogen und durch 
die Löcher in der Bodenplatte des MAGICA Separators werden Fotometermessungen möglich. 
Die MAGICA-Separatorgrundplatte kann nicht nur für 96-well-Platten, sondern auch durch 
entsprechende Verkleinerung bzw. Vergrößerung des Prinzips für 24-, 48- oder 384- Fotome-
terplatten angewendet werden. Da viele verschiedene Arten von Magnet-Beads kommerziell 
erhältlich sind, z.B. His-Tag-, Chitin-, Protein A-, Protein G-, Streptavidin-, oder Antikörper-
Magnet-Beads, kann eine Vielzahl von immobilisierten Proteinen mit dem MAGICA-
Separator in direkter Weise kontinuierlich fotometrisch vermessen werden (Safarik und Safa-
rikova 2004; Zhao und Lin 2005; Alderton et al. 1992). Mit funktionalisierten, z.B. Amino- 
oder Carboxylgruppen-Magnet-Beads, die eine chemische Kopplung nicht nur von Proteinen, 
sondern auch von niedermolekularen Substanzen (z.B. Zuckern) ermöglichen, werden durch 
die Verwendung des MAGICA-Separators auch diese magneto-immobilisierten Biomoleküle 
für die kontinuierliche Analytik zugänglich. Durch die Verwendung von Magnet-Beads zur 
Zellseparation von z.B. menschlichen oder tierischen Zellen wird auch die kontinuierliche 
Verfolgung der Zell Separation im Fotometer möglich und außerdem können Anwendungen 
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wie eine immobilisierte Ganzzell-Biotransformation kontinuierlich fotometrisch verfolgt und 
damit präzise analysiert werden. Darüber hinaus kann der MAGICA-Separator mit einer Mik-
roplatte nicht nur im Fotometer, sondern auch in CE-, GC- oder HPLC-Analytikgroßgeräte 
eingesetzt werden, so dass auch immobilisierte Proteine, die nicht fotometrisch analysiert 
werden können, mit anderen Methoden untersucht werden können (z.B. für Aktivitätsmes-
sungen von Enzymen, die keine fotometrisch aktiven Substrate/Produkte verbrauchen bzw. 
produzieren). Mit den oben gezeigten, im immobilisierten Zustand aktiven Enzymen RmlC 
und RmlD wird im folgenden Kapitel die Funktionsfähigkeit des MAGICA-Separators de-
monstriert. 
Der MAGICA-Separator wurde aufgrund seiner zahlreichen Vorteile und der Ermöglichung 
neuer Messungen mit magnetischen Beads zum Patent als „Magnetsepaparator für kontinuier-
liche Messungen im Mikrotiterplattenfotometer“ angemeldet (Rupprath und Elling 2006).  
3.6.3 Kontinuierliche Messung der Aktivität von immobilisiertem RmlC und 
RmlD im Mikrotiterplattenfotometer 
Nachdem in Kapitel 3.6.3 die Aktivität der Magnet-immobilisierten Enzyme RmlC und RmlD 
mit dem Standard-Magnet-Separator gezeigt werden konnte, wurde nun die Funktionsfähig-
keit des MAGICA-Separators durch kontinuierliche Messungen im Mikrotiterplattenfotome-
ter demonstriert. Der Aktivitätstest war sehr ähnlich dem bereits durchgeführten Aktivitätstest 
mit immobilisiertem RmlC/RmlD und dem Standard-Magnet-Separator. Der Unterschied war 
die quantitative Messung der Enzymaktivität mit dem MAGICA-Separator gegenüber der 
qualitativen Messung mit dem Standard-Separator (Kapitel 3.6.3). Hierfür wurde die Bead-
Menge eines der beiden beteiligten Enzyme reduziert, während die Bead-Menge des anderen 
Enzyms konstant gehalten wurde. Mit größeren Bead-Mengen beider Enzyme beobachtet man 
eine starke Abnahme der Absorption, während sich die Absorptionsabnahme bei Limitierung 
eines der beiden Enzyme deutlich abschwächt (Abbildung 70). Die Kontrollen ohne Beads 
oder ohne Substrat zeigten keinerlei Absorptionsabnahme. Die Enzymaktivität der beiden an 
Magnet-Beads immobilisierten Enzyme konnte bestimmt und durch eine Bestimmung der 
Proteinkonzentration (Bradford 1976) nach der Enzymelution auch die spezifische Aktivität 
beider Enzyme berechnet werden. 
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Abbildung 70: Kontinuierlicher Aktivitätstest mit immobilisiertem RmlC und RmlD im Mikrotiterplattenfotome-
ter durch Verwendung des MAGICA-Separators. Im Diagramm ist die NADH Absorptionsabnahme mit der Zeit 
dargestellt bei 1. einer Kontrolle ohne dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose (waagerechte Kurve), 2. 50 μl RmlC 
Beads/5 μl RmlD Beads (schwache Abnahme der Absorption) und 3. 50 μl RmlC-Beads/30 μl RmlD-Beads 
(starke Abnahme der Absorption). 
RmlC besaß eine Aktivität von 0,5 U/mL und eine spezifische Aktivität von 0,7 U/mg, wäh-
rend die Enzymaktivität von RmlD 0,35 U/mL und auch die spezifische Aktivität 0,35 U/mg 
betrug. Die Immobilisierungsausbeute für RmlC betrug 10 mU/mg Trockenbeads und für 
RmlD 7 mU/mg. In dieser Arbeit wurde RmlC und RmlD auch schon mit IMAC Säulench-
romatographie aufgereinigt, wobei spezifische Aktivitäten von 3,4 U/mg für RmlC und 8,7 
U/mg für RmlD erreicht werden konnten (Kapitel 3.2.1.3). Nicole Günther (Günther 2001) 
erreichte durch Anionenaustauschchromatographie bei RmlC 0,45 U/mg und bei RmlD 1,3 
U/mg. Verseck (Verseck 1997) hingegen erreichte bei der RmlC-Aufreinigung eine Aktivität 
von 2,3 U/mg und bei der RmlD-Aufreinigung eine Aktivität von 2,1 U/mg. Damit lag die 
Aktivität von immobilisiertem RmlC und RmlD nur wenig hinter den per Säulenchroma-
tographie gereinigten nicht-immobilisierten Enzymen. 
 
 
-3,5
-3
-2,5
-2
-1,5
-1
-0,5
0
0,5
0 200 400 600 800 1000 1200 1400 1600
Zeit [s]
A
bs
or
pt
io
n
50 ul RmlC Beads / 30 ul RmlD Beads
50 ul RmlC Beads / 5 ul RmlD Beads
Kontrolle ohne Substrat
228                                                                                                                             
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 71: Vergleich des Messaufwands zwischen Standard Magnet-Separator und MAGICA-Separator. 
Die Immobilisierung mit der Magnetseparation bietet daher eine einfache und vor allem sehr 
schnelle Alternative zur klassischen Säulenchromatographie. Mit diesen Ergebnissen konnte 
gezeigt werden, dass der MAGICA-Separator die kontinuierliche Messung im Mikrotiterplat-
tenfotometer ermöglicht. Die Vorteile gegenüber dem Standard-Separator sind groß (Kapitel 
3.6.2) und besonders der Pipettieraufwand sinkt deutlich (Abbildung 71). 
3.6.4 Kontinuierliche Messung und kinetische Untersuchung der Aktivität 
von immobilisierter SuSy im Mikrotiterplattenfotometer 
Nachdem die kontinuierliche Messung im MAGICA-Separator mit den Enzymen RmlC und 
RmlD erfolgreich war, wurden weitere Enzyme aus dem Enzym-Modul-System immobilisiert 
und auf Aktivität getestet. SuSy wurde nicht nur direkt aus dem Rohextrakt, sondern auch aus 
der Aufreinigung mit der Anionenaustauschchromatographie und aus dem Pool der darauf 
folgenden IMAC-Aufreinigung immobilisiert. Der Grund hierfür war, dass SuSy keinen His-
Tag besitzt und daher nur schwach an Ni2+-NTA-Materialien bindet. Die Bindung an das  
Ni2+-NTA-Material erfolgte nur über histidinreiche Bereiche an der Oberfläche des Enzyms 
(Elling et al. 2005), was eventuell aus dem Rohextrakt schwierig ist. Da SuSy schon bei 25 
mM eluiert wird, wurden die verwendeten Aufschluss-, Wasch- und Elutionspuffer auf nied-
rigere Imidazolkonzentrationen umgestellt. Die Messungen im Fotometer zeigten keine Akti-
vität für immobilisierte SuSy aus dem Rohextrakt, während bei immobilisierter SuSy aus dem 
Anionenaustauschchromatographie-Pool eine Spaltaktivität von 12 mU/mL (19 mU/mg) mit 
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dTDP als Substrat messbar war. Mit der immobilisierten SuSy aus dem IMAC Pool hingegen 
war eine Spaltaktivität von 58 mU/mL (52 mU/mg) mit dTDP und Saccharose als Substrate 
messbar (Abbildung 72). Die Immobilisierungsausbeute von SuSy immobilisiert aus dem 
IMAC Pool betrug 1,2 mU/mg Trockenbeads. Die Aktivität der immobilisierten SuSy wurde 
mehrmals hintereinander gemessen, um zu überprüfen, wieviel der schwach an Ni2+-NTA 
bindenden SuSy sich wieder von den Magnet-Beads ablöste (Tabelle 57).  
Tabelle 57: Mehrfach-Aktivitätsmessung mit immobilisierter SuSy aus dem IMAC-Pool. 
Versuche Aktivität 
[U/mL] 
Aktivität [%] 
1. Versuch 0,058 100 
2. Versuch 0,052 89,4 
3. Versuch 0,044 76,9 
Tabelle 57 zeigt deutlich, dass sich nach jeder Messung etwas SuSy von den Ni2+-NTA-
Magnet-Beads ablöste. Eine Mehrfachmessung mit immobilisierter SuSy war trotzdem mög-
lich.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 72:  SuSy-Aktivität im immobilisierten Zustand an Ni2+-NTA-Beads. Keine Steigung: Kontrolle ohne 
Substrat, leichte Steigung: SuSy aus Q-Sepharose Pool und starke Steigung: SuSy aus IMAC-Pool. 
Um die Bindung von SuSy an die Beads zu verbessern und die Ablösung zu verhindern, wäre 
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alternativ eine andere Bindungsstrategie des Proteins, z.B. durch kovalente Bindung an Mag-
net-Beads denkbar. Auch die Immobilisierung von SuSy an Ni2+-NTA-Magnet-Beads ist 
möglich und lässt sich mit dem MAGICA-Separator kontinuierlich verfolgen. Allerdings soll-
ten die Ni2+-NTA-Beads ausgehend von einem IMAC-Pool immobilisiert werden, da die Im-
mobilisierung aus dem Rohextrakt nicht funktionierte und ausgehend von einem Anione-
naustauschchromatographie-Pool nur zu schwachen Aktivitäten führte. Insgesamt waren die 
erreichten Aktivitäten allerdings deutlich niedriger als bei RmlC und RmlD (Kapitel 3.6.3), 
was aber aufgrund der schwachen Bindung der SuSy an Ni2+-NTA-Beads auch zu erwarten 
war. Darüber hinaus sind für die SuSy-Aktivität in Spaltrichtung vermutlich alle 4 monome-
ren Untereinheiten notwendig, die aber im immobilisierten Zustand sehr wahrscheinlich in 
ihrer räumlichen Anordnung gestört sind, was sich auf die Aktivität auswirkte. Die kinetische 
Untersuchung mit UDP als Substrat führte zu einer maximalen Reaktionsgeschwindigkeit 
Vmax von 25,88 ± 0,86 mU/mg, und einem KM-Wert von 5,1 ± 3,0 mM. Der Korrelationskoef-
fizient R beträgt 0,975 (Abbildung 101 im Anhang). Es wurde hierbei allerdings nicht unter-
sucht, wie sich der KM-Wert durch äußere Einflussfaktoren (z.B. Diffusionsbarrieren) gegen-
über dem nativen Zustand unterscheidet, so dass alle in dieser Arbeit aufgeführten KM-Werte 
immobilisierter Enzyme als „scheinbare“ KM-Werte zu bezeichnen sind (Hartmeier 1986). 
Die kinetischen Daten der SuSy-Spaltreaktion änderten sich deutlich durch die Immobilisie-
rung. Während bei nicht immobilisierter SuSy einen KM-Wert von 4 μM ± 0,8 μM und einen 
Vmax von 24,6 ± 3,7 U/mg ermittelt wurde (Römer et al. 2004), so war der KM-Wert 5,1 + 3,0 
mM und der Vmax 25,88 ± 0,86 mU/mg im immobilisierten Zustand. Das überaus große En-
zym SuSy (~400 kDa) verlor durch die Immobilisierung deutlich an Reaktionsgeschwindig-
keit und Enzymaffinität, trotzdem war, wie Kapitel 3.6.6 zeigt, eine Kombination mit einem 
weiteren Enzym im immobilisierten Zustand möglich.  
3.6.5 Kontinuierliche Messung und kinetische Untersuchung der Aktivität 
von immobilisierter dTMP-Kinase im Mikrotiterplattenfotometer 
Nachdem die Immobilisierung von RmlC, RmlD und SuSy erfolgreich war, wurde nun die 
Immobilisierung der dTMP-Kinase mit Ni2+-NTA-Magnet-Beads durchgeführt und die kineti-
schen Kenngrößen KM und Vmax bestimmt. Die Immobilisierung der dTMP-Kinase ist insbe-
sondere für die Synthese aktivierter Zucker ausgehend von dTMP mit dem Magnet-repetitive-
batch-Verfahren interessant (Abbildung 68). Im Mikrotiterplattenfotometer konnte die Aktivi-
tät der immobilisierten dTMP-Kinase kontinuierlich mit dem MAGICA-Separator verfolgt 
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werden Abbildung 102 (im Anhang). Ein KM-Wert von 5,55 ± 1,11 mM und eine maximale 
Reaktionsgeschwindigkeit (Vmax) von 44,81 ± 3,8 mU/mg konnten erreicht werden 
(Abbildung 73). Der Korrelationskoeffizient betrug 0,974 und zeigte, dass die Michaelis-
Menten-Gleichung die gemessenen Ergebnisse eindeutig beschreibt.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                Abbildung 73: Michaelis-Menten-Digramm zur Bestimmung der kinetischen Konstanten Vmax  
                und KM für dTMP. 
Testweise wurde auch eine per IMAC aufgereinigte und umgepufferte dTMP-Kinase zur Im-
mobilisierung verwendet, allerdings konnte nur ein geringfügig niedrigerer Aktivitätswert als 
bei der Immobilisierung aus Rohextrakt erreicht werden. Hier zeigte sich die gute Immobili-
sierung aus dem Rohextrakt, die bei der SuSy-Immobilisierung nicht durchgeführt werden 
konnte (Kapitel 3.6.4). Die Aktivitätswerte der immobilisierten dTMP-Kinase sind zwar 
schwächer, als bei immobilisiertem RmlC und RmlD, aber noch vor der Aktivität der immo-
bilisierten SuSy einzuordnen. Zur dTMP-Kinase-Aktivität lässt sich sagen, dass das mit der 
IMAC-Säulenchromatographie gewonnene nicht-immobilisierte Enzym eine deutlich höhere 
Aktivität (102 U/mL, 10,2 U/mg) besaß als die immobilisierte dTMP-Kinase. Die Enzymaffi-
nität für dTMP war im nicht-immobilisierten Zustand sowohl für die dTMP-Kinase aus Hefe 
(9 μM, (Lavie et al. 1998)) als auch für die dTMP-Kinase aus E. coli (2,7 μM, (Lavie et al. 
1998)) deutlich größer als im immobilisierten Zustand (5,55 mM). Damit zeigte sich hier der 
gleiche Effekt wie bei der SuSy, die Immobilisierung senkte die Enzymaffinität ab. Allerdings 
war die Immobilisierung zur Aufreinigung eine wesentlich schnellere Methode der Enzym-
gewinnung und daher für eine schnelle und unproblematische Durchführung eines Tests mit 
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dem Enzym-Modul-System besser geeignet. Auch in der Literatur wurde mehrmals bei Im-
mobilisierung von Enzymen von einer Erhöhung des KM-Wertes und einer Erniedrigung des 
Vmax-Wertes im Vergleich zum nicht-immobilisierten Enzym berichtet. So stieg der KM-Wert 
bei der Immobilisierung von Xylanase aus Aspergillus niger auf Magnet-Latex-Beads um 
knapp 60% an (Tyagi und Gupta 1995). Bei der Immobilisierung von Glucoamylase auf 
Magnetpolystyrol-Partikel konnte eine maximale Aktivität des immobilisierten Enzyms von 
nur ca. 70% des freien Enzyms festgestellt werden (Bahar und Celebi 1998; Bahar und Celebi 
1999). Auch im Falle der auf Magnet-Polyvinylalkohol-Mikropartikeln immobilisierten In-
vertase war der KM-Wert des immobilisierten Enzyms mit 55 mM (Saccharose) um 130% 
größer und damit die Enzymaffinität kleiner als beim freien Enzym (24 mM). Darüber hinaus 
waren auch die Vmax-Werte der immobilisierten Invertase kleiner als beim freien Enzym 
(Algol et al. 2001). Diese Ergebnisse bestätigten den entdeckten Zusammenhang zwischen 
Immobilisierung und den KM- und Vmax-Werte.   
3.6.6 Kontinuierliche Messung der Aktivität von immobilisierter SuSy in 
Kombination mit immobilisierter dTMP-Kinase im Mikrotiterplattenfo-
tometer 
Nachdem alle zuvor immobilisierten Enzyme (dTMP-Kinase, SuSy und RmlB/C) erfolgreich 
auf Aktivität getestet werden konnten, wurden nun die dTMP-Kinase und SuSy immobilisiert 
und kombiniert, um eine mögliche Verwendung im Enzym-Modul-System zu testen. Hierzu 
wurde der Barrat-Fotometertest (Barratt et al. 2001) verwendet, da er als Test des zweiten 
Enzyms (SuSy) nur Aktivität anzeigen kann ( Abbildung 32), wenn die dTMP-Kinase für die 
SuSy das Substrat dTDP produziert und damit aktiv ist. Die Enzyme wurden unabhängig von-
einander immobilisiert, im Fall der SuSy aus IMAC-Pool und im Fall der dTMP-Kinase aus 
Rohextrakt. Anschließend wurden die Beads zusammengegeben und mit dem leicht veränder-
ten Barrat-Test die Aktivität mit dem MAGICA-Separator kontinuierlich verfolgt.  
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Abbildung 74: Aktivität mit kombinierter, immobilisierter dTMP-Kinase und SuSy kontinuierlich gemessen im 
Mikrotiterplattenfotometer (ansteigende Kurven). Die Kontrolle zeigt keine Aktivität (keine Steigung). 
Abbildung 74 zeigt deutlich die erfolgreiche Kombination von immobilisierter SuSy mit im-
mobilisierter dTMP-Kinase. Alle Kontrollen waren negativ und eine positiv-Kontrolle mit 
nicht-immobilisierter dTMP-Kinase und SuSy war ebenfalls positiv. Unter der Vorausset-
zung, dass die Reaktion der dTMP-Kinase schneller läuft, als die SuSy-Reaktion und kein 
KM-Wert erreicht wurde, konnte auch die SuSy-Aktivität mit 43 mU/mL ermittelt werden. 
Die höhere SuSy-Aktvität bei alleiniger Immobilisierung zeigt einen Einfluß der Kombination 
von zwei Enzymen. Die Aktivitätsmessung wurde fünfmal hintereinander wiederholt, um 
erneut den Einfluss der Ablösung der SuSy von den Ni2+-NTA-Beads zu untersuchen. Interes-
santerweise betrugen die Unterschiede in der Steigung nur ca. 5% mit Ausreißern sowohl 
nach oben als auch nach unten. Dies bedeutet, dass die Ablösung der SuSy von den Ni2+-
NTA-Beads keine Rolle spielt und kann vermutlich mit der großen Bead-Menge begründet 
werden, da viermal soviel Bead-Suspension für den kombinierten Enzymtest wie für die Su-
Sy-Einzelbestimmung verwendet wurde. Aus diesem Grund wurde die Bead-Menge auch für 
die kinetischen Untersuchungen erhöht. Auch die Kombination von dTMP-Kinase und SuSy 
war im immobilisierten Zustand erfolgreich, so dass nichts gegen den Einsatz der immobili-
sierten Enzyme im Enzym-Modul-System spricht. Die Immobilisierung verspricht hierbei 
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eine deutliche Zeitersparnis, da bisher jedes der am EMS beteiligten Enzyme einzeln aufge-
reinigt werden musste.   
Bei der Entwicklung und dem Vertrieb von Ni2+-NTA-Magnet-Beads wurde vom Hersteller 
Qiagen die Verwendung zur Magnetimmobilisierung von Enzymen zur Synthese nicht beab-
sichtigt. Qiagen ging es bei der Entwicklung der Ni2+-NTA-Magnet-Beads hauptsächlich um 
die Proteinaufreinigung mit Standard-Magnet-Separatoren, die sich in Kombination mit Ro-
botpipettiersystemen sehr effizient mit wenig Aufwand zum Screening der Proteinaufreini-
gung verwenden lassen. Das Hauptaugenmerk lag dabei auf der „high-troughput“-
Aufreinigung im μg-Maßstab, sicherlich auch im Hinblick auf HTS Anwendungen. Dabei 
sind laut Qiagen Proteinausbeuten von 1-15 μg zu erreichen. Weitere Anwendungsgebiete 
sieht Qiagen in „Magneteinfang-Assays“ wie z.B. der Untersuchung von Protein-Protein- und 
Protein-DNA-Wechselwirkungen (mit MagAttract-Beads) sowie Immunoassays (Qiagen 
News, Issue 4, 1998). Auch in der Literatur lassen sich kaum Beispiele für die Verwendung 
von an Ni2+-NTA-Magnet-Beads immobilisierten Enzymen für die enzymatische Synthese 
finden. Dafür ist die Verwendung anderer Magnet-Beads, an die kovalent Enzyme gebunden 
wurden, welche dann charakterisiert und zur Synthese verwendet wurden, bereits etabliert und 
die Immobilisierung von Enzymen nicht nur auf die Aufreinigung beschränkt. Laccase wurde 
mit Glutaraldehyd kovalent an die Oberfläche der magnetischen Kupfer-tetra-
aminophtalocyanine-Fe3O4.Verbindung (Huang et al. 2006) oder an magnetische Chitosan- 
Mikropartikel gebunden (Jiang et al. 2005). Die Stabilität des Enzyms konnte durch die Im-
mobilisierung deutlich erhöht werden. Dies konnte auch bei der Immobilisierung von Gluco-
se-Oxidase an Magnetit-Nanopartikeln beobachtet werden, wobei die Nanopartikel-
Suspension bei 4°C gelagert für bis zu 3 Monate ihre Aktivität behielt (Rossi et al. 2004). Bei 
an Magnet-Polystyrol-Beads immobilisierter Glucoamylase konnte die Aktivitätshalbwerts-
zeit durch die Immobilisierung von 33,8 auf 190 h erhöht werden (Bahar und Celebi 1998). 
Dieser Aspekt wurde bei den in dieser Arbeit immobilisierten Enzymen bisher nicht unter-
sucht. Nach 5maliger Benutzung der Glucoamylase waren noch 80% der Ursprungsaktivität 
vorhanden. Dies liegt in der gleichen Größenordnung wie die 77% Ursprungsaktivität bei der 
dreimaligen Verwendung von immobilisierter SuSy. Ein weiteres, industriell sehr wichtiges 
Enzym, die Lipase, wurde ebenfalls bereits immobilisiert. Hierbei wurde Lipase aus Candida 
cylindracea kovalent an amino-funktionalisierte Magnet-Beads gebunden (Liu et al. 2005). Es 
konnte eine Enzymbeladung von 34 mg/g Beads erreicht werden, was in der gleichen Grö-
ßenordnung liegt wie die 20 mg/g Trockenbeads für SuSy, RmlD und die dTMP-Kinase so-
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wie die 14 mg/g Trockenbeads für RmlC. Auch eine Lipase aus Candida rugosa konnte an 
Fe2O3 Magnet-Nanopartikeln kovalent gebunden werden (Dyal et al. 2003). Auch konnten 
Magnet-Polymermicro-Beads für die Immobilisierung einer Penicillin Amidase von E. coli 
verwendet werden, wobei festgestellt wurde, dass kleinere nicht-poröse Bead-Partikel zu hö-
heren Stereoselektivitäten und kleineren KM-Werten führen (Bozhinova et al. 2004). Auch ein 
weiteres industriell wichtiges Enzym, die Glucoamylase, wurde bereits an Magnetpartikeln 
immobilisiert. So konnte Glucoamylase erfolgreich an Magnet-Polystyrol-Partikeln (8 mg/g) 
(Bahar und Celebi 1998; Bahar und Celebi 1999) oder mit Glutaraldehyd und Albumin an der 
Oberfläche von SrFe2O4-Pulver immobilisiert werden (Sakai et al. 1992).   
Bei der Glucoamylase konnte auch die Verwendung eines MSFBR („magnetically stabilized 
fluidized bed reactor“) erfolgreich demonstriert werden. Gerade die bei der Immobilisierung 
verwendeten kleinen Partikel führen in fixed-bed Reaktoren zu starken Druckabfällen und für 
industrielle Anwendungen ungenügenden Flussraten. Bei der Verwendung eines Magnetfel-
des im Flüssigbettreaktor konnten diese Probleme umgangen werden (Penchev und Hristov 
1990; Pieters und Bardeletti 1992; Pieters et al. 1992; Sakai et al. 1992; Bahar und Celebi 
2000). Aber auch Glucose-Oxidase, Urease und α-Amylase wurden kovalent an Polyacrolein-
Beads (Varlan et al. 1996) oder an Magnetit-(Fe3O4)-Nanopartikel gebunden (Rossi et al. 
2004). Dekker konnte auch Lactase und eine β-Glucosidase an Magnet-Partikeln kovalent 
immobilisieren (Dekker 1989; Dekker 1990), und selbst IgG ließ sich mit speziellen Magne-
tadsorbenzien aus menschlichem Blutplasma isolieren (Ozkara et al. 2004). Der Nachteil die-
ser nicht auf Immobilisierung mit dem His-Tag des Proteins abzielenden Methoden ist sicher-
lich, dass die Proteine in aufgereinigtem Zustand für die Immobilisierung verwendet werden 
müssen. Eine Aufreinigung aus einem aufgeschlossenen Rohextrakt ist nicht das Ziel dieser 
kovalent bindenden Immobilisierungsmethoden, aber gerade dies ist der große Vorteil und die 
hohe Zeitersparnis, weshalb in dieser Arbeit die Immobilisierung der EMS-Enzyme durchge-
führt wurde. Es konnten nur zwei Publikationen gefunden werden, die sich mit reversibler 
Immobilisierung von Enzymen durch Metall-Chelat-Affinitätsmaterialien beschäftigen. Für 
die reversible Absorption von Katalase wurde ein neues Metall-Chelat-Adsorbens mit Fe3+ als 
Zentralatom entwickelt, mit dem 83,2 mg/g Katalase an Beads immobilisiert wurden. Der KM-
Wert war im immobilisierten Zustand ebenfalls höher (30%, 32,6 mM), als beim freien En-
zym (22,8 mM). Auch bei diesem Metall-Chelat-gebundenen Enzym war die Stabilität im 
gebundenen Zustand höher als beim freien Enzym (Akgol und Denizli 2004; Sari et al. 2006). 
Nach 10 Batch-Reaktionen war die Katalase noch zu 76% aktiv, was die in dieser Arbeit ge-
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fundenen Ergebnisse, dass sich auch reversible Metall-Chelat-Systeme zur Immobilisierung 
von Enzymen eignen, bestätigte (Sari et al. 2006). Allerdings wurde in den Arbeiten, die sich 
mit der Immobilisierung von Katalase beschäftigten, kommerziell erhältliche Katalase ver-
wendet und das Enzym nicht aus einem Rohextrakt aufgereinigt. Ein weiteres Beispiel war 
die reversible Immobilisierung von Cytochrom C an Kupfer-Metall-Chelat-Polymer-Beads, 
mit denen eine Adsorption von 40 mg/g erreicht werden konnte (Turkmen et al. 2006). Ein 
Beispiel für die Immobilisierung mit Ni2+-NTA-Beads ist die Immobilisierung der β1,4-
Galactosyltransferase (Heptner 2003). Hierbei konnten, verglichen mit dem freien Enzym, 
gute KM- und Vmax-Werte erreicht werden. Allerdings nahm bei 10 aufeinander folgenden 
Batch-Versuchen mit dem immobilisierten Enzym die Aktivität um 50% ab. Ein weiteres Bei-
spiel ist die Immobilisierung der Desosaminyltransferase EryCIII an Ni2+-NTA-Beads 
(Schumacher 2005). Beide Enzyme wurden im immobilisierten Zustand allerdings nicht fo-
tometrisch untersucht, sondern der Aktivitätstest erfolgte per DC (EryCIII) bzw. mit der 
HPLC-Analytik (β1,4-GalT). 
Insgesamt kann man sagen, dass sich der MAGICA-Separator bei der Aktivitätsmessung der 
immobilisierten Enzyme außerordentlich bewährt hat. Kontinuierliche Aktivitätsmessungen 
immobilisierter Enzyme sind nun mit geringem Aufwand im Mikrotiterplattenfotometer mög-
lich. Auch eine Verfolgung des EMS im MAGICA-Separator mit den bereits etablierten En-
zymen im immobilisierten Zustand ist denkbar, so könnte z.B. die 4-Ketoreduktase RmlD als 
Teil des EMS zur Verfolgung des Recycling im MAGICA-Separator verwendet werden. 
Durch Bestimmung der Absorptionsdifferenz der NADH/NAD+-Umwandlung für einen 
EMS-Durchlauf könnte dann sogar die Zyklenzahl eines solchen immobilisierten EMS mit 
dem MAGICA-Separator bestimmt werden. Eine Hemmung eines der beteiligten Enzyme 
durch einen Überschuss an NADH müsste dafür zuvor ausgeschlossen werden.  
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Desoxyzucker sind ein essentieller Bestandteil vieler bioaktiver Naturstoffe. Häufig determi-
nieren Desoxyzucker nicht nur die hydrophilen Eigenschaften der Naturstoffe, sondern sind 
aktiv am Wirkmechanismus beteiligt. Um glykosylierte Naturstoffe in vitro zu synthetisieren, 
werden NDP-aktivierte Desoxyzucker, Glykosyltransferasen und Aglyka benötigt. In dieser 
Arbeit war es erstmalig möglich, glykosylierte Naturstoffe in vitro durch in situ Regeneration 
von dTDP-aktivierten Desoxyzuckern herzustellen.  
Die von EU-Projektpartnern erhaltenen Desoxyzuckerbiosynthesegene aus dem Avilamycin- 
(AviS, AviT), Urdamycin- (UrdR) und Midekamycin-Biosynthesecluster (MidC, MidH und 
MidK) für die enzymatische Synthese NDP-aktivierter Desoxyzucker erwiesen sich bei der 
Expression in E. coli bzw. S. lividans (MidK) als schwerlöslich (inclusion bodies). Nach einer 
umfangreichen Expressionsoptimierung konnten alle Gene löslich exprimiert und im 10-20-L-
Maßstab fermentiert und aufgereinigt werden. Allerdings zeigten weder die Enzympaare   
AviS/AviT/UrdR noch MidC/MidH/MidK eine Aktivität. Für die Synthesen von dTDP-6-
Desoxy-4-keto-D-glucose und von dTDP-β-L-Rhamnose wurden die Enzyme dTMP-Kinase, 
SuSy, RmlB, RmlC-His und RmlD-His im 10-20-L-Maßstab fermentiert und präparativ auf-
gereinigt. Die Aufreinigung von RmlC- und RmlD-His wurde durch Fusion mit einem His-
Tag deutlich erleichtert, da ein einziger IMAC-Schritt für die Produktion von hochreinem 
Enzym ausreichte. Die präparative Synthese der dTDP-β-L-Rhamnose, ausgehend von den 
preiswerten Substraten dTMP und Saccharose, wurde mit den hochaufgereinigten Enzymen 
RmlC und RmlD deutlich beschleunigt und es konnte sehr ökonomisch die bisher größte 
Menge an dTDP-β-L-Rhamnose produziert werden (~200 mg). Die Glykosyltransferase SorF 
aus dem Sorangicin Biosynthesecluster von Sorangium cellulosum So ce 12 katalysiert den 
Transfer von NDP-aktivierten Zuckern auf das Aglykon Sorangicin A. Nach einer 10-L-
Fermentation und affinitätschromatographischer Aufreinigung des Enzyms wurde ein Aktivi-
tätstest entwickelt und das pH- sowie Temperaturoptimum von SorF bestimmt. Mit einer Gel-
filtration konnte das native Molekulargewicht bestimmt werden und es wurde festgestellt, 
dass das Enzym als Monomer vorliegt. Die Bestimmung des Substratspektrums von SorF 
ergab eine außergewöhnliche Substratpromiskuität. Nicht nur das natürliche Produkt Gluco-
syl-Sorangiosid, sondern auch die neuartig glykosylierten Sorangioside 6-Desoxy-4-keto-
glucosyl-Sorangiosid, Galactosyl-Sorangiosid, Xylosyl-Sorangiosid und Rhamnosyl-
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Sorangiosid wurden erstmalig produziert und per DC-, CE- und HPLC-MS-Analytik nachge-
wiesen. Aufgrund der Übertragung von dTDP-β-L-Rhamnose und UDP-/dTDP-aktivierten-D-
Zuckern gehört SorF zu den in vitro sehr seltenen D- und L-Zucker-akzeptierenden Glyko-
syltransferasen. Darüber hinaus wurde SorF mit den Substraten dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-
glucose, dTDP-D-Glucose, UDP-D-Glucose und dTDP-β-L-Rhamnose kinetisch charakteri-
siert. Mit SorF und den zuvor für die Synthese von dTDP-aktivierten Desoxyzuckern verwen-
deten Enzymen konnte ein Enzym-Modul-System (EMS) entwickelt werden. Das EMS er-
laubte erstmals die in vitro Herstellung eines glykosylierten Naturstoffes mit in situ Regenera-
tion des Nukleotidzuckers. Durch Kombination von SuSy mit SorF konnte Glucosyl-
Sorangiosid mit ca. 10 Zyklen (von max. 10) produziert werden. Außerdem konnten SuSy, 
RmlB, RmlC-His, RmlD-His und SorF zur in situ Synthese von Rhamnosyl-Sorangiosid 
kombiniert werden. Die dTDP-β-L-Rhamnose wurde über sechsmal recycliert, wobei auch 
noch etwas Glucosyl-Sorangiosid produziert wurde, da dTDP-α-D-Glucose ein besseres Sub-
strat für SorF ist als die dTDP-β-L-Rhamnose. Auch die zusätzliche in situ Recyclierung des 
NADH mit der Formiat-Dehydrogenase für die 4-Ketoreduktase RmlD war im EMS möglich 
und verschlechterte die Ausbeute an Rhamnosyl-Sorangiosid kaum. Die Etablierung des EMS 
ermöglicht außerdem die schnelle Charakterisierung von Glykosyltransferasen (Substratpro-
miskuität) durch einfachen Austausch der Enzyme im Desoxyzucker-Modul oder der Aglyka. 
Darüber hinaus können hybrid glykosylierte Naturstoffe ohne aufwändige Synthese und Auf-
reinigung der dTDP-aktivierten Zucker mit einer solchen in situ Eintopfsynthese produziert 
werden. Um die Handhabung des EMS weiter zu vereinfachen, wurden die am EMS beteilig-
ten Enzyme mit Ni2+-NTA-Magnet-Beads immobilisiert und auf Aktivität untersucht. Dabei 
zeigten die immobilisierten Enzyme RmlC-His/RmlD-His im Fotometer eine deutliche Akti-
vität. Aufgrund von Nachteilen der kommerziellen Magnet-Separatoren wurde ein neuer 
Magnet-Separatortyp (MAGICA-Separator) für die kontinuierliche Messung im Mikroti-
terplattenfotometer entwickelt und zum Patent angemeldet. Er ermöglicht erstmals die konti-
nuierliche Messung von immobilisierten Enzymen im Mikrotiterplattenfotometer und erlaubt 
damit auch die kinetische Charakterisierung der Enzyme. Die Aktivität der Enzyme RmlC-
His/RmlD-His, dTMP-Kinase und SuSy wurde mit dem MAGICA-Separator im immobili-
sierten Zustand gemessen und die dTMP-Kinase und SuSy auch kinetisch charakterisiert. 
Auch die Kombination mehrerer Enzyme (dTMP-Kinase und SuSy) im immobilisierten Zu-
stand war möglich und es konnte eine Aktivität gemessen werden.  
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Die Bioaktivität der neu mit SorF produzierten und hybrid-glykosylierten Verbindungen 
Rhamnosyl-Sorangiosid, Xylosyl-Sorangiosid, Galactosyl-Sorangiosid und 6-Desoxy-4-keto-
glucosyl-Sorangiosid sollte in einem nächsten Schritt bestimmt werden. Darüber hinaus bietet 
die Etablierung des EMS alle Möglichkeiten zur schnellen Produktion neuer hybrid glykosy-
lierter Verbindungen ohne aufwändige Nukleotidzuckersynthese und Aufreinigung. Vorbe-
dingung ist hierbei aber die Verfügbarkeit von exprimierbaren und aktiven Desoxyzucker-
synthesegenen. Entweder muss ein neues Expressionssystem (z.B. in Hefe) zur löslichen Ex-
pression der Streptomycetengene entwickelt werden, oder man müsste ähnlich wie Liu et al. 
oder B.-G. Kim et al. 5-10 homologe Versionen eines Gens klonieren, um dann per Expressi-
onsscreening die Version auszuwählen, die sich exprimieren lässt und Bioaktivität besitzt. 
Außerdem sind die mit Sorangicin A verwandten Chivosazole interessante Verbindungen. Es 
ist zu überprüfen, ob SorF nicht vielleicht die Glykosyltransferase dieser Verbindungen ist 
und ob sich neue hybrid-glykosylierte Chivosazol-Derivate mit SorF herstellen lassen. Falls 
dies nicht möglich ist, wäre die Suche der Chivosazolglykosyltransferase ein lohnendes Ziel, 
da die Chivosazole eine hohe Bioaktivität zeigen und deren hybrid glykosylierten Derivate 
daher auch eine Bioaktivität besitzen könnten. Insgesamt wäre die Akzeptorflexibilität von 
SorF näher zu untersuchen, da bisher lediglich mit dem im Vergleich zu Sorangicin A eine 
vollkommen andere Struktur besitzenden Rifampicin die Akzeptorflexibilität getestet wurde. 
Die Immobilisierung des EMS sollte konsequent weitergeführt werden, d.h. SorF sollte an 
Chitin-Magnet-Beads (von NEB) gebunden werden und auf Aktivität im immobilisierten Zu-
stand untersucht werden. Darüber hinaus müsste RmlB noch mit einem His-Tag versehen 
werden, um die Immobilisierung an Ni2+-NTA-Magnet-Beads zu ermöglichen und dann stün-
de den Experimenten für ein vollständig immobilisertes EMS nichts mehr im Wege. Ein sol-
ches immobilisiertes EMS würde den langwierigsten Schritt bei der Nutzung des EMS, die 
Enzymaufreinigung, erheblich vereinfachen, so dass schnelle Glykosyltransferase-Screenings 
oder die Produktion einer Vielzahl neuartig glykosylierter Verbindungen bei minimalem 
Aufwand möglich wird. Ein immobilisiertes EMS wäre dann sogar HTS tauglich und insbe-
sondere für die pharmazeutische Industrie von Interesse. Insgesamt wird der Kombinatori-
schen Biokatalyse in Zukunft eine noch größere Bedeutung sowohl bei der Entwicklung neuer 
Leitstrukturen als auch bei der Weiterentwicklung bestehender Leitstrukturen zukommen. 
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6 Anhang 
6.1 Vektorkarten 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 75: Vektor pCJR01 (AviS-Pro) zur Transformation in E. coli. 
  
Abbildung 76: Vektor pCJR02 (RmlC-His) und pCJR03 (RmlD-His) zur Transformation von E. coli. 
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6.2 Fermentationsergebnisse 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 77: Fermentationsverlauf der RmlC-His E. coli Fermentation auf LB-Medium mit Glycerin. 
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Abbildung 78: Fermentationsverlauf der RmlD-His E. coli Fermentation auf LB-Medium mit Glycerin. 
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Abbildung 79: Fermentationsverlauf der E. coli SorF Fermentation auf LB-Medium. 
6.3 Analytik-Daten 
6.3.1 CE-Ergebnisse 
6.3.1.1 Transfer von UDP-Glucose auf Sorangicin A katalysiert durch SorF 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 80: CE-Elektroferogramm mit UV-Absorption bei 254 nm zeigt die Abnahme an UDP-D-Glucose 
und die Zunahme an UDP zwischen 5 und 30 min (hinter den Substanzbezeichnungen sind die Flächen im E-
lektroferogramm in mAU*min angegeben). 
 
 
 
 
UDP-Glucose Transfer 5 und 30 min
5 min
UDP-Glc 175.000 UDP 110.000
30 min
UDP 320.000UDP-Glc 50.000
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6.3.1.2 Transfer von dTDP-Glucose auf Sorangicin A katalysiert durch SorF 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 81: CE-Elektroferogramm mit UV-Absorption bei 254 nm zeigt die Abnahme an dTDP-D-Glucose 
und die Zunahme an UDP zwischen 5 und 30 min (hinter den Substanzbezeichnungen sind die Flächen im   
Elektroferogramm in mAU*min angegeben). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
5 min
dTDP-Glc 130.000 dTDP 40.000
30 min
dTDP 260.000
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6.3.2 DC-Ergebnisse 
6.3.2.1 DC-Ergebnis des UDP-Glucose Transfer auf Sorangicin A mit SorF 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                                                                                                                                  
 
Abbildung 82: DC-Analyse der Synthese von Glucosyl-Sorangiosid mit UDP-D- Glucose als Donorsubstrat für 
SorF zu den Zeitpunkten 5 min und 2 h. Die Proben wurden mit C18-Festphasenextraktion aufgereinigt.                    
 
 t 2 h          t 5 min 
Glucosyl-Sorangiosid 
Sorangicin A 
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t 2 h            t 5 min 
6.3.2.2 DC-Ergebnis des dTDP-Glucose Transfer auf Sorangicin A mit SorF 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                                                                   Glucosyl-Sorangiosid 
 
                                                                  Sorangicin A 
 
 
 
 
 
Abbildung 83: DC-Analyse der Synthese von Glucosyl-Sorangiosid mit dTDP-D-Glucose als Donorsubstrat für 
SorF zu den Zeitpunkten 5 min und 2 h. Die Proben wurden mit C18-Festphasenextraktion aufgereinigt, bei SorA 
handelt es sich um einige μl einer 14 mM Sorangicin A Stammlösung.  
SorA  t 5 min t 2 h
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6.3.2.3 DC-Ergebnis des dTDP-β-L-Rhamnose Transfer auf Sorangicin A mit SorF 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                                                                      
 
 
 
Abbildung 84: DC-Analyse der Synthese von Rhamnosyl-Sorangiosid mit dTDP-L-Rhamnose als Donor-
substrat für SorF zu den Zeitpunkten 5 min und 2 h. Die Proben wurden mit C18-Festphasenextraktion aufge-
reinigt, bei SorA handelt es sich um einige μl einer 14 mM Sorangicin A Stammlösung. 
 
 
 
 
 
 
 
 
SorA  t 5 min  t 18 h
Rhamnosyl-Sorangiosid 
Sorangicin A 
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6.3.2.4 DC-Ergebnis des dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose Transfer auf Sorangicin 
A mit SorF 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 85: DC-Analyse der Synthese von 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid mit dTDP-6-Desoxy-4-
keto-D-glucose als Donorsubstrat für SorF zu den Zeitpunkten 5 min und 18 h. Die Proben wurden mit C18-
Festphasenextraktion aufgereinigt, bei SorA handelt es sich um einige μl einer 14 mM Sorangicin A Stammlö-
sung. 
 
 
 
                
                
 
 
SorA  t 5 min   t 18 h 
6-Desoxy-4-keto-
glucosyl-Sorangiosid   
Sorangicin A                    
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  t 5 min           t 18 h 
 Galactosyl-Sorangiosid 
(sehr schwach) 
 Sorangicin A   
6.3.2.5 DC-Ergebnis des UDP-Galactose Transfer auf Sorangicin A mit SorF 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 86: DC-Analyse der Synthese von Galactosyl-Sorangiosid mit UDP-Galactose als Donorsubstrat für 
SorF zu den Zeitpunkten 5 min und 18 h. Die Proben wurden mit C18- Festphasenextraktion aufgereinigt.  
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6.3.3 HPLC-MS Ergebnisse 
6.3.3.1 HPLC-MS Ergebnis und Fragmentierungen von Glykosyl-Sorangiosid  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 87: HPLC-MS Ergebnis von Glucosyl-Sorangiosid (Glc-S, m/z: 967,7) und Sorangicin A (SorA, m/z: 
805,6) hergestellt durch Übertragung von dTDP-Glucose auf Sorangicin A durch die Glykosyltransferase SorF. 
Mit den Nummerierungen: 1: DAD UV Absorption bei 290 nm, 2: MS Base Peak Chromatogramm, m/z range 
100-1000, 3. MS Extracted Ion Chromatogramm des Produkt, 4. MS Extracted Ion Chromatogramm von Soran-
gicin A in der Probe und MS Extracted Ion Chromatogramm von einer Sorangicin A Referenz Probe. 
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Tabelle 58: Fragmentierungen von Sorangicin A und Glucosyl-Sorangiosid detektiert durch MS2-  
Messungen. 
MS Fragmente von Sorangicin A  
(SorA) 
MS Fragmente von Glucosyl-sorangiosid 
(Glc-S) 
 967.7 
 949.5 
 923.6 
 905.7 
805.6 805.6 
787.5 787.6 
 779.6 
  
761.6 761.6 
 743.6 
 725.6 
699  
659 659.5 
 633.5 
623  
607 607.5 
591.4  
 589.5 
 571.4 
 553.4 
547  
 531.4 
 503.4 
 485.4 
 469.4 
457.3 457.4 
439.3 439.4 
431 431.3 
421.3 421.3 
413 413.3 
403  
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6.3.3.2 HPLC-MS Ergebnis und Fragmentierungen von Rhamnosyl-Sorangiosid  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 88: HPLC-MS Ergebnis von Rhamnosyl-Sorangiosid (R-S, m/z: 951,7) und Sorangicin A (SorA, 
m/z: 805,6) hergestellt durch Übertragung von dTDP-β-L-Rhamnose auf Sorangicin A durch die Glykosyl- 
transferase SorF. Mit den Nummerierungen: 1: DAD UV Absorption bei 290 nm, 2: MS Base Peak Chroma-
togramm, m/z range 100-1000, 3. MS Extracted Ion Chromatogramm des Produkt, 4. MS Extracted Ion Chroma-
togramm von Sorangicin A in der Probe, MS Extracted Ion Chromatogramm von einer Sorangicin A Referenz 
Probe und 6. DAD UV Absorption der Sorangicin A Referenz Probe. 
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Tabelle 59:  Fragmentierungen von Sorangicin A und Rhamnosyl-Sorangiosid detektiert durch 
MS2-Messungen. 
MS Fragmente von Sorangicin A 
(SorA) 
MS Fragmente von Rhamnosyl-
sorangiosid (R-S) 
 951.7 
 933.5 
 907.6 
 889.6 
805.6 805.5 
787.5 787.5 
 779.6 
 769 
761.6 761 
 753.5 
 743.5 
699  
659 659.5 
 633.4 
623  
607  
591.4  
 589.3 
547  
 469.3 
457.3 457.3 
439.3 439.3 
431 431.3 
421.3 421.3 
413 413 
403  
 395.2 
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6.3.3.3 HPLC-MS Ergebnis und Fragmentierungen von 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-
Sorangiosid 
 
Abbildung 89: HPLC-MS Ergebnis von 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid (6d4kG-S, m/z: 949,7) und So-
rangicin A (SorA, m/z: 805,6) hergestellt durch Übertragung von dTDP-6-Desoxy-4-keto-glucose auf Sorangicin 
A durch die Glykosyltransferase SorF. Mit den Nummerierungen: 1: DAD UV Absorption bei 290 nm, 2: MS 
Base Peak Chromatogramm, m/z range 100-1000, 3a. MS Extracted Ion Chromatogramm des Produkts, 3b. MS 
Extracted Ion Chromatogramm von Glucosyl-Sorangiosid, 4. MS Extracted Ion Chromatogramm von Sorangicin 
A in der Probe, MS Extracted Ion Chromatogramm von einer Sorangicin A Referenz Probe und 6. DAD UV 
Absorption der Sorangicin A Referenz Probe. 
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Tabelle 60: Fragmentierungen von Sorangicin A und 6-Desoxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid detektiert 
durch MS2-Messungen. 
MS Fragmente von Sorangicin 
A (SorA) 
MS Fragmente von 6-Desoxy-4-keto-
glucosyl-Sorangiosid (6d4kG-S) 
 949.7 
 905.5 
805.6 805.7 
787.5  
761.6 761.6 
699  
659  
623  
607  
591.4  
547  
457.3  
439.3  
431  
421.3 421.4 
413  
403  
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6.3.3.4 HPLC-MS Ergebnis und Fragmentierungen von Galactosyl-Sorangiosid 
 
Abbildung 90: HPLC-MS Ergebnis von Galactosyl-Sorangiosid (Ga-S, m/z: 967,8) und Sorangicin A (SorA, 
m/z: 805,6) hergestellt durch Übertragung von UDP-Galactose auf Sorangicin A durch die Glykosyltransferase 
SorF. Mit den Nummerierungen: 1: DAD UV Absorption bei 290 nm, 2: MS Base Peak Chromatogramm, m/z 
range 100-1000, 3. MS Extracted Ion Chromatogramm des Produkt, 4. MS Extracted Ion Chromatogramm von 
Sorangicin A in der Probe, MS Extracted Ion Chromatogramm von einer Sorangicin A Referenz Probe und 6. 
DAD UV Absorption der Sorangicin A Referenz Probe. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
MK_00004.D: UV Chromatogram, 290 nm
MK_00004.D: BPC 100-1000 -Al l  MS
MK_00004.D: EIC 967-969 -Al l  MS
MK_00004.D: EIC 805-807 -Al l  MS
600
700
800
900
Intens.
mAU
0
2
4
6
6x10
0
2
4
5x10
0.0
0.5
1.0
7x10
16 18 20 22 24 26 T ime [m in]
36
40
MK_00006.D: EIC 805-807 -Al l  MS
MK_00006.D: UV Chromatogram, 290 nm
0.0
0.5
1.0
7x10
0
10
20
30
mAU
SorA 
Ga-S 
1 
2 
3 
4 
5 
6 
6 Anhang   259 
 
Tabelle 61: Fragmentierungen von Sorangicin A und Galactosyl-Sorangiosid detektiert durch MS2-
Messungen. 
MS Fragmente von Sorangicin A 
(SorA) 
MS Fragmente von Galactosyl-Sorangiosid 
(Ga-S) 
 967.8 
 949.6 
 923.6 
 905.6 
805.6 805.5 
787.5 787.5 
761. 761.6 
 743.6 
  
699  
659 659.5 
 633.4 
623  
607 607.3 
591.4  
 589.3 
547  
  
457.3 457.3 
439.3 439.3 
431 431.3 
421.3 421.3 
413 413.3 
403 403.3 
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6.3.3.5 HPLC-MS Ergebnis und Fragmentierungen von Xylosyl-Sorangiosid 
 
 
Abbildung 91: HPLC-MS Ergebnis von Xylosyl-Sorangiosid (Xyl-S, m/z: 937,5) und Sorangicin A (SorA, m/z: 
805,6) hergestellt durch Übertragung von UDP-Xylose auf Sorangicin A durch die Glykosyltransferase SorF. 
Mit den Nummerierungen: 1: DAD UV Absorption bei 290 nm, 2: MS Base Peak Chromatogramm, m/z range 
100-1000, 3. MS Extracted Ion Chromatogramm von Sorangicin A, 4. MS Extracted Ion Chromatogramm des 
Produkt. 
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  Tabelle 62: Fragmentierungen von Sorangicin A und Xylosyl-Sorangiosid detektiert durch MS2-
Messungen. 
MS Fragmente von Sorangicin 
A (SorA) 
MS Fragmente von Xylosyl-sorangiosid 
(Xyl-S) 
 937.5 
 919.5 
 893.6 
  
805.6 805.5 
787.5 787.5 
761.6 761.6 
 743.6 
  
699  
659 659.5 
  
623  
607 607.3 
591.4  
  
547  
  
457.3 457.3 
439.3 439.3 
431 431.3 
421.3 421.3 
413 413.3 
403 403.3 
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6.3.3.6 HPLC-MS Ergebnis der Kopplung von SuSy- und Glykosyltransferase-Modul 
(EMS 1). 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 92: MS2-Ergebnis der Kopplung von SuSy- mit dem Glykosyltransferase-Modul (SorF). (linke Ab-
bildung: Sorangicin A, m/z: 805.7 und rechte Abbildung: Glykosyl-Sorangiosid: m/z: 967.7) Aus den Flächen-
werten der Peaks wurde die Abbildung 62 erstellt.     
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6.3.3.7 HPLC-MS Ergebnis der Kopplung von SuSy-, Desoxyzucker- und Glyko-
syltransferase-Modul (EMS 3). 
 
Ansatz A: 
 
Abbildung 93: MS-Ergebnis des Ansatz A der Kopplung von SuSy-, Desoxyzucker und Glykosyltransfer- ase-
Modul. (Sorangicin A: m/z: 805.7, Glykosyl-Sorangiosid: m/z: 967.7 und 6-Desoxy-4-keto- 
glucosyl-Sorangiosid: m/z: 951,7). Aus den Flächenwerten der Peaks wurde die Abbildung 64 erstellt.     
 
Ansatz B: 
 
 
 
 
 
Abbildung 94: MS2-Ergebnis des Ansatz B der Kopplung von SuSy-, Desoxyzucker- und Glykosyltrans- ferase-
Modul. (von links nach rechts: Sorangicin A m/z: 805.7,  Glucosyl-Sorangiosid m/z: 967,7, 6-Desoxy-4-keto-
glucosyl-Sorangiosid m/z: 949,7 und Rhamnosyl-Sorangiosid m/z: 951,7. Aus den Flächenwerten der Peaks 
wurde die Abbildung 64 erstellt.     
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Ansatz C: 
 
Abbildung 95: MS2-Ergebnis des Ansatz C der Kopplung von SuSy-, Desoxyzucker- und Glykosyltrans- ferase-
Modul. (von links nach rechts: Sorangicin A m/z: 805.7,  Glucosyl-Sorangiosid m/z: 967,7, 6-Des- 
oxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid m/z: 949,7 und Rhamnosyl-Sorangiosid m/z: 951,7. Aus den Flächenwerten 
der Peaks wurde die Abbildung 64 erstellt.     
 
Ansatz D: 
 
 
 
 
 
Abbildung 96: MS2-Ergebnis des Ansatz D der Kopplung von SuSy-, Desoxyzucker- und Glykosyltrans- ferase-
Modul. (von links nach rechts: Sorangicin A m/z: 805.7,  Glucosyl-Sorangiosid m/z: 967,7, 6-Des- 
oxy-4-keto-glucosyl-Sorangiosid m/z: 949,7 und Rhamnosyl-Sorangiosid m/z: 951,7. Aus den  Flächenwerten 
der Peaks wurde die Abbildung 64 erstellt.     
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Substrat UDP-Glc [mM]
0 2 4 6 8 10 12
V (µm
ol/m
in/m
g)
0
1
2
3
4
5
6
V (µm
ol/m
in/m
g) KM = 1,69 ± 0,28 mM
Vmax = 6,78 ± 0,32 U/mg
R = 0,998 
6.3.4 Michaelis-Menten Kinetiken von SorF 
6.3.4.1 Donorsubstrat-Kinetik von UDP-D-Glucose 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 97: Michaelis-Menten-Digramm zur Bestimmung der kinetischen Konstanten Vmax und KM für 
UDP-D-Glucose. 
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6.3.4.2 Donorsubstrat-Kinetik von dTDP-D-Glucose 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 98: Michaelis-Menten-Digramm zur Bestimmung der kinetischen Konstanten Vmax und KM für 
dTDP-D-Glucose. 
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6.3.4.3 Donorsubstrat-Kinetik von dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-Glucose 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 99: Michaelis-Menten-Digramm zur Bestimmung der kinetischen Konstanten Vmax und KM für 
dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-Glucose. 
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6.3.4.4 Donorsubstrat-Kinetik von dTDP-β-L-Rhamnose 
 
 
Abbildung 100: Michaelis-Menten-Digramm zur Bestimmung der kinetischen Konstanten Vmax und KM für 
dTDP-β-L-Rhamnose. 
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KM = 1,01 ± 0,44 mM
Vmax = 0,85 ± 0,1 U/mg
R = 0,992 
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6.3.4.5 Michaelis-Menten Kinetik von immobilisierter SuSy (Spaltrichtung) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 101: Michaelis-Menten-Digramm (Spaltrichtung) zur Bestimmung der kinetischen Konstanten Vmax 
und KM für UDP. 
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KM = 5,1 ± 3,0 mM
Vmax = 25,88 ± 0,86 mU/mg
R = 0,975 
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6.3.4.6 Enzymassay mit immobilisierter dTMP-Kinase 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 102: Die immobilisierte dTMP-Kinase zeigte bei Messungen im Mikrotiterplattenfotometer eine 
deutliche Aktivität (NADH-Abnahme), während in der Kontrolle ohne Substrat keine Aktivität zu erkennen war 
(keine Steigung).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
-0,35
-0,3
-0,25
-0,2
-0,15
-0,1
-0,05
0
0,05
00:00 02:24 04:48 07:12 09:36 12:00 14:24 16:48 19:12 21:36
Zeit [min]
A
bs
or
pt
io
n
ohne Substrat
mit Substrat
6 Anhang   271 
6.4 Kalibrierungen 
6.4.1 Regressionsanalyse zur Ermittlung des nativen Molekulargewichts von 
Proteinen durch Gelfiltration 
 
 
 
 
 
 
 
 
1,3505 
 
 
Abbildung 103: Kalibrierung der Gelfiltration an Superdex G200 mit den Eichproteinen BSA, Ovalbumin und 
Chymotrypsinogen; Ribonuklease wurde wegen zu großer Abweichung nicht mit berücksichtigt (alle Proteine 
aus dem LMW-Kit von Sigma). 
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6.4.2 Regressionsanalyse zur Ermittlung der relativen Molmassen von Prote-
inen anhand von SDS-PAGE 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 104: Exemplarische Auswertung eines SDS-PAGE Gels zur Berechnung der relativen Molmassen 
anhand des Molekulargewichtsstandard (Prestained Precision Plus, mit den Molekulargewichten 170 kDa, 130 
kDa, 100 kDa, 72 kDa, 55 kDa, 40 kDa, 33 kDa und 20 kDa, Bio-Rad).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
y = -0,9172x + 2,2424
R = 0,987
0
0,5
1
1,5
2
2,5
0 0,2 0,4 0,6 0,8 1 1,2
Rf-Wert
lo
gM
W
 
6 Anhang   273 
6.4.3 Kalibrierungsgerade für die Quantifizierung von dTDP 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abbildung 105: Kalibrierungsgerade für die Quantifizierung von dTDP im Konzentrationsbereich von 
0,125-2 mM. 
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6.4.4 Kalibrierungsgerade für die Quantifizierung von UDP 
 
     Abbildung 106: Kalibrierungsgerade für die Quantifizierung von UDP im Konzentrationsbereich von 
     0,125-2 mM. 
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6.5 Verwendete Chemikalien und Enzyme 
BASF, Ludwigshafen 
Plurafac LF1300 
 
Bio-Rad Laboratories GmbH, München 
All blue prestained Precision Plus Protein Molekulargewichtsstandard, Prestained Precision 
Protein Molekulargewichtsstandard, Kaleidoscope Prestained Standard, Bio-Safe Coomassie, 
Laemmli Probenpuffer, Immun-Blot PVDF-Membran 
 
Calbiochem-Novabiochem GmbH (Novagen), Schwalbach/Ts. 
E. coli: Rosetta Genotyp: F- ompT hsdSB(rB- mB-) gal dcm lacY1 (DE3) pRARE6 (CmR) 
Origami Genotyp: Δara-leu7697 ΔlacX74 ΔphoAPvuII phoR araD139 ahpC galE  
                              galK rpsL F[lac+(lacIq)pro] gor522 ::Tn10 (TcR) trxB::kan (DE3) 
Rosetta-gami Genotyp: Δara-leu7697 ΔlacX74 ΔphoAPvuII phoR araD139 ahpC 
                                     galE galK rpsL F[lac+(lacIq)pro] gor522 ::Tn10 (TcR) 
                                     trxB::kan (DE3) pRARE (CmR) 
NovaBlue Genotyp: endA1 hsdR17 (rK12- mK12+) supE44 thi-1 recA1 gyrA96 relA1 
                                 lac F [proA+B+ lacIq Z ΔΜ15 :: Tn10 (TcR)] (DE3) 
BL21 Genotyp: F- ompT hsdSB(rB- mB-) gal dcm (DE3) 
BL21 pLysS:  F- ompT hsdSB(rB- mB-) gal dcm (DE3) pLysS (CmR) 
Eppendorf AG, Hamburg 
Taq DNA Polymerase, dNTP-Mix 
 
Fermentas GmbH, St.Leon-Rot 
Glycerin-Bromphenolblau-Lösung, GeneRuler 1kBp 
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GE Healthcare, München 
LMW Calibration Kit 
 
ICN Biomedicals GmbH, Eschwege 
Glycerin 
 
Invitrogen GmbH, Karlsruhe 
SimplyBlue SafeStain, PVDF-Membran  
 
Qiagen GmbH, Hilden: 
Ni2+-NTA Spin Kit, Ni2+-NTA Spin Columns, Ni2+-NTA Superflow Gelmaterial, Ni2+-NTA 
Magnetic Agarose-Beads, Plasmid Mini Kits, Qiaquick Gel Extraction Kit  
 
Merck KGaA, Darmstadt 
Ammoniumacetat, Ammoniumformiat 
 
metabion GmbH, Martinsried: 
Primer 
 
New England Biolabs GmbH, Frankfurt/Main 
IMPACT, Chitin-Beads 
 
Roche Diagnostics GmbH, Penzberg: 
Rapid Ligation Kit, alkalische Phosphatase (calf intestine), Pyruvat Kinase, Lactat Dehydro-
genase, Phosphoglucoisomerase, Glucose-6-phosphat-Dehydrogenase, Hexokinase, Anti-His6 
Peroxidase Konjugat, DAB/Metall Konzentrat, Peroxid-Puffer 
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Roth GmbH + Co, Karlsruhe: 
Acetonitril, Acrylamidlösung (30%), Agarose, Borax, BSA, Ethanol (96%ig), Ethidiumbro-
mid (1%ige Lösung), Essigsäure (99%ig), HEPES, IPTG, Kaliumhydroxid, Lysozym, Mag-
nesiumchlorid, Methanol, Natriumchlorid, Natriumhydroxid, Natriumdihydrogenphosphat, 
Phosphorsäure, Saccharose, Salzsäure (37%ig), Schwefelsäure, TEMED Fertiglösung, Tris, 
Tween 20 
 
Schill&Seilacher, Hamburg: 
J673 Antischaummittel 
 
Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen/München: 
Ampicillin, p-Anisaldehyd, Antifoam 289, Blue Dextran, Thymidin-5´-diphosphat (Natrium-
salz), Thymidin-5´-diphosphat-glucose (Natriumsalz), Thymidin-5´-monophosphat (Dinatri-
umsalz), Thymidin-5´-triphosphat (Natriumsalz), MW-GF-200 Kit zur Kalibrierung der Gel-
fitration, Thiostrepton, Coomassie Brilliant Blue G-250 
6.6 Medien für Kultivierungen, Elektrophorese- und Blottingpuf-
fer 
6.6.1 Medien für Fest- und Flüssigkultivierungen 
LB-(lysogeny broth)-Medium: (Bertani 1951) 
10 g/L Trypton-Pepton, 5 g/L Hefeextrakt, 5 g/L NaCl 
 
LB-Agar: (Sambrook et al. 1989) 
10 g/L Trypton, 5 g/L Hefeextrakt, 5 g/L NaCl, 15 g/L Agar 
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M9-Medium: (Sambrook et al. 1989) 
Für 1 L: 20 mL  20% Glucose, 1 mL MgSO4 (1 M), 50 mL  20xM9 Salt, 0,5 g NaCl, 930 mL 
Wasser und 20x M9-Salt: 20 g NH4Cl, 60 g KH2PO4, 120 g Na2HPO4 * 7 H2O 
 
TB-(terrific broth)-Medium: (Sambrook et al. 1989) 
12 g/L Trypton, 24 g/L Hefeextrakt, 4 mL Glycerin, 900 mL Wasser, anschließend autokla-
vieren, auf 60°C abkühlen und 100 mL K-Phosphat-Puffer (23,1 g/L KH2PO4, 125,4 g/L 
K2HPO4) hinzugeben 
 
Sorbitol-Betain-Medium: (Blackwell und Horgan 1991) 
LB-Medium (Kapitel oben) und zusätzlich noch 1 M Sorbitol und 2,5 mM Betaine 
 
SD-Medium:  
5 g/L Ammoniumsulfat, 2 μg/L Biotin, 400 μg/L Calciumpantothenat, 2 μg/L Folsäure, 2 
mg/L Inositol, 400 μg/L Niacin, 200 μg/L p-Aminobenzoesäure, 400 μg/L Pyridoxinhydroch-
lorid, 200 μg/L Riboflavin, 400 μg/L Thiaminhydrochlorid, 500 μg/L Borsäure, 40 μg/L Kup-
fersulfat, 100 μg/L Kaliumiodid, 200 μg/L Eisenchlorid, 400 μg/L Mangansulfat, 200 μg/L 
Zinksulfat, 1 g/L KH2PO4, 0,5 g/L MgSO4, 0,1 g/L NaCl, 0,1 g/L CaCl2 
 
SD-Agar Medium: 
siehe SD-Medium + 1,5% Agar 
 
SGYEME-Medium (modifiziertes YEME-Medium (Hopwood et al. 1985)) 
3 g/L Hefeextrakt, 5 g/L Peptone, 3 g/L Malzextrakt, 10 g/L Glucose, 110 g/L Saccharose, 
nach dem Autoklavieren Zugabe von 2mL/L MgCl2 · 6 H2O (2,5 M) 
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6.6.2 Elektrophorese- und Blottingpuffer 
Blottingpuffer nach Khyse-Andersen (Kyhse-Andersen 1984) 
Anodenpuffer I: 300 mM Tris, 10% Methanol; pH 10,4 
Anodenpuffer II: 25 mM Tris, 10% Methanol, pH 10,4 
Kathodenpuffer: 25 mM Tris, 40 mM ε-Aminohexansäure, 10% 
 Methanol, pH 9,4 
 
NuPAGE SDS-PAGE MES- oder MOPS-Puffer für Fertiggele  
50 mL MES (MOPS)-SDS-Puffer (20x), 950 mL H2O (bidest.) 
 
SDS-PAGE Laufpuffer für selbst hergestellte Gele 
25 mM Tris, 129 mM Glycin, 0,1% SDS 
 
Coomassie Färbelösung 
0,1% Coomassie Blue R-, 40% Ethanol (techn.), 10% konz. Essigsäure, 50% H2O, bidest.  
 
Coomassie Entfärber 
40% Ethanol (techn.), 10% konz. Essigsäure, 50% H2O, bidest.   
 
NuPAGE Blottingpuffer 
50 mL NuPAGE Transferpuffer (20x), 1 mL NuPAGE Antioxidant, 100 mL Methanol, 849 
mL H2O, bidest. 
 
TBS-Blockierungspuffer für das Western Blotting 
10 mM Tris/HCl, pH: 7,2, 150 mM NaCl und 3% BSA (w/v) 
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Antikörperlösung für das Western Blotting 
10 mM Tris/HCl, pH: 7,2, 150 mM NaCl, 1% BSA (w/v), 100 mU/mL Anti-His6-Peroxidase 
Konjugat (Roche Diagnostics) 
 
TBS-Tween Waschpuffer für das Western Blotting 
10 mM Tris/HCl, pH: 7,2, 150 mM NaCl, 0,1% (v/v) Tween 20 
 
DAB-Substratlösung 
2 mL DAB/Metall-Konzentrat (10x, DAB-Substrat Kit, Roche Diagnostics) 
 
SDS-Glycin Laufpuffer (Criterion) 
25 mM Tris, 129 mM Glycin, 0,1% SDS 
6.7 Geräteliste 
Agilent Technologies Deutschland GmbH, Böblingen 
HPLC Anlage (Agilent 1100 Serie) und HCT plus Massenspektrometers (Bruker Biospin 
GmbH, Rheinstetten) 
 
Bandelin electronic GmbH&Co. KG, Berlin 
Ultraschallgerät Sonopuls HD 200 mit Mikrospitze Sonotrode MS73 
 
B.Braun Melsungen AG, Melsungen 
Fermenter ED10, Impfbesteck, MFCS (Steuerungs- und Dokumentationssoftware) 
 
Beckman-Coulter GmbH, Krefeld 
P/ACE MDQ Carbohydrate Kapillarelektrophoresesystem, Quarzkapillaren 
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Bioengineering AG, Schweiz 
Labor-Pilot-Reaktor LP 351 
 
Bio-Rad Laboratories GmbH, München 
Criterion Gelkammer mit Zubehör, Netzteil PowerPac 300, Trans-Blot SD Semi-Dry Trans-
ferzelle mit Zubehör, GelDocSystem 
 
Chemagen AG, Baesweiler 
Magnet-Separator für 2 Eppendorfgefäße (1,5-2 mL) 
 
CS-Chromatographie Service GmbH, Langerwehe 
Hypersil RP-18 HPLC Säule  
 
Dionex GmbH, Idstein 
Probengeber GINA 160 und ASI-100, Pumpe Modell 480, UVD-160 S, Säulenofen, Degaser 
DG1310, Chromeleon Software (Client Version 4.2) 
 
Eppendorf AG, Hamburg 
Mastercycler gradient, Mixer 5432, Thermostat 5320, Pipetten: Modell Research (10 μl, 100 
μl, 1000 μl), Eppendorf-Reaktionsgefäße, Multipette 
 
Ganter GmbH & Co. KG, Furtwangen 
Federndes Druckstück GN614 
 
GE Healtcare, München 
Unterschiedliche Chromatographiesäulen der Serien XK und C, ÄKTA Prime mit eingebauter 
UV-Durchflusszelle, Fraktionssammler und Software (PrimeView Kontroll- und Dokumenta-
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tionssoftware), GradiFrac System mit HiLoadPump P-50, UV-Monitor UV-1 mit Durchfluss-
zelle, Fraktionssammler FRAC-100, Schreiber REC102, diverse P1 Peristaltikpumpen, Säu-
lenmaterialien Q-Sepharose FF, Sephadex G-10, Sephadex G-200 
 
Global Medical Instrumentation, Inc., Ramsey, Minnesota, Vereinigte Staaten von Ame-
rika 
Savant SpeedVac SC110 
 
Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen 
50 und 15 mL Röhrchen (Falcon Tubes), UV-Star 96-well-Platten 
Heidolph Instruments GmbH & Co.KG, Schwabach 
3D-Schüttler Polymax 1040, Überkopfmischer Reax 2, Rotationsverdampfer VV1 
 
Hettich GmbH & Co. KG, Tuttlingen 
Zenrifuge Rotina 35R mit Ausschwingrotor 10-fach und Winkelrotor 30-fach, Mikro 22R 
Zentrifuge 
 
HLC Biotech, Bovenden 
Heizblockthermostat HBT 130 
 
Holten, Allerod, Dänemark 
Sterilbank LaminAir, Überkopfschüttler RK 10-VS 
 
IBS-Magnet, Berlin 
Neodym-Eisen-Bor Magnete NE45 
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IKA Werk GmbH & Co. KG, Staufen 
2D-Schüttler KS 130 basic, Magnetrührer IKAMAG RT und RCT, Vortexer TTS2 
 
Infors AG, Bottmingen, Schweiz 
Fermenter, Typ: Techfors (Kessel: 20 L bzw. 40 L, Rührer: 3-stufiger Sechsblattscheibenrüh-
rer, Begasung: Ringrohrbegasung mit Druckluft, pH-Elektrode der Fa. Mettler-Toledo, pO2-
Elektrode: Fa. Ingold), Schüttler HT, Animpfbestecke und weiteres Fermenterzubehör, Iris 
NT-Steuerungs- und Dokumentationssoftware 
 
Invitrogen GmbH, Karlsruhe 
XCell SureLock Mini Cell mit XCell Blot Module für Tankblotting, PowerEase 500 Netzteil 
 
Julabo, Seelbach 
Kryostat FP40 
 
Kendro Laboratory Products GmbH, Langenselbold 
Zentrifuge Sorvall RC-5B mit den Rotoren GS3, GSA, SS-34 und SLA-3000 
 
J. Lothmann GmbH & Co KG, Würselen 
Aluminium Grundplatte 
 
Macherey-Nagel GmbH & Co. KG, Düren 
RP Nucleodur C18 Säule, DC Platten RP18 W/UV254 
 
Medizinische Geräte J.H. Schrader, Friedland 
Lyophylle 
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Memmert GmbH + Co. KG, Schwabach 
Wasserbad WB14, Brutschrank U30 
 
Mettler Toledo GmbH, Giessen  
Labstyle 54, Labstyle 5001 
 
Molecular Devices GmbH, Ismaning/München 
SpectraMax Plus 384 Mikrotiterplattenfotometer 
 
Retsch GmbH, Haan  
Schwingmühle MM200  
 
Sartorius AG, Göttingen 
Waage MC 1 laboratory LC 6200 D, Vivacience Ultrafiltrationskonzentratoren: Vivaspin 500, 
Vivacell 20, 70 und 250 mit verschiedenen Membranen (10 kDa cut off bis 100 KDa), Filter 
0,22 μm mit Celluloseacetat-Membran 
 
Schott AG, Mainz 
pH-Einstabmeßkette CG842 
 
Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
Dowex 1x2 Material  
 
Systec GmbH, Münster 
Autoklav 2540 EL 
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Vacuubarnd GmvH & Co. KG, Wertheim 
MD4C Vakuumpumpe 
 
VMA Getzmann GmbH, Reichshof  
Dispermat SL-C-12 
 
Watson-Marlow GmbH, Rommerskirchen 
Schlauchpumpen, verschiedene Modelle 
 
Wissenschaftliche Technische Werkstätten GmbH, Weilheim 
Inolab Leitfähigkeitsmessgerät  
6.8 Verwendete Abkürzungen und Symbole 
ADP Adenosin-5´-diphosphat 
AMP Adenosin-5´-monophosphat 
APS Ammoniumperoxodisulfat 
ATP Adenosin-5´-triphosphat 
AviS dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose-2,3-Dehydratase  
AviS-Pro Fusion der 2,3-Dehydratase AviS mit einem Propeptid 
AviT dTDP-6-Desoxy-3,4-diketo-D-glucose-3-Ketoreductase 
bidest.H2O mit Inonenaustauschern hergestelltes hochreines Wasser 
BSA bovines Serumalbumin 
c Konzentration 
CDP Cytidin-5´-diphosphat 
CE capillary electrophoresis (Kapillarelektrophorese) 
d Tag 
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Da Dalton 
DAB Diaminobenzidin 
DC Dünnschichtchromatographie 
DNA Desoxyribonukleinsäure 
dTDP 2´-Desoxythymidin-5´-diphosphat 
dTDP-Glc 2´-Desoxythymidin-5´-diphosphat-α-D-Glucose 
dTMP 2´-Desoxythymidin-5´-monophosphat  
DTT 1,4-Dithiothreitol 
dTTP 2´-Desoxythymidin-5´-triphosphat 
E Extinktion 
E. coli Escherichia coli 
EDTA Ethylendiamintetraessigsäure 
EMS Enzym-Modul-System 
ER endoplasmatisches Retikulum 
g Gramm 
GDP Guanosin-5´-diphosphat 
GT Glykosyltransferase  
h Stunden 
HEPES N-(2-Hydroxyethyl)-piperazin-N´-(2-ethansulfonsäure) 
His- Hexahistidyl- 
HPLC high performance liquid chromatography 
HTS High-Throughput-Screening 
IMAC Immobilisierte Metallionen-Affinitäts-Chromatographie 
IPTG Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid 
kDa Kilodalton 
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L Liter 
LacNAc N-Acetyllactosamin 
MidH  dTDP-6-Desoxy-4-keto-D-glucose-3,4-Epimerase 
MidC dTDP-6-Desoxy-3-keto-D-glucose-3-Aminotransferase 
MidK dTDP-6-Desoxy-3-amino-N,N-Dimethyltransferase 
min Minuten 
ml Milliliter 
MW Molekulargewicht 
MS Massenspektrometrie 
NDP Nukleosid-5´-diphosphat 
Ni2+-NTA Nickel2+-Nitriloessigsäure 
NTP Nukleosid-5´-triphosphat 
PAGE Polyacrylamid-Gelelektrophorese 
PCR Polymerase-Kettenreaktion 
PEP Phosphoenolpyruvat 
R Korrelationskoeffizient 
Rf-Wert Retentionsfaktor 
RNA Ribonukleinsäure 
RT Raumtemperatur 
RmlB dTDP-Glucose-4,6-Dehydratase (EC 4.2.1.46) 
RmlC  dTDP-4-Dehydrorhamnose-3,5-Epimerase (EC 5.1.3.13) 
RmlD dTDP-4-Dehydrorhamnose Reduktase (EC 1.1.1.133) 
RT Raumtemperatur 
s Sekunde 
SDS Natriumdodecylsulfat 
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SDS-PAGE Natriumdodecylsulfat Polyacrylamid-Gelelktrophorese 
S. cerevisiae Saccharomyces cerevisiae 
S. lividans Streptomyces lividans 
SorF NDP-Glykosyltransferase 
SuSy Saccharose Synthase (EC 2.4.1.13) 
t Zeit 
TBA Tetra-N-butylammoniumhydrogensulfat 
TBS Tris bbuffered saline 
TEMED N,N,N´,N´-Tetramethylethylendiamin 
Tris Tris(hydroxymethyl)-aminomethan 
U Unit(s) 
UDP Uridin-5´-diphosphat 
UTP Uridin-5´-triphosphat 
Upm Umdrehungen pro Minute 
UrdR dTDP-2,6-Didesoxy-4-keto-glucose Reduktase 
UrdS dTDP-2,6-Didesoxy-4-keto-glucose Reduktase 
V Ansatzvolumen 
v Testvolumen 
6.9 Stämme 
Prof. Dr. A. Bechthold, Institut für Pharmazeutische Biologie, Albert-Ludwigs-
Universität Freiburg 
E. coli-AviS, E. coli-AviT, E. coli-UrdR, E. coli-UrdS, alle Proteine mit His-Tag 
Dr. M. Konrad, Max-Planck-Institut für biophysikalische Chemie, Göttingen 
E. coli-dTMP-Kinase mit His-Tag 
Prof. Dr. R. Müller, Institut für Pharmazeutische Biotechnologie, Universität des Saar-
landes, Saarbrücken 
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E. coli-SorF, Protein mit Chitin-binde Domäne 
Prof. Dr. W. Piepersberg, Institut für Chemische Mikrobiologie, Bergische Universität 
Wuppertal 
E. coli-MidC, E. coli-MidK, S. lividans-MidK alle Proteine mit His-Tag 
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